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Le manuscrit est composé de trois grandes parties : (i) une introduction générale ; visant à replacer les 
études en écologie des communautés ectomycorhiziennes dans le cadre beaucoup plus large de l’écologie 
microbienne (ii) trois articles scientifiques (dont deux sont déjà publiés et le troisième en attente de 
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Les aulnes (genre Alnus Mill, Betulaceae) sont des essences pionnières dominantes des zones 
humides et autres milieux difficiles. Leur succès écologique est vraisemblablement lié à leur capacité à former 
des associations symbiotiques mutualistes avec des champignons ectomycorhiziens (ECM) et des 
actinobactéries du genre Frankia.  
Dans le système ECM aulnes-champignons, les assemblages fongiques se caractérisent par leur faible 
diversité et la forte proportion de lignées spécifiques de ces hôtes (qualifiées d’alnicoles) contrastant avec ce 
qui est généralement décrit pour les communautés ECM et suggérant une coévolution étroite entre hôtes et 
symbiontes. Ce système est proposé ici comme modèle pour l’étude des processus écologiques et évolutifs 
impliqués dans la mise en place et la dynamique de l’association symbiotique ECM dont l’importance dans le 
fonctionnement des écosystèmes terrestres n’est plus à démontrer. Notre objectif est notamment de faire la 
part entre les effets de l’hôte et des facteurs abiotiques de l’habitat sur la dynamique des communautés ECM 
associées aux aulnes à l’échelle de la France métropolitaine. 
En alliant taxonomie traditionnelle et barcoding, nous avons caractérisé la diversité spécifique dans 39 
aulnaies francaises aux caractéristiques climatiques et édaphiques contrastées et nous avons considéré 
l’écologie des espèces ainsi que l’histoire évolutive des lignées dominantes en relation avec celle des espèces 
francaises du genre Alnus. Nos résultats confirment l’originalité de ces assemblages avec seulement 99 
espèces identifiées à l’échelle de la France métropolitaine, une forte stabilité des assemblages à l’échelle 
régionale et la dominance des espèces alnicoles dans les cortèges. Pour expliquer les patrons de diversité ECM 
observés aujourd’hui dans ces communautés, le scenario que nous proposons intègre des données de 
phylogéographie de l’hôte, l’effet de modifications climatiques récentes (Quaternaire), les exigences des 
espèces ECM par rapport à leur milieu abiotique et biotique et les capacités de dispersion de celles-ci,mettant 
en évidence l’importance de processus locaux et régionaux, potentiellement déterministes et neutres. 
Ces résultats sont prometteurs en vue de l’élaboration d’outils diagnostics pour des plans de gestion 
des zones humides, milieux fragiles et menacés par des pressions anthropiques croissantes 
Mots clés : Communauté écologique ; symbiose ; mutualisme ; champignon ectomycorhizien ; taxonomie 
traditionnelle ; barcoding ; spécificité d’hôte ; phylogénie moléculaire ; coévolution ; adaptation ; Basidiomycota ; 
Ascomycota ; Alnus (Betulaceae) 
Abstract 
Alders (Alnus Mill, Betulaceae) are dominant pioneer species of wetlands and other harsh 
environments. Their ecological success could be related to their ability to form mutualistic symbiotic 
associations with ectomycorrhizal fungi (ECM) and actinobacteria (genus Frankia).  
Alnus-associated ECM communities are species poor and exhibit a high proportion of host-specific 
lineages (referred as “alnicolous” lineages), contrasting with what is generally described for ECM communities 
and suggesting a close coevolution between hosts and symbionts. This system is proposed here as a model for 
the study of ecological and evolutionary processes involved in development and dynamics of ECM associations 
whose importance in the functioning of terrestrial ecosystems is well documented. Particularly, we aimed at 
disentangling host and abiotic habitat effect on Alnus ECM communities, at a regional scale (across 
metropolitan France). 
By combining traditional taxonomy and barcoding we described species diversity in 39 sites with 
contrasting climatic and soil characteristics and we considered species ecology and evolutionary history of 
dominant lineages. Our results confirm the originality of these communities with only 99 species identified 
across metropolitan France, a high stability at the regional scale and dominance of alnicolous species. In order 
to explain the diversity patterns observed ECM today in these communities. the scenario we propose here 
integrates host phylogeography data, effect of recent climate changes (Quaternary), abiotic and biotic 
requirements of ECM species and their dispersion abilities, highlighting importance of local and regional 
processes.Our results are promising for the development of diagnostic tools for management plans of 
wetlands, fragile environments and threatened by increasing human pressures 
Keywords : Ecological communities, symbiosis, mutualsim, ectomycorrhizal fungi, traditional taxonmy, barcoding, 




L’écologie en tant que science trouve ses racines dans l’intérêt que portent les Hommes aux relations 
qui unissent les organismes vivants à leur environnement. Avant même de porter son nom actuel 
(« oecology », proposé au 19e siècle par le physiologiste allemand Haeckel dans son ouvrage « Generelle 
Morphologie » paru en 1866), cette science est née en se développant comme une branche de la botanique et 
de la zoologie, largement influencée par la tradition « naturaliste » de ces disciplines, comme nous le verrons 
par la suite.  
L’objectif de la science écologique est de révéler des règles universelles permettant d’expliquer la 
dynamique et la distribution de l’ensemble des organismes vivants présents sur Terre, quelque soit leur taille, 
leur répartition géographique ou encore leur position dans l’arbre phylogénétique du vivant. Et cet objectif 
prend une dimension supplémentaire avec la prise de conscience, depuis le 20e siècle, de la disparition massive 
d’espèces, des modifications des patrons d’abondance et de distribution de celles-ci sous des contraintes 
d’origine anthropique et de l’ampleur des menaces qui pèsent de façon générale sur la biosphère1 (certains 
auteurs y voient la 6e grande crise biologique du Phanérozoïque ; Avise et al., 2008).  
 En vue d’atteindre cet objectif mais aussi de satisfaire les exigences fixées par la Convention sur la 
Diversité Biologique
2 (CBD), la mesure de la diversité du vivant, la compréhension de son organisation actuelle 
à ses différents niveaux (gènes, espèces et écosystèmes) et de son évolution passée sont des prérequis 
indispensables. 
Un des résultats importants des mesures et des estimations récentes de la diversité biologique (ou 
biodiversité) sur Terre est qu’une bonne partie de celle-ci est invisible à l’œil humain : les micro-organismes 
constituent vraisemblablement une part considérable de la diversité existante dans les écosystèmes. Un 
micro-organisme est défini de façon opérationnelle comme un organisme dont le diamètre est inférieur à 0, 1 
mm. Cette forme de vie est exclusive chez les Eubactéries, les Archées mais se retrouve aussi chez certains 
Eucaryotes (champignons, nématodes, protozoaires, ou encore certaines algues unicellulaires). Ces formes de 
vie « invisibles à l’œil nu » apparaissent ainsi phylogénétiquement, biologiquement et physiologiquement 
extrêmement diversifiées.  
Ces organismes sont très abondants dans les écosystèmes avec, par exemple, non loin de 2000 
espèces de champignons et 4000 génotypes de bactéries dans un seul gramme de sol de forêt tempérée (voir 
respectivement Hawksworth, 2001 et Torsvik et al., 1996). 
Mais jusqu’à récemment, les micro-organismes n’avaient que très peu retenu l’attention des 
taxonomistes en comparaison avec l’attention qui a été portée aux seuls Vertébrés ou Angiospermes (Decaens 
et al., 2006). Par conséquent, ils n’ont pas non plus été souvent considérés dans la construction des théories de 
l’écologie moderne. Pourtant, étant donné la forte abondance, la biomasse, la diversité et l’ensemble des 
activités réalisées par les micro-organismes dans les écosystèmes, les théories écologiques développées pour 
                                               
1
 Ensemble des milieux dans lesquels la vie est possible en permanence et les êtres vivants qu’ils hébergent.  
2
 Etablie lors du sommet de la Terre à Rio de Janeiro en 1992 
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les « macro-organismes » pourraient avoir bien peu de valeur si elles s’avéraient inapplicables aux 
communautés microbiennes (Prosser et al., 2007). 
I- Concilier écologie des « macro » et des « micro-organismes » 
I-1 : Les micro-organismes historiquement mis de côté dans les théories 
écologiques 
Deux grandes raisons expliquent le développement limité des théories écologiques chez les micro-
organismes : la première est de nature méthodologique, la seconde de nature culturelle et historique.  
D’un point de vue méthodologique tout d’abord, les recherches en écologie microbienne ont dû 
affronter de nombreux défis et obstacles intrinsèques aux modèles biologiques étudiés. Cette première limite 
découle naturellement de la difficulté à observer les micro-organismes dans leurs milieux de vie et donc de la 
complexité de la collecte de données renseignant sur la diversité de leurs populations naturelles. Cette 
difficulté est évidemment inhérente à leur taille microscopique, au très faible nombre de caractères 
morphologiques utilisables pour les identifier (et sur lesquels reposait, et repose encore largement, la 
taxonomie traditionnelle), à l’ambigüité des traits physiologiques utilisés pour les identifier (données de 
métabolisme) et au fait que bien souvent les espèces ne sont pas cultivables, la mise en culture étant pourtant 
un pré-requis pour une caractérisation en laboratoire. Il y a 250 ans, quand les travaux de Linné et de ses 
contemporains posaient les fondements de la biogéographie3, on ne s’étonnera pas que seuls les organismes 
visibles à l’œil nu fussent considérés. Par la suite, l'estimation de la biodiversité des micro-organismes a 
longtemps été limitée, par les techniques de culture, aux observations microscopiques, biochimiques et 
immunologiques et est donc restée largement inaccessible à l’étude. 
La seconde explication pour comprendre l’évolution séparée de la micro- et de la macro-écologie 
est culturelle (Prosser et al., 2007). Historiquement, la façon d’appréhender la biodiversité est très différente 
entre chercheurs étudiant les plantes et les animaux et ceux étudiant les micro-organismes. L’écologie 
microbienne s’est développée initialement du fait de l’importance de l’étude des micro-organismes en vue 
d’applications en médecine, en agronomie et dans l’industrie. Elle s’est développée essentiellement au travers 
de techniques d’expérimentation en laboratoire basées sur des cultures pures et autres systèmes simplifiés, 
s’attachant à décrire la physiologie et le métabolisme des organismes en conditions contrôlées. L’approche est 
bien différente dans les études naturalistes « de terrain » qui ont donné naissance à l’écologie dite 
« générale ». L’écologie microbienne s’est ainsi développée comme une sous-discipline de la microbiologie, 
partiellement isolée des théories écologiques naturalistes développées pour les macro-organismes.  
                                               
3 Discipline qui considère la répartition géographique des espèces et les facteurs à l’origine de celle-ci. 
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I-2 : Le microcosme, un premier pas vers l’écologie microbienne  
 L’utilisation des microcosmes4 microbiens a joué un rôle central dans l’histoire de l’écologie même s’il 
est parfois mésestimé (Jessup et al., 2005). Nous pouvons notamment penser aux travaux sur la compétition 
de Tilman (1977) développés à partir d’espèces d’algues planctoniques, ou aux travaux menés par Gause 
(1934), sur la compétition et la prédation au moyen de microcosmes avec bactéries, protozoaires ciliés et 
levures, qui en sont de bonnes illustrations. Certains principes clés en écologie découlent de ces expériences. 
Par exemple, en estimant les paramètres de croissance de deux espèces de paramécies isolées l’une de l’autre, 
Gause pouvait prédire quelle espèce serait la meilleure compétitrice lorsque les deux espèces seraient placées 
en présence l’une de l’autre. Son travail aura permis de tester en laboratoire un principe démontré jusqu’alors 
par le calcul (travaux de Lotka5 et deVolterra6) et qui aura de larges répercutions en écologie, en économie et 
en génétique : le principe de l’exclusion compétitive ou principe de Gause (Hardin, 1960).  
I-3 : Pourquoi considérer les micro-organismes dans les études écologiques ? 
Une première raison est qu’ils représentent la plus grande partie de la biodiversité. Pour illustrer cela, 
reprenons l’image de Shively et al. (2001), selon laquelle les micro-organismes, malgré leur « invisibilité », 
représentent la moitié de la totalité du carbone contenu dans les organismes vivants dans les écosystèmes. 
Deuxièmement, l’ensemble de la communauté scientifique s’accorde aujourd’hui pour attribuer des 
rôles primordiaux aux micro-organismes dans le fonctionnement global des écosystèmes. D’une manière 
générale, via leur métabolisme et leur croissance, les milliards d’organismes constituant la biosphère 
transportent chaque année des centaines de milliers de tonnes d’éléments et de composés entre les 
différentes enveloppes terrestres (hydrosphère, atmosphère et lithosphère). Cette activité biogéochimique, 
qui caractérise d’ailleurs la Terre dans le système solaire, détermine, entre autres, la fertilité des sols, la qualité 
de l’air et de l’eau et donc la viabilité dans les écosystèmes et sur la Terre elle-même (Schlesinger et Andrews, 
2000). On trouve les micro-organismes à des étapes clés de ces processus. En particulier, le cycle de cinq des 
éléments majeurs constituants les macromolécules biologiques - H, C, N, O et S - est largement dépendant 
des réactions d’oxydo-réduction catalysées exclusivement par des micro-organismes et des transformations 
environnementales qui leurs sont associées dans les écosystèmes (voir Falkowski et al., 2008). De plus 
beaucoup d’activités anthropiques dépendent strictement de l’activité des micro-organismes, comme le 
traitement des eaux usées, la production de nombreux composés chimiques industriels et de produits 
pharmaceutiques, ou encore de procédés de bio-remédiation.  
Ces différents aspects de la diversité taxonomique et fonctionnelle des micro-organismes justifient 
grandement l’intérêt des études de biodiversité microbienne et, comme le souligne Falkowski et al. (2008), 
étant donné que nous intervenons de façon majeure dans les flux de matière et d’énergie à l’échelle globale, la 
compréhension de l’implication des micro-organismes dans les processus biogéochimiques est cruciale pour le 
maintien de la vie humaine sur Terre. 
                                               
4
 Dispositif expérimental de petite taille (volume de quelques dm
3
) visant à recréer un écosystème en conditions contrôlées en laboratoire 
avec un degré de complexité généralement réduit 
55
 Lotka, 1932 
6
 Volterra, 1926 et 1931 
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Comprendre à quelles règles est soumise l’écologie des microbes est sans aucun doute l’un des grands 
enjeux de l’écologie contemporaine (Prosser et al., 2007), en particulier pour parvenir à une vision intégrée de 
l’organisation et du fonctionnement des écosystèmes, alliant écologie générale et microbienne. 
I-4 : La révolution méthodologique dans l’étude de l’écologie des micro-
organismes 
L’utilisation d’outils moléculaires constitue une véritable révolution dans le monde microbien. Une 
des premières et des plus glorieuses applications des données moléculaires pour l’étude de la diversité du 
vivant a été, sans nul doute, la découverte par C.R. Woese et ses collaborateurs du règne des Archées au sein 
des « procaryotes » et la construction d’un arbre phylogénétique du vivant à trois branches -Eucaryotes, 
Archées et Eubactéries- sur la base des données de séquences partielles d’ARNr (Woese et Fox, 1977).  
A partir de la fin des années 1970, l’étude de la diversité microbienne connaît une véritable révolution 
méthodologique accompagnée d’un développement scientifique extrêmement rapide (voir, par exemple, la 
revue de littérature de Horton et Bruns, 2001). L’application de techniques moléculaires indépendantes des 
procédés de cultures – ceux-ci étant hautement sélectifs, comme nous l’avons mentionné plus haut - et les 
procédés qui se sont développés tour à tour (génomique, métagénomique, transcriptomique et protéomique) 
ont amené une source inépuisable de données d’observation des micro-organismes dans leurs milieux 
naturels. Aujourd’hui, avec le développement de techniques comme le celles de séquençage haut débit 
(Margulies et al., 2005), les limites méthodologiques concernent désormais davantage le traitement 
bioinformatique et la constitution de solides bases de référence (Buée et al., 2009 ; Yoccoz 2012) que la 
collecte des données.  
 Parmi les micro-organismes, avec entre 1, 5 à 5 millions d’espèces selon les estimations 
(respectivement Hawksworth 2001 et Blackwell, 2010) le groupe des champignons fait figure de composant 
majeur de la diversité biologique globale actuelle. 
 II- Les champignons au sein des micro-organismes 
II-1 : Qu’est ce qu’un champignon ? 
Les champignons, en tant qu’organismes étudiés par les mycologues, correspondent à l’ensemble des 
lignées de l’arbre phylogénétique des Eucaryotes dont le nom se termine en « mycètes » et qui, ensemble, 
forment un groupe polyphylétique. Il s’agit des Eumycètes (ou « Champignons vrais »), des Oomycètes dans le 
clade des Hétérochontes et des Myxomycètes parmi les Amibozoaires. Les deux premières lignées regroupent 
des organismes hétérotrophes pour le carbone, microscopiques, à appareil végétatif filamenteux (les hyphes 
fongiques) ou unicellulaire, et présentant une organisation cellulaire associant une matrice extracellulaire de 
type « paroi » et des vacuoles.  
D’une façon plus restrictive, dans son acception phylogénétique, le terme de champignon renvoie au 
clade des Eumycètes (ou Champignons vrais) dont la mise en évidence est relativement récente (Tehler, 1988 ; 
Bruns, 1992) et regroupant plusieurs lignées sur le partage de caractères dérivés exclusifs principalement 
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moléculaires. Ce groupe est évolutivement très proche des Métazoaires, même si relations phylogénétiques 
précises ne sont pas encore élucidées (Blackwell 2006).  
Cinq groupes s’individualisent au sein des Eumycètes : les Chytridiomycètes, Zygomycètes, 
Glomeromycètes, Basidiomycètes et les Ascomycètes (Barr, 1992 ; Bowman et al., 1992 ; Bruns et al., 1992). 
Les groupes monophylétiques des Ascomycètes et Basidiomycètes, qui abritent plus de 95 % de la diversité 
fongique connue, auraient divergé les derniers (Bowman et al., 1992 ; Bruns et al., 1992). 
A l’heure actuelle, 100 000 espèces ont été décrites (Schmit et Mueller 2007 ). 
Figure 1 : Arbre phylogénétique des Eumycètes. Modifié d’après Stajich et al., 2009 
 
II-2 : Importance écologique des Eumycètes 
L’appareil végétatif fongique (hyphes mycéliens) constitue la part la plus importante de la biomasse 
du sol (Wardle, 2006) et peut atteindre plusieurs centaines de milliers de mètres par gramme de sol (Taylor et 
Alexander, 2005). De plus, l’hétérotrophie des champignons vis-à-vis du carbone se traduit par une grande 
variété de modes de vie permettant aux champignons de se procurer une source de carbone organique 
indispensable dans leur environnement (voir encart «diversité des modes de vie des champignons »).  
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ENCART : DIVERSITE DES MODES DE VIE DES CHAMPIGNONS 
Ecologiquement, les champignons peuvent être classés parmi les organismes : 
- saprophytes, largement responsables du recyclage de la matière organique dans les écosystèmes 
terrestres. Les champignons participent de façon dominante à la décomposition des tissus végétaux et permettent 
ainsi le recyclage de la matière organique à partir des déchets et des restes d’êtres vivants (feuilles, fruits, bois mort, 
déjections et cadavres animaux…) et la remise à disposition du carbone et d’autres éléments minéraux. Grâce aux 
nombreuses enzymes qu’ils produisent, ils sont capables de dégrader des polymères organiques complexes 
(lignines, cellulose, hémicelluloses par exemple pour les tissus végétaux) en molécules plus simples récupérables par 
le champignon lui-même ou par d’autres organismes. Ainsi, il n’est pas surprenant que l’élimination par un fongicide 
de la mycoflore du sol conduise à une réduction significative des taux de minéralisation des composés carbonés et 
azotés de la litière d’agrosystèmes (Beare et al., 1992). Ce processus constitue une étape clé dans les cycles 
biogéochimiques du carbone et de l’azote. 
- parasites : leurs hôtes sont généralement des plantes, des animaux ou des champignons. Avec 10 000 
espèces phytopathogènes décrites, les champignons sont les parasites de plantes les plus importants et les plus 
répandus, causant des pertes agricoles conséquentes (Rouille noire du blé, Oïdiums, fusarioses, fontes des semis, 
charbons, cloques, ergot…) et influençant vraisemblablement la composition et la structure des communautés 
naturelles de plantes. Du côté des parasites d’animaux, la propagation du parasite Batrachochytrium dendrobatidis - 
agent de la chytridiomycose - est vraisemblablement largement responsable du déclin d’une grande proportion des 
espèces d’amphibiens en danger critique d’extinction (Kilpatrick et al., 2010) . Et cet exemple très médiatique n’en 
est qu’un parmi d’autres (dermatoses, saprolegnoses des poissons, Beauveria, Cordyceps et Entomophthorales 
parasites d’Arthropodes etc) 
- mutualistes tels les champignons ectomycorhiziens, associés de façon permanente (mutualisme 
symbiotique7) aux racines de nombreuses espèces végétales, essentiellement ligneuses, et participant largement à 
la nutrition hydrominérale de leurs hôtes (phosphore et azote en particulier ; Cairney, 2011) en échange de 
composés organiques issus de la photosynthèse de leur partenaire. Les lichens, organismes issus de l’association 
symbiotique entre un champignon et une algue ou une cyanobactérie sont particulièrement répandus dans les 
environnements contraignants (murs, éboulis, étage supralittoral des côtes rocheuses, etc.). D’autres champignons 
forment des associations symbiotiques mutualistes avec des insectes (fourmis, termites, guêpes…), en participant à 
la digestion enzymatique des débris végétaux à partir desquels ces organismes se nourrissent, en échange d’un 
environnement stable et généralement dépourvu de pathogènes et d’un approvisionnement permanent en 
composés organiques (Currie et al., 2003). 
- prédateurs : de façon plus anecdotique mais assez impressionnante, certains champignons sont capables 
de capturer, tels des prédateurs, des Metazoaires de la faune du sol grâce à des lassos formés d’hyphes mycéliens 
sensibles au contact. Ce comportement s’exprime dans des environnements pauvres en azote, suggérant que la 
prédation fongique est une stratégie associée à la recherche de sources azotées plus que carbonées.  
Les champignons constituent de plus une source de carbone organique pour beaucoup de réseaux 
trophiques du sol (Wardle, 2002) et certains Vertébrés utilisent les fructifications de certaines espèces 
fongiques comme une source de nourriture non négligeable. 
Ainsi, via leurs capacités métaboliques, les champignons occupent des positions capitales dans les 
grands cycles biogéochimiques (cycles du carbone, de l’azote et du phosphore notamment), ce qui confère à 
ces organismes des rôles clés dans les écosystèmes terrestres. Ils participent ainsi amplement à la dynamique 
des communautés de plantes, d’animaux ou même de bactéries via une large gamme d’interactions. Que ce 
soit pour leur diversité spécifique, pour les rôles qu’ils jouent dans les écosystèmes ou encore pour les 
utilisations directes qu’en font les Hommes (espèces comestibles, utilisation de levures ou de Rhizopus pour 
l’hémisynthèse de composés de l’industrie pharmaceutique), la prise en compte des champignons dans les 
études écologiques paraît essentielle. 
Cependant, rares sont les espèces considérées dans les plans nationaux et internationaux de 
                                               
7 Nous définissons ici une symbiose (étymologiquement « vie ensemble » du mot grec Syn/ sym, ensemble et Bios, la vie) comme une 
association durable et impliquant des liens étroits entre organismes d’espèces différentes 
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conservation de la biodiversité (Dalberg et al. 2010), tels, en Europe, la « Convention de Berne » ou la 
« Directive Habitat » qui se concentrent principalement sur les espèces de plantes vasculaires ou de Vertébrés 
(Senn-Irlet et al., 2007). Pourtant, sur la base de centaines d’études scientifiques, les listes rouges produites au 
cours de ces vingt dernières années en Europe font état de plusieurs milliers d’espèces de champignons dont 
les populations sont en déclin et présentent un avenir incertain (Senn-Irlet et al., 2007). Certes, il est 
vraisemblable que les programmes de protection initiés pour les espèces de Vertébrés et plantes seront 
profitables pour ces dernières mais les mesures de conservation élaborées à partir de certains groupes 
d’organismes ne garantissent pas forcément la protection de la biodiversité totale, comme cela a pu être mis 
en évidence par certaines études (ex : Virolainen et al., 2000 ; Chiarucci et al., 2007) étant donné que les 
exigences écologiques des différents groupes taxonomiques ne sont pas totalement recouvrants. 
II- 3 : Les alliances champignons-racines de plantes ou symbioses mycorhiziennes 
Parmi les champignons présents dans les sols, certains sont impliqués dans des associations durables 
avec des racines de plantes. Ces associations symbiotiques, appelées symbioses mycorhiziennes, constituent 
une des relations mutualistes les plus répandues dans les écosystèmes. Ces associations se traduisent par la 
formation d’un organe mixte, appelé mycorhize (étymologiquement « racine-champignon » du grec mukês, 
champignon et rhiza, racine) au niveau duquel sont réalisés des échanges trophiques et des services « de 
protection » entre les partenaires impliqués. A l’heure actuelle, ces associations entre plantes et champignons 
sont loin d’être anecdotiques, étant donné que 80% des espèces et 92% des familles de plantes terrestres 
seraient concernées (Brundett, 2009 ; voir tableau 1) et dépendraient fortement des mycorhizes pour leur 
nutrition hydrominérale. Cependant, ces données pourraient être à nuancer car elles restent basées sur des 
extrapolations à partir d’un nombre limité de plantes bien connues. 
La signification écologique des mycorhizes a été donnée pour la première fois par Frank dans les 
années 1880 (Frank 1885, 1887), après que Theodor Hartig (1840) a décrit et illustré le manteau fongique et le 
réseau d’hyphes intercellulaires constituants des ectomycorhizes de pin (voir plus loin pour ce type particulier 
de mycorhizes), qu’il avait interprétées alors, à tort, comme des tissus propres à la racine. Franck (1885) sera le 
premier à interpréter cet organe comme étant d’origine mixte associant tissu racinaire et tissu fongique et à 
faire l’hypothèse que les mycorhizes correspondent à une association symbiotique dans laquelle un 
champignon et un hôte végétal dépendent l’un de l’autre pour leur nutrition.  
 Depuis la description de Frank à la fin du XIXe siècle, sept grands types de mycorhizes ont été décrits en 
fonction des leurs caractéristiques anatomiques et morphologiques et des relations établies entre les 
partenaires impliqués (Brundrett, 2002). 
 L’importance évolutive de ces associations apparaît considérable car, dès l’Ordovicien, la colonisation 
des terres émergées telle qu’elle a été réalisée par les plantes n’aurait vraisemblablement pas été possible sans 
l’intervention des symbioses fongiques (Redecker et al., 2000). En effet, en passant du milieu aquatique au 
milieu aérien, les organismes phototrophes ont été confrontés à de nouvelles contraintes (limitation de la 
disponibilité en eau, rareté relative des éléments minéraux solubles tels que le phosphore) auxquelles une des 
réponses fournies par la flore de l’époque a été la contraction d’associations mutualistes durables avec des 
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champignons du sol. Ainsi, l’apparition des symbioses mycorhiziennes a vraisemblablement joué un rôle 
majeur dans la colonisation des terres émergées il y a plus de 460 millions d’années (Redecker et al., 2000) . 
Suite à la sortie des eaux des premiers organismes terrestres, les premiers sols ont pu se former (le sol forestier 
le plus ancien connu est daté du Dévonien moyen ; Retallack, 1997) et l’activité biotique dans les sols, en 
favorisant l’érosion des roches de surface, aurait permis de réduire les niveaux de dioxyde de carbone 
atmosphérique et la température moyenne sur Terre (Schwartzman et Volk, 1989). Les associations entre 
champignons et racines de plantes auraient ainsi eu vraisemblablement un impact considérable sur les 
conditions de vie dans les premiers écosystèmes terrestres.  
 Depuis lors, les plantes et les champignons du sol partagent les mêmes environnements terrestres et 
ont développé une large gamme d’interactions mutualistes.  
Tableau 1 : Pourcentages des espèces et des familles de plantes terrestres concernées par au moins une association 
symbiotique mycorhizienne, d’après Brundrett (2009).  
Les groupes de plantes terrestres correspondent à ceux identifiés par l’auteur et ne correspondent pas nécessairement à des groupes 
monophylétiques. 
Groupe taxonomique  % espèces impliquées dans au moins 
une symbiose mycorhizienne 
% familles impliquées dans au moins 
une symbiose mycorhizienne 
Plantes terrestres (Embryophytes) 80 92 
Angiospermes 85 94 
Gymnospermes 100 % des 84 espèces étudiées 
Filicophytes 52 93 
Bryophytes 46 71 
 
 Parmi les symbioses unissant racines de plantes et champignons, la symbiose dite ectomycorhizienne 
(abrégée en ECM pour la suite) concerne les essences forestières dominantes des régions méditerranéennes, 
tempérées, boréales et de certaines régions tropicales (Smith et Read, 2008). Ces associations sont 
écologiquement mais aussi économiquement très importantes, étant donné qu’elles participent largement à 
améliorer la croissance des arbres concernés (Le Tacon et al., 1992 ; Selosse et Le Tacon 1998), que l’absence 
des partenaires fongiques appropriés peut altérer significativement la structure des communautés de plantes 
(Weber et al., 2005) et qu’elles sont sources de champignons comestibles (200 espèces de champignons ECM 
comestibles sont actuellement recensées [Yun et Hall, 2004]) dont les ventes atteindraient plusieurs milliards 
par an dans le cas de certaines espèces très prisées (pour les truffes en Europe et le matsutake en Asie ; Hall et 
al, 2003 ; Yun et Hall, 2004). 
 
L’étude écologique de cette association est pertinente et présente plusieurs intérêts majeurs. De plus, 
comme nous l’avons déjà souligné, les champignons font souvent partie des groupes taxonomiques mis de 
côté dans les plans de conservation et le statut de leurs populations dans leurs milieux naturels est souvent mal 
cerné (Senn-Irlet et al., 2007 ; Dahlberg et al., 2010). Ainsi, pour satisfaire les exigences de la CBD sur ces 
micro-organismes, il paraît essentiel de caractériser les exigences écologiques des espèces concernées 
(Dahlberg et Mueller, 2011). 
 Après avoir décrit rapidement les caractéristiques morphoanatomiques et physiologiques de la 
symbiose ECM, nous nous proposons de faire le point sur l’état actuel des connaissances sur les patrons de 
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diversité des communautés fongiques ECM et des facteurs écologiques et évolutifs participant à la 
structuration de leurs assemblages dans les milieux naturels.  
III – Physiologie et écologie de la symbiose ECM  
III-1 : Caractéristiques morphologiques, anatomiques et physiologiques de cette 
association 
III-1-1 : Présentation morpho-anatomique de la symbiose ECM 
Morphologie d’une ectomycorhize  
 Les ectomycorhizes sont relativement faciles à observer sur les racines des arbres forestiers : les racines 
infectées par des champignons ECM présentent des ramifications (racines secondaires) courtes, épaisses voire 
dodues à aspect coralloïde. A la loupe, leur surface se révèle entourée d’un feutrage mycélien de couleur variée 
(voir figure 2). 
 
Figure 2 : Diversité de morphologie entre 
ectomycorhizes impliquant diverses espèces de 
plantes et de champignons 
(a) Hebeloma crustiliniforme et Douglas 
(b) Cortinarius sp et Douglas 
(c) Melanogaster intermedius et Arbutus menziesii  
(d) Amanita muscaria et Picea sitchensis  
(e) lPaxillus rubicondulus et Alnus 
(f) Lactarius rubrilacteus et Douglas 
Photos de R. Molina : (a), (c) et (d) ; B. Zak : (b) et (f) ; D. 




Modifiéd’après Horton et Bruns, 2001 
 
Anatomie d’une ectomycorhize  
 L’examen d’une coupe anatomique transversale d’ectomycorhize révèle la présence de tissus fongiques 
formant un manteau autour des racines secondaires de l’hôte et pénétrant à l’intérieur du cortex de la racine 
tout en restant toujours strictement à l’extérieur des cellules de l’hôte
8
. L’ensemble des hyphes qui s’insinuent 
entre les cellules du parenchyme cortical correspond au « réseau de Hartig » (voir figure 3). Les filaments du 
champignon sont le plus souvent limités aux couches les plus externes et ils ne franchissent jamais 
l’endoderme : le cylindre central et ses tissus vasculaires sont toujours indemnes. L’épaisseur du manteau peut 
                                               
8 Le préfixe « ecto » faisant référence à la position externe des éléments mycéliens par rapports aux tissus racinaires 
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être considérable, pouvant représenter jusqu’à 40% du poids sec de la mycorhize (Durrieu, 1993). 
 A partir des ectomycorhizes, un réseau mycélien dit « extramatriciel » se développe dans le sol présent 
en périphérie de la racine. Celui-ci est très important fonctionnellement dans l’exploration du sol et dans la 
translocation de l’eau et de nutriments depuis le sol vers les racines (Voir figure 4). Il assure aussi la connexion 
des mycorhizes avec les organes de reproduction sexuée du champignon. 
Le mycélium extramatriciel permet enfin la multiplication végétative du champignon mais aussi 
l’infection de nouvelles racines secondaires, donnant la possibilité de former un réseau mycélien commun 
entre arbres conspécifiques ou non d’un même site (« Common mycorrhizal network » (CMN) ; voir la revue de 
littérature de Simard et Durall, 2004).  
 Par rapport à ce schéma général, de nombreuses variations morphologiques et anatomiques existent 
(importance du réseau de Hartig variable, épaisseur relative du manteau, couleur du feutrage mycélien, etc.) 
mais ces caractéristiques restent relativement stables -au moins au niveau du genre- et sont utilisées pour 
l’identification du partenaire fongique sur la base de la caractérisation des ectomycorhizes (voir par exemple 
Agerer, 1991), le champignon jouant bien sûr un rôle déterminant dans la morphologie de la mycorhize.  
 
Figure 3 : Représentation schématique d’une ectomycorhize en coupe transversale (A) et en vue externe longitudinale 
(B). D’après Landeweert et al . (2001) 
 
Une ectomycorhize est un organe mixte associant tissu racinaire et tissu fongique. On distingue : le manteau fongique (a) 
qui se développe autour de la racine secondaire et pénètre entre ses cellules corticales (b) et qui forme le « réseau de 
Hartig » (c), lieu des échanges trophiques entre plante et champignon. Des hyphes de développent à partir du manteau 
(d), formant un réseau dit « extramatriciel » et explorant le sol.  
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Figure 4 : Réseaux extramatriciels de champignons ECM observés en microcosmes. D’après Smith et Read, 2008 (p250). 
 
(a) Suillus bovinus en association avec des plantules de Pinus sylvestris. 
(b) Ectomycorhizes formées par Paxillus involutus sur une plantule de Betula pendula. La partie supérieure du microcosme 
contient un mélange de tourbe et de billes de plastique inertes ; dans la partie basse, ce même mélange a été placé avec des 
cadavres d’organismes de faune du sol (les 2 zones indiquées par les flèches) ou de la tourbe seule (à gauche). Notez la 
prolifération des hyphes de P. involutus dans la partie enrichie en MO (en bas à droite). 
III-1-2 : Les échanges réalisés : aspects fonctionnels de la symbiose ECM 
 Comme définies précédemment, les ectomycorhizes sont des organes mixtes champignon – plante. 
Dès 1894, Frank a suggéré que les champignons ectomycorhiziens favorisaient la nutrition azotée des arbres 
et dépendaient des sucres prélevés chez ces derniers pour assurer leur développement. Cette association se 
caractérise d’abord par un flux de photosynthétats (composés organiques issus de la photosynthèse) dirigé de 
la plante vers le champignon et pouvant représenter jusqu’à 15 voire 30% de la productivité nette primaire9 de 
l’hôte photosynthétique (Nehls et Hampp, 2000 ; Soderstrom, 2002 ; Hobbie et Hobbie, 2006 ; Hobbie, 2006). 
La grande majorité des champignons impliqués récupèrent les composés carbonés sous forme principalement 
de disaccharides (saccharose et tréhalose) et de monosaccharides (glucose, mannose et fructose), mais 
certaines espèces semblent capables d’utiliser cellulose ou polysaccharides pectiques (Smith et Read, 2008) 
voire des composés phénoliques grâce à des laccases et des peroxydases mises en évidence dans de 
nombreuses lignées (Courty et al., 2010 et références citées). 
 En retour, les ectomycorhizes stimulent généralement la croissance et le développement de la plante-
hôte, en particulier dans les sols forestiers où la disponibilité en éléments minéraux est faible, en participant 
largement à son alimentation hydro-minérale comme c’est illustré par le tableau 2 dans le cas de la nutrition 
en azote, phosphore et potassium de plantules de Pinus strobus. 
                                               
9 C’est à dire la masse de carbone fixé par photosynthèse par unité de temps. 
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Tableau 2 : Croissance et prélèvement spécifique d’azote, phosphore et potassium par des plantules de Pinus strobus. 
D’après Smith et Read, 2008 p350. 
 
L’organisation du mycélium fongique, avec son grand rapport surface/volume et sa capacité à gagner 
des microsites du sol inaccessibles aux racines des plantes, permet aux partenaires d’explorer un volume de sol 
bien supérieur à celui auquel peuvent avoir accès les seules racines et leurs poils absorbants (Landeweert et al., 
2001). Les champignons ECM contribuent ainsi à la nutrition de leur hôte photosynthétique en leur assurant 
une meilleure alimentation hydrique et en mobilisant des nutriments nécessaires issus de sources minérales 
(Landeweert et al., 2001) mais aussi de sources organiques indisponibles aux racines de plantes seules (Read et 
Perez-Moreno, 2003 ; Courty et al., 2010) particulièrement abondantes en forêt (matière organique du bois 
mort, de la litière ou de l’humus). La stimulation de la croissance des arbres ectomycorhizés se traduit, en 
particulier, par l'augmentation des teneurs en azote et phosphore, deux éléments considérés comme les 
principaux facteurs limitant la croissance des arbres dans les écosystèmes terrestres naturels. Les 
champignons ECM peuvent fournir jusqu’à 86% de l’azote utilisé par leur partenaire chlorophyllien (Hobbie et 
Hobbie, 2006 ; Hobbie, 2006). Ils jouent également un rôle important dans l'absorption, le transfert ou 
l'immobilisation d'autres éléments minéraux du sol, comme le potassium et le magnésium, deux éléments non 
limitants en conditions naturelles mais pouvant faire défaut dans certains milieux fortement anthropisés 
(Schultze, 1989). 
Les deux partenaires possèdent ainsi des caractéristiques structurales et fonctionnelles très 
complémentaires. D’un côté, les filaments mycéliens permettent une exploration très efficace du substrat 
dans les trois dimensions de l’espace, de l’autre, les organismes phototrophes présentent des caractères 
favorisant l’exploitation des ressources atmosphériques nécessaires à la réduction du carbone : collecte en 
dioxyde de carbone de l’air et de l’énergie lumineuse sous forme de photons (photosystèmes des thylakoïdes 
chloroplastiques des cellules des tissus chlorophylliens) ainsi que la mise en relation des parties aériennes et 
souterraines (systèmes de circulation des sèves brute et élaborée dans la plante). 
 Smith et Read (2008) reviennent sur plusieurs études ayant mis en évidence aussi une meilleure 
tolérance des plantes ECM à la toxicité de certains métaux lourds, parfois présents en excès dans certains sols 
acides,(aluminium, cadmium, cuivre, plomb, nickel ou encore zinc). La séquestration de ces métaux, absorbés 
et accumulés par les cordons mycéliens, permet la détoxification du sol et la colonisation de celui-ci par les 
plantes. Ces polluants se concentrent aussi dans les structures de reproduction sexuée des champignons, ce 
qui explique qu’il soit fortement déconseillé de consommer des champignons prélevés dans des zones polluées 
(zones industrielles, zones proches de terres agricoles, etc.)  
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III-2 : Les communautés ECM  
En écologie, une communauté peut être définie comme un ensemble de populations d’espèces 
différentes qui coexistent dans l’espace et dans le temps (ex. Rickelf et Miller, 2003). L'écologie des 
communautés considère la nature des interactions entre organismes coexistant, leurs origines, et leurs 
conséquences écologiques et évolutives. La population est l’unité de base de ces études et l’espèce est le rang 
taxonomique couramment employé pour les études de diversité. 
Sur le terrain, le point de départ des études consiste à déterminer la structure de la communauté 
d’intérêt, c’est à dire à identifier dans le milieu d’étude (i) le nombre d’espèces présentes (i.e. mesurer la 
richesse spécifique), (ii) leur identité (i.e. établir la composition spécifique), et (iii) la distribution des individus 
parmi ces espèces dans le site d’étude (fréquences et abondances spécifiques relatives) permettant de mettre 
en évidence les éventuelles espèces rares ou au contraire dominantes. Cette étude pourra être poursuivie dans 
le temps, ce qui permettra de mettre en évidence des variations intra et interannuelles ainsi que les 
« successions écologiques » à une échelle de temps pluri-annuelle.  
III-2-1 : Les partenaires impliqués dans la symbiose ECM : Etat des lieux des connaissances 
taxonomiques et géographiques de leur répartition 
 Nous reviendrons d’abord sur les méthodes ayant permis d’identifier les espèces impliquées et sur les 
connaissances actuelles de la biodiversité des relations Plantes-Champignons ECM 
Quelques mots du cycle de vie des champignons ECM  :  
Figure 5 : Cycle de vie typique d’un Basidiomycota Hymenomycota 
Le schéma est illustré avec des photos d’ectomycorhizes et de carpophores de Paxillus rubicondulus. 




 Revenons rapidement sur les formes de vie d’un champignon ECM accessibles à l’étude au cours de son 
cycle de développement ; il s’agit :  
 - des hyphes fongiques : filaments microscopiques de 1 à 5 m de diamètre constituants l’appareil 
végétatif de l’essentiel des champignons. Le mycélium correspond à l’ensemble du réseau d’hyphes formés 
par un « individu »
10
  
- des spores : un des moyens de dispersion de la plupart des champignons. Les spores produites sont 
de types différents (sexuées ou asexuées ; diploïdes, haploïdes ou encore dicaryotiques) et présentent une 
grande diversité de formes et de tailles. Chez les champignons ECM, les spores sont essentiellement sexuées 
(Douhan et al., 2011) car les groupes taxonomiques principalement impliqués (Agaricomycota) présentent une 
reproduction asexuée très limitée11.  
 - des structures de reproduction sexuées (ou fructifications) appelées carpophores
12
: ce sont des 
structures macroscopiques constituées d’agglomération d’hyphes et à la surface ou à l’intérieur desquelles 
sont produites les spores méiotiques. La production de ces structures est appelée « fructification ». Les 
champignons formant des carpophores dont la taille est supérieure à 2 mm sont qualifiés de « macromycètes » 
et comptent parmi les Ascomycètes et Basidiomycètes. Ces carpophores peuvent être :  
   * des structures charnues se développant à la surface du sol (carpophores épigés), avec 
une organisation de type « pied et chapeau » dans le cas très apprécié du cèpe de Bordeaux (Boletus edulis, 
Basidiomycota) par exemple ; 
   * des structures charnues souterraines (carpophores hypogés), dans le cas très recherché 
des truffes (Tuber spp., Ascomycota) par exemple ;  
   * des structures épigées étalées, dites corticiées, beaucoup moins visibles, de certains 
représentants des familles des Sebacinaceae ou Thelephoraceae (Basidiomycota) par exemple. 




Fructifications épigées charnues de Boletus 




Fructifications hypogées charnues de Tuber 
melanosporum (Ascomycota, Tuberaceae) 
Source : Kües et Martin, 2011 
 
Fructifications épigées corticiées de 
Tomentella sublilacina. (Basidiomycota, 
Thelephoraceae)  
Photo issue de http://www.tomentella.de/ 
 
 En taxonomie traditionnelle, les espèces fongiques ECM sont avant tout définies sur la base des 
caractères de leurs carpophores, parfois sur leurs seules structures végétatives (mycélium, sclérotes, etc..) 
                                               
10 Etant donné le caractère cryptique du mycélium dans le sol, un individu, en tant qu’unité spatiale, génétique et physiologique, n’est pas 
facile à définir chez les champignons. Pour ces derniers, on a plutôt recours au terme de « génet »qui correspond à une entité génétique 
définie pour une unité d’espace et de temps. 
11
 Certains Ascomycètes constituent une exception à cette règle (Urban et al., 2004 ; Egger, 2006). 
12
 Parfois également appelées sporophores. 
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lorsque les structures sexuées sont inconnues (exemple de Cenococcum geophilum).  
Par rapport aux autres micro-organismes, les espèces ECM présentent des caractères 
morphologiques et anatomiques macroscopiques s’ajoutant aux caractères écologiques, biochimiques et 
cytologiques disponibles classiquement. Ceci représente un avantage certain pour les études écologiques de 
ces organismes dans leurs milieux.  
Les méthodes permettant d’accéder à la diversité fon gique ECM dans les 
communautés  
Ainsi, des relevés de carpophores peuvent être envisagés afin de décrire la diversité fongique dans les 
milieux naturels (Straatsma et al., 2001 ; Smith et al., 2002)., mais leur utilisation pour les inventaires n’est pas 
idéale (Peay et al., 2008) étant donné tout d’abord qu’une large part des champignons ECM ne fructifie pas. 
Dans le cas des espèces produisant des carpophores, la production de ces structures est fluctuante d’une 
année à l’autre et difficilement prévisible. Même si leur apparition apparaît liée à des facteurs saisonniers ou 
environnementaux (précipitations, températures, perturbations), les facteurs exacts contrôlant la 
fructification ne sont pas connus (Peay et al., 2008) et cette phase est probablement la plus complexe dans le 
cycle de vie des macromycètes (Ortega-Martinez et al., 2011). La situation est encore plus complexe pour les 
espèces ECM étant donné qu’elle sous-entend aussi l’établissement de l’association avec la plante-hôte. De 
plus, la durée de vie des carpophores est souvent très courte. Enfin, l’identification morphologique peut 
s’avérer problématique étant donnés le faible nombre et la plasticité des caractères morphologiques 
discriminants chez de nombreuses espèces (Taylor et al., 2006 ; Slepecky et Starmer, 2009 ; Jargeat et al., 
2010 ; Stielow et al., 2011) notamment dans des genres très riches en espèces (plus de 2000 espèces décrites 
pour le genre Cortinarius, le plus riche en espèces) ou pour les espèces à fructifications encroûtantes (dans les 
genres Tomentella, Sebacina par exemples). Ainsi, les mises en évidence récentes de cas de complexes 
d’espèces cryptiques sont nombreuses chez les champignons (Giraud et al., 2008). Ces aspects limitent 
considérablement la portée d’études écologiques basées sur ces seules structures.  
Concernant le cas des champignons ECM, les structures impliquées directement dans la symbiose 
avec l’arbre-hôte – les ectomycorhizes - constituent un outil de choix pour caractériser la diversité fongique 
présente dans le milieu étudié. Encore faut-il identifier à quelle espèce morphologique ces ectomycorhizes 
appartiennent. Dès la fin du XIX
e
 siècle, les premières études visant à cerner la diversité et l’écologie des 
espèces ECM ont concerné les champignons à fructifications épigées dont le mode de vie ECM a pu être 
confirmé grâce au suivi du mycélium depuis les fructifications jusqu’aux ectomycorhizes (voir Terdersoo et al., 
2010) ou par des expériences de culture au laboratoire. Les études de terrain et leurs relevés de carpophores 
systématiques ont ensuite révélé l’extraordinaire diversité taxonomique ECM, impliquant des genres très 
distincts (Trappe, 1962). Des études se sont attachées à caractériser les espèces fongiques ECM à partir de la 
description de la morphologie des ectomycorhizes (ex. Agerer 1991, 1995). 
Dans les premières études écologiques, l’identification des partenaires fongiques ECM était basée sur 
la comparaison des morphologies obtenues en cultures axéniques à partir d’échantillons de terrain avec celle 
des isolats provenant des carpophores (Tedersoo et al., 2010). Cependant, certains problèmes 
méthodologiques sont apparus du fait d’une définition parfois ambigüe de la symbiose ECM (Brundrett, 2009), 
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d’une contamination des cultures (Hutchison, 1990), d’erreurs d’identification des partenaires à partir des 
racines ou des carpophores et surtout de l’incapacité à cultiver une large part des espèces ECM rendant les 
études expérimentales concernant leur écologie et leur nutrition très difficiles. 
L’apport des données biochimiques et moléculaires à partir des années 1990, permettra une réelle 
révolution dans l’identification des partenaires in situ (Gardes et al., 1991 ; Egger, 1995 ; Horton et Bruns 2001). 
La révolution apportée par les données moléculaires  
Depuis le début des années 1990, les techniques moléculaires ont été rapidement adoptées comme 
procédure « standard » en mycologie et notamment pour la caractérisation des communautés fongiques ECM 
qui a nettement profité de l’utilisation des données de marqueurs ADN issus des échantillons 
d’ectomycorhizes prélevées sur le terrain (ex : Gardes et Bruns, 1993). De nombreuses techniques moléculaires 
sont désormais disponibles mais le progrès méthodologique le plus important dans l’étude des communautés 
ECM est sans nul doute l’application de la PCR (pour « polymerase chain reaction ») pour l’identification des 
espèces (Mullis et Faloona, 1987; Gardes et al., 1991; Henrion et al., 1992). Les marqueurs ciblés par ces 
réactions d’amplification ont très rapidement été les gènes et les espaceurs de l’ADN ribosomal qui combinent 
les avantages d’être présents en plusieurs exemplaires dans le génome, d’être encadrés par des régions 
hautement conservées (dans les régions codantes) permettant l’ancrage des amorces et des zones variables 
entre ces zones conservées permettant l’identification (voir plus loin). 
 Des amorces universelles ainsi que des amorces spécifiques des champignons et des plantes ont été 
dessinées (White et al., 1990 ; Cullings, 1992 ; Gardes et Bruns, 1993 ; Egger, 1995 ). A l’heure actuelle, parmi 
les méthodes d’identification moléculaire les plus classiques utilisées en écologie des communautés ECM, 
figurent l’utilisation d’enzymes de restriction (méthode de RFLP pour « restriction fragment length 
polymorphisms ») appliquée à un marqueur donné, ou le séquençage d’un (ou de plusieurs) marqueur(s), c’est-
à-dire la lecture de l’enchainement nucléotidique exact (ex : Horton et Bruns, 2001 ; Begerow et al., 2010). 
En particulier, la méthode dite du « barcoding ADN » (identification basée sur enchainement 
nucléotidique d’un seul fragment d’ADN “standardisé”) est apparue relativement récemment dans la 
communauté scientifique (Hebert et al., 2003) alors que son principe est utilisé depuis une vingtaine d’années 
pour la caractérisation des communautés fongiques (Seifert, 2009). Nous renvoyons ici le lecteur à l’encart 
(p50) sur l’utilisation du barcoding dans les communautés ECM qui revient sur cette méthode, ses 
applications et ses limites en écologie des communautés ECM. 
A l’heure actuelle, l’intérêt de coupler les avantages du savoir taxonomique traditionnel et des 
informations moléculaires paraît majeur (Hyde et Zhang, 2008 ; Pleijel et al., 2008) et l’un des enjeux actuels 
les plus importants dans les inventaires de biodiversité ECM est de réussir à faire le lien entre données 
moléculaires disponibles en quantités croissantes et la quantité immense de données issues de descriptions 
morphologiques et écologiques d’espèces accumulées au cours de la longue histoire de la taxonomie 
mycologique traditionnelle. La revue de littérature de Tedersoo et al. (2010a) intitulée « ECM life style in 
fungi », visant, entre autres, à faire le point sur la diversité taxonomique ECM connue à ce jour. 
* Les résultats  
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-Côté partenaires fongiques (voir Tableau 3) 
 La symbiose ECM concerne une grande diversité phylogénétique de champignons. D’après les 
estimations les plus récentes de Tedersoo et al. (2010), 10 000 espèces d’Eumycètes seraient impliquées, voire 
potentiellement près de 20 000 (Brundett 2009), issues de nombreuses familles de Basidiomycota 
(Agaricomycetes), Ascomycota et quelques Zygomycota. Dans l’étude de Tedersoo et al. (2010a), non loin de 
250 genres de champignons ont été identifiés comme ayant des représentants ECM. Comme le précisent les 
auteurs, de nouveaux taxons ECM sont régulièrement mis en évidence et les actualisations peuvent être 
suivies sur des sites internet tels que celui de UNITE (http:// unite.ut.ee/EcM_lineages). 
 Dans l’état des connaissances actuelles, les ordres des Pezizales, Agaricales, Helotiales, Boletales et 
Cantharellales sont ceux qui abritent le plus grand nombre de lignées fongiques ECM. 
Mais toutes les lignées ECM ne disposent pas d’un même niveau de connaissance taxonomique : d’un 
côté, les genres produisant des fructifications bien visibles tels qu’Amanita, Boletus, Russula ou Rhizopogon 
sont identifiés depuis longtemps comme partenaires ECM ; de l’autre, ceux à fructifications moins visibles tels 
qu’une large gamme d’espèces d’Ascomycètes ou de Basidiomycètes à fructifications encroûtantes 
(Tomentella, Sebacina…) n’ont été détectés que beaucoup plus tardivement dans les communautés (Gardes et 
Bruns, 1996 ; Gehring et al., 1998 ; Erland et Taylor, 1999). 
 De plus, la frontière entre les champignons ECM et saprophytes n’est pas évidente à tracer : certaines 
espèces de champignons ECM présentent des aptitudes à dégrader des polymères complexes (cellulose et 
lignine par exemple) et certaines encore considérées, il y a peu, comme des décomposeurs de litière se 
révèlent être des partenaires ECM très représentés dans les communautés. Par exemple, dans la division des 
Basidiomycota, les espèces du genre Tomentella font partie des champignons dits « tomentelloïdes » formant 
des fructifications encroûtantes (voir figure 6) à la surface du bois mort ou d’autres débris organiques. Etant 
donnée cette apparente association avec la matière organique de la litière, ces espèces ont initialement été 
considérées comme saprophytes (Larsen, 1968, 1971). Ce n’est qu’avec l’étude de Danielson et al. (1984) qu’un 
mode de vie ECM sera proposé pour ces espèces. Depuis, des études au laboratoire ont confirmé cette 
hypothèse (Kõljalg, 1992) et il apparaît aujourd’hui que ce genre fait partie des genres les plus représentés et 
les plus diversifiés dans les communautés ECM à travers le monde (Tedersoo et al., 2010). 
 De façon générale, les techniques d’identification basées sur les données ADN ont permis de révéler un 
mode de vie ECM jusque là insoupçonné pour de larges cohortes de taxons. Il s’agit de nombreuses espèces 
parmi les Sebacinales (Weiss et al., 2004) ou des genres Tomentella et Tomentellopsis (Koljag, 2000) chez les 
Thelephorales. Mais l’identification des espèces de ces groupes taxonomiques sur la base des fructifications 
reste une tâche difficile et les séquences de référence clairement identifiées dans les bases de données 
nucléotidiques publiques13 sont rares (observations personnelles).  
La plupart des études basées sur les données moléculaires révèlent une diversité bien plus grande que 
celle attendue à partir de l’examen des seuls caractères morphologiques. Ainsi, comme nous l’avons 
mentionné plus haut, les complexes d’espèces cryptiques se révèlent fréquentes chez les champignons et la 
diversité hébergée par certains clades serait largement sous-estimée sans l’utilisation des données 
                                               
13 GenBank et UNITE par exemple 
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moléculaires (voir étude de Weiss et al., 2004, pour les Sebacinales). Ainsi, on peut s’attendre à ce que les 
analyses de communautés fongiques basées sur des technologies de plus en plus efficaces permettent de 
révéler l’existence de très nombreuses nouvelles espèces (Hibbett et al., 2009). 
C’est le cas, par exemple, des trois premières études basées sur les nouvelles techniques de 
séquençage (Buée et al., 2009 ; Jumpponen et Jones 2009 ; Öpik et al., 2009). Ces dernières vont dans le sens 
des intuitions de certains auteurs selon lesquels la fraction connue des champignons ECM ne serait que la 
partie émergée de l’iceberg (Le Calvez et al., 2009 ; Porter et al., 2008).  
 
Tableau 3 : Echantillon de la diversité fongique ECM : quelques genres et espèces sont présentées en fonction de leur 
type de fructification et de leur positionnement systématique. Modifié d’après Smith et Read, 2008 (p198). 
Type de fructification Classe  Famille Genre Exemples d’espèces 
Epigées charnues Basidiomycotina Amanitaceae Amanita muscaria, pantherina, 
phalloides, verna  
Boletaceae Boletus edulis, regius  
Xerocomus badius, chrysenteron 
Cantharellaceae Cantharellus tubiformis 
Cortinariaceae Cortinarius bicolor 
Hebeloma cylindrosporum, minus 
Inocybe dulcamara, umbrina 
Paxillaceae Paxillus involutus, rubicondulus 
Russulaceae Lactarius decipiens, rufus 
Russula lutea, xerampelina 
Tricholomataceae Laccaria laccata 
Tricholoma scalpturatum 
Hypogée charnues Ascomycotina Pezizaceae Pachyphloeus  
Tuberaceae Tuber album, melanosporum 
Basidiomycotina Cortinariaceae Hymenogaster  
Paxillaceae Alpova, Melanogaster luteus, rivularis  
Sclerodermataceae Scleroderma aurantium 
Epigées corticiées Basidiomycotina Sebacinaceae Sebacina incrustans 
Thelephoraceae Tomentella sublilacina 
-Côté partenaires chlorophylliens : 
 Six mille espèces de plantes ECM sont récencées à l’heure actuelle, correspondant à 26 familles 
(Brundrett, 2009). Ce sont majoritairement des Angiospermes - 5600 espèces - et quelques Gymnospermes - 
moins de 300 espèces (Brundrett, 2009) - principalement ligneuses, à port arborescent. On notera quand 
même l’existence de quelques genres ECM à port arbustif [par exemple, les genres Dryas (Rosaceae) et 
Helianthemum (Cistaceae)] et de quelques rares espèces ECM herbacées [ex. : Kobresia myosuroides 
(Cyperaceae), Festuca rubra (Poaceae) seules espèces Monocotylédones ECM connues à ce jour, et Polygonum 
viviparum (Polygonaceae)]. 
 Certains des 145 genres concernés sont exclusivement ECM (tels quasiment tous les genres de la famille 
des Pinaceae et la famille tropicale des Dipterocarpaceae) alors que d’autres sont impliqués à la fois dans des 
associations ECM et AM (par exemple genres Salix ou Populus de la famille des Salicaceae ; nombreux genres 
de la famille des Rosaceae ; genre Alnus chez les Betulaceae).  
Seuls 3% des Spermaphytes
14
 sont ECM (Meyer et al., 1973 ; Brundett, 2009) mais l’importance de 
cette symbiose est loin d’être anecdotique, étant donné qu’elle concerne des espèces d’importance écologique 
et économique considérables, comme nous l’avons déjà mentionné. Il s’agit par exemple de la famille des 
Pinaceae, dominant les forêts boréales de l’hémisphère Nord, de la famille des Fagaceae dominant, ou co-
                                               
14 Plantes à graines 
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dominant les forêts tempérées des deux hémisphères et des forêts tropicales de l’Asie du Sud-Est qui abritent 
des représentants majoritairement ECM.  
Il est vraisemblable que l’importance des espèces ECM dans les régions tropicales humides ait été 
largement sous-estimée : alors que la symbiose mycorhizienne arbusculaire apparaît comme classiquement 
dominante dans les régions tropicales, l’importance et la distribution des ectomycorhizes dans ces habitats 
ont été révélées par des études relativement récentes (Moyersoen et al., 2001 ; Ducousso et al., 2008). Les 
savanes ou les forêts humides dominées par les essences ECM couvrent de larges surfaces sur des sols pauvres 
en Asie du Sud-Est et en Afrique (Riviere et al., 2007), et les essences forestières correspondent souvent à des 
espèces importantes d’un point de vue écologique et économique [Caesalpinioideae, Fabaceae, 
Dipterocarpaceae, Phyllanthaceae (Uapaca) et Gnetaceae. 
 Ainsi, il apparaît aujourd’hui que l’importance de la symbiose ECM dans l’établissement, la croissance et 
le développement des essences d’arbres ne se limite pas aux écosystèmes tempérés, méditerranéens et 
arctiques et concerne vraisemblablement de nombreux habitats sur toute la planète (Tedersoo et al., 2010). 
Pourtant, la grande majorité de ce qui est connu sur les champignons ECM provient d’études réalisées dans 
des régions tempérées et boréales. C’est ce qui est présenté dans la partie suivante. Mais comme le soulignent 
Dickie et Moyersoen (2008), un des objectifs actuels de la recherche en écologie des communautés ECM, est 
d’évaluer dans quelle mesure ces résultats sont extrapolables à l’ensemble des communautés ECM de la 
planète. 
Passons maintenant à l’état actuel des connaissances concernant la structure des communautés ECM. 
III-2-2 : Structure des communautés ECM 
Les communautés ECM associées aux genres de plantes bien étudiés de l’hémisphère Nord (Quercus, 
Salix, Pinus, etc.) hébergent généralement plusieurs centaines d’espèces, même dans des parcelles 
monospécifiques. Plus précisément, ces communautés se caractérisent classiquement par la présence d’un 
petit nombre d’espèces très abondantes et d’une large diversité d’espèces rares (Horton et Bruns, 2001 ; Ferrer 
et Gilbert, 2003) quelque soit le milieu de vie considéré (voir figure 7). Ce résultat est d’ailleurs classique dans 
les communautés écologiques (Hubbell, 2001).  
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Figure 7 : Distribution de l’abondance des espèces ECM dans différentes études publiées et compilées par Horton et Bruns, 
2001. Dans tous les cas, les études mettent en évidence un petit nombre d’espèces très abondantes et une longue 
« queue » d’espèces rares.  
 
Il est fréquent de voir dans des études de communautés ECM que l’ensemble des espèces présentes 
n’a vraisemblablement pas été détecté (Horton et Bruns, 2001; Taylor, 2002), comme l’indiquent les résultats 
de courbe d’accumulation d’espèces qui n’atteignent jamais le plateau indiquant la saturation de la 
communauté.  
Les études rapportent la présence de dizaines d’espèces ECM se partageant le système racinaire d’une seule et 
même plante hôte (Dahlberg, 2001 ; Horton et Bruns, 2001 ; Richard et al., 2004 ; Izzo et al., 2005 ; Hynes et al., 
2010).  
Les études mettent classiquement en évidence une distribution « en patchs » des espèces (ex : 
Richard et al., 2004, 2005 ; Pickles et al., 2010) et la taille des patchs varie d’une espèce à l’autre (Pickles et al., 
2010). Ainsi, la plupart des espèces sont courrament détectées dans moins de 10% des échantillons de sol 
prélevés (Horton et Bruns, 2001) et souvent très peu d’espèces sont partagées entre réplicats sur un même site 
ou entre sites différents (Horton et Bruns, 2001; Taylor, 2002). Lilleskov et al. (2004) ont mis en évidence une 
diminution très rapide des indices de similarité entre communautés avec la distance avec des autocorrélations 
spatiales décelées pour des distances inférieures à 3 mètres, donnant ainsi une estimation de la taille des 
patchs pour les espèces étudiées. 
Cette distribution en agrégats représente un des défis les plus importants à relever pour la 
caractérisation des patrons de distribution spatiale des espèces (Ettema et Wardle, 2002) mais elle n’est pas 
surprenante si l’on considère le mode de colonisation des racines pour les champignons, à partir d’un point 
d’infection isolé depuis lequel l’individu s’étend via la prolifération de son appareil végétatif (mycélium). 
Une des grandes difficultés dans l’échantillonnage des communautés ECM découle ainsi de leur 
grande variabilité spatiale et temporelle, couplée à leur forte richesse spécifique (Peay et al., 2008). 
Cependant, la composition spécifique à une échelle plus importante (par exemple à l’échelle de la 
parcelle forestière) peut faire preuve d’une remarquable stabilité au niveau des espèces dominantes détectées 
lors de campagnes de terrain sur plusieurs années successives (Izzo et al., 2005 ; Koide et al., 2007). 




III-2-3 : Les facteurs structurants les communautés ECM 
 Les facteurs majeurs influencant l’assemblage des communautés, leur composition et leur diversité 
peuvent être envisagés selon trois approches :  
-La première est extrêmement liée au concept de niche écologique
15
 et selon celle-ci, les communautés 
s’assemblent selon des processus déterministes qui suivent des règles fondamentales dictées par les 
conditions locales de l’environnement , les interactions entre espèces et notamment le principe d’exclusion 
compétitive (« Principe de Gause », voir plus haut).  
-Une alternative qualifiée de « neutraliste » établit que l’assemblage des communautés est dicté en grande 
partie par des processus stochastiques neutres dans lesquels les espèces peuvent être considérées comme 
écologiquement équivalentes (ex. Hubbell 2001) 
-Enfin, une dernière approche (ex : Ricklefs, 1987) met en avant l’importance primordiale de processus 
régionaux (dépendant des patrons historiques de dispersion et de spéciation) par rapport aux processus locaux 
(interactions entre espèces notamment). 
L’identification de la part relative de ces trois grandes familles de processus dans la structuration des 
communautés écologiques alimente de nombreux débats dans la communauté scientifique (Hubbell 2001; 
Ricklefs 2004; Tilman 2004). 
Depuis la révolution méthodologique permise par les données moléculaires, de nombreuses études se 
sont attachées à identifier les facteurs écologiques impliqués dans la structuration des communautés 
fongiques ECM (ex : Conn et Dighton, 2000 ; Dickie et Reich, 2005 ; Buée et al., 2007). Comme nous le verrons 
dans ce qui suit, ces études ont essentiellement considéré des processus écologiques locaux, principalement 
basés sur le concept de niche écologique des espèces bien que l’importance de la dispersion et des facteurs 
historiques ait été considérée dans un certain nombre d’études récentes. 
Facteurs abiotiques  
Du côté des facteurs abiotiques, les caractéristiques du sol (paramètres édaphiques) sont parmi les 
plus considérés dans les études écologiques. Il apparaît que l’humidité relative, le pH ou la disponibilité en 
certains nutriments influencent la performance (Brearley, 2006) ou la composition spécifique des assemblages 
ECM (ex : van der Heijden et al., 1999 ; Erland et Taylor, 2002 ; Buée et al., 2007 ; Cavender-Bares et al., 2009 ; 
Aponte et al., 2009). 
En particulier, la teneur en azote du sol apparaît être un facteur déterminant. Les effets d’une addition 
d’azote sous forme de nitrate dans le sol (addition expérimentale ou pollution d’origine anthropique) se 
ressentent d’abord sur les relevés de fructifications, marqués par une baisse drastique de la diversité (Kårén et 
Nylund, 1997; Jonsson et al., 2000 ; Peter et al., 2001) puis sur la diversité mesurée au niveau des 
ectomycorhizes (Lilleskov et al., 2001, 2002a). 
                                               
15 Nous définissons ici la niche écologique d’une espèce comme l’ensemble des conditions environnementales (biotiques et abiotiques) 
dans lesquelles elle peut se maintenir et se développer. Elle correspond à l’ensemble de ses stratégies d’utilisation du milieu, concernant 
notamment sa nutrition ou sa reproduction. 
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L’étude de Lilleskov et al. (2002b) met en évidence une différence de composition spécifique en 
fonction de la teneur en azote du sol. Plus précisément, d’après Avis et al., (2003), les différentes espèces ECM 
répondent différemment au traitement, menant à des compositions spécifiques différentes selon les sites, en 
fonction du niveau de « fertilisation » anthropogénique.  
Facteurs biotiques :  
Etant donné que les ressources des espèces ECM sont limitées dans les écosystèmes (accès aux 
plantes hôtes, ressources abiotiques du sol), il est légitime de penser que la compétition a un effet significatif 
sur la distribution des espèces ECM dans les milieux et qu’elle joue vraisemblablement un rôle dans la 
structuration de leurs communautés (Kennedy, 2010). 
Des études menées en laboratoire ont clairement mis en évidence que les espèces ECM sont en 
compétition pour les racines des hôtes et l’espace dans le sol (Kennedy 2010). Sur le terrain, une relation de 
compétition peut être invoquée pour expliquer le fait que des espèces soient très peu voire jamais détectées 
ensemble (Dahlberg et al., 1997; Agerer et al., 2002 ; Koide et al., 2005). Mais ceci reste discutable étant donné 
que d’autres mécanismes écologiques ou évolutifs peuvent être invoqués pour expliquer de tels patrons 
(Gotelli et McCabe, 2002), et que l’absence de détection d’une espèce ne signifie pas l’absence réelle de cette 
espèce dans la communauté (problème de détection des espèces dont nous avons déjà parlé).  
L’issue de la compétition peut dépendre de la vitesse de germination des propagules et de la 
colonisation du système racinaire de l’hôte : Kennedy et Bruns (2005) l’ont mis en évidence pour des espèces à 
traits d’histoire de vie similaires dans le genre Rhizopogon (R. occidentalis, R. salebrosus et R. vulgaris), et cela a 
été confirmé par des études ultérieures sur le même modèle (Kennedy et al., 2007 ; Kennedy et al., 2009).Mais 
le déroulement temporel de la colonisation ne détermine pas toujours l’issu dans la compétition, certaines 
espèes pouvant devenir dominantes malgré la germination plus tardive de leurs spores (Lilleskov et Bruns, 
2003 ; Kennedy et al., 2009). 
Il est donc vraisemblable que la compétition joue un rôle important dans la structuration des 
communautés ECM. Les études en écologie des communautés ECM doivent alors affronter un problème 
familier des écologues étudiant les communautés microbiennes marines, que Hutchinson appelle le paradoxe 
du plancton (Hutchison, 1961) : étant donné que le principe d’exclusion compétitive prédit l’extinction des 
espèces les moins compétitives, comment expliquer que de si nombreuses espèces puissent coexister alors 
qu’elles partagent a priori la même niche écologique (mêmes exigences par rapport aux conditions abiotiques 
et par rapport à la plante hôte)? Comment expliquer la présence de la longue « queue » d’espèces rares 
évoquée plus haut et classiquement observée dans les inventaires ? 
Plusieurs mécanismes favorisant la coexistence des espèces peuvent être invoqués pour expliquer le 
maintien d’une forte diversité dans ces communautés. Selon Bruns (1995), cette coexistence d’espèces serait 
favorisée par le partitionnement de niches, les perturbations du milieu et une mortalité dépendant de la 
densité. 
Plusieurs études vont dans le sens d’un partitionnement des niches écologiques, lié par exemple à une 
stratification verticale des espèces dans les profils de sol (Dickie et al., 2002) ou à des microconditions 
chimiques du sol - azote, phosphore par exemple (Parrent et al., 2006; Lindahl et al., 2007). La caractérisation 
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des profils enzymatiques des différentes espèces ECM en présence est une étape importante dans la 
délimitation des niches écologiques des espèces et une meilleure connaissance de la diversité fonctionnelle 
ECM et de leurs conséquences dans la dynamique des communautés (exemple de l’étude de Courty et al. 
(2005)). In vitro, en conditions contrôlées, des études ont mis en évidence des différences fonctionnelles 
significatives entre les espèces comme par exemple dans la capacité à dégrader des sources azotées issues de 
la matière organique du sol (Nygren et al., 2007 ; Courty et al., 2010).Mais pour l’instant, peu d’études ont 
considéré in vivo la diversité fonctionnelle des communautés ECM à l’échelle de la parcelle forestière (Courty 
et al., 2010).  
 La grande diversité taxonomique, qui caractérise les communautés ECM et qui s’accompagne 
vraisemblablement d’une grande diversité fonctionnelle, découle de la grande hétérogénéité et instabilité du 
sol, qualifié pour cette raison de « milieu à quatre dimensions » (Courty et al., 2010). Les perturbations 
fréquentes dans le milieu permettraient d’expliquer la coexistence d’espèces à niches écologiques 
« redondantes » par le simple fait de limiter les effectifs des populations en dessous des valeurs pour lesquelles 
s’exerce la compétition (Horton et al., 1998 ; Baar et al., 1999). Enfin, les banques de spores dans les sols et leur 
viabilité différentielle chez les différentes espèces jouent vraisemblablement un rôle majeur dans la 
coexistence des espèces (Bruns et al., 2009). 
La compétition n’est pas la seule interaction interspécifique mise en jeu dans la structuration des 
communautés : Pickles et al. (2010) ont étudié les patrons de co-occurence d’espèces dans des forêts 
monospécifiques (des plantations de Pinus sylvestris) sur une période de deux ans et ont mis en évidence des 
associations négatives mais aussi positives d’espèces dont certaines ont évolué en fonction des conditions 
environnementales.  
A l’opposé, ces patrons peuvent être liés à une dynamique neutre contrainte par les seules capacités 
de dispersion d’espèces pouvant être considérées comme fonctionnellement équivalentes (Hubbell, 2001). 
-Importance de la dispersion 
 Pour les macro-organismes, la taille de l’habitat et l’isolement entre populations sont considérés 
comme des facteurs ayant un rôle central au sein des processus qui génèrent et maintiennent la biodiversité 
dans les écosystèmes. L’isolement géographique est considéré comme un des facteurs primordiaux dans 
l’isolement reproducteur entre populations et l’émergence de nouvelles espèces à partir d’une espèce 
ancestrale (spéciation allopatrique). D’après la théorie de MacArthur et Wilson (1967), l’augmentation de la 
taille de l’habitat affecte la richesse spécifique en augmentant les types d’habitats disponibles et la taille des 
populations alors que l’isolement diminue la richesse spécifique en réduisant le nombre de colonisateurs 
potentiels pouvant arriver sur l’aire géographique considérée .  
 Ainsi, comprendre dans quelle mesure les assemblages de macro-organismes sont contraints par les 
capacités de dispersion des espèces représente un enjeu majeur pour (i) la prédiction de la diversité alpha 
(diversité au sein d’un site donné) et béta (mesure de la modification de la diversité alpha entre sites à travers 
le paysage) (MacArthur et Wilson, 1967 ; Mouquet et Loreau, 2003 ; Cadotte, 2006), (ii) l’issue de la mise en 
présence d’espèces en compétition pour des ressources (Tilman, 1994) ou (iii) la capacité des espèces à faire 
face à des perturbations majeures du milieu (ex : Spiller, 1998). 
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Au contraire, certains auteurs attribuent aux micro-organismes, qu’ils soient procaryotes ou 
eucaryotes, une distribution potentiellement cosmopolite, affranchie de toute limitation dans les capacités de 
dispersion (Baas-Becking, 1934 ; Finlay, 2002), dépendant seulement des conditions environnementales 
locales. Cette idée est à l’origine de l’assertion de Baas-Becking (1934, cité par De Wit et Bouvier, 2006) “In 
micro-organisms, everything is everywhere, the environment selects”, devenue très vite un véritable paradigme 
en écologie microbienne. Elle repose essentiellement sur l’intuition que ces organismes à l’apparence simpliste 
doivent obéir à des règles simples concernant leur répartition (Foissener, 2006). Ainsi, les règles régissant la 
distribution et la dynamique des micro-organismes ne peuvent être les mêmes que celles des macro-
organismes, étant donnés que les premiers présentent des caractères très particuliers tels qu’une très petite 
taille, un taux de croissance populationnel supposé très important et une capacité à former des propagules16 et 
des spores sexuées en quantité très importante, disséminées par le vent, la poussière ou les animaux. Il est vrai 
que des quantités impressionnantes de spores de champignons sont présentes dans l’atmosphère (plus d’un 
milliard de spores sont produites par un seul carpophore de Suillus bovinus ; Dahlberg et Stenlid, 1994) et que 
la dispersion à l’échelle intercontinentale d’espèces phytopathogènes est un fait avéré (Brown et Hovmøller, 
2002). Cependant, la distribution phylogénétique de ces spécificités physiologiques communément attribuées 
aux micro-organismes, n’est pas connue et, de plus, ces traits fonctionnels n’empêchent pas l’application sur 
les microbes des théories développées pour les macro-organismes. 
A l’opposé de la vision extrême proposée par Finlay (2002) et soutenue par certaines études (ex : 
Fenchel et Finlay, 2003 ; Fierer et Jackson, 2006), des études de génétique des populations à large échelle et 
de phylogéographie microbienne ont révélé l’existence de barrières géographiques aux flux de gènes 
(Whitaker et al., 2003 ; Taylor et al., 2006) conduisant à considérer que les règles de distribution des micro-
organismes pourraient être largement comparables à celles des macro-organismes (Horner-Devine et al., 
2004 ; Bell et al., 2005). Même à fine échelle, certaines études ont dévoilé l’existence de cas d’espèces 
cryptiques sympatriques chez Rhizopogon (Kretzer et al., 2003), Cenococcum (Douhan et Rizzo, 2005) ou 
encore le complexe d’espèces d’ Amanita muscaria (Geml et al., 2006, 2008). 
La dispersion chez les champignons ECM présente deux grands types de stratégies :  
(i) d’un côté, elle peut être assurée par le recrutement ou la croissance de structures végétatives. 
Etant donné que chez les espèces ECM les propagules sont rares (Douhan et al., 2011), ceci correspond 
essentiellement à la croissance du mycélium ; 
(ii)  de l’autre, par le recrutement de nouveaux génets (ensemble des « individus » issus d’un 
zygote donné) issus de la germination de spores méiotiques.  
Les espèces de champignons présentent une grande diversité de moyens de dispersion de leurs 
spores et utilisent des vecteurs aussi divers que l’air, l’eau, des Insectes ou des Vertébrés (Ingold, 1971 ; Maser 
et al., 1978). Il est vraisemblable que le vecteur majoritaire utilisé influence les patrons de dispersion des 
espèces et nous pouvons supposer que la dispersion par le vent implique une dispersion à plus grande distance 
que celle réalisée par des animaux mycophages. Concernant les taxa à fructifications encroûtantes, l’exemple 
de Tomentella sublilacina est intéressant. Pour cette espèce qui fructifie dans l’horizon organique du sol, la 
                                               
16 Structure uni- ou pluricellulaire participant à la reproduction asexuée 
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dispersion par le vent est vraisemblablement limitée. Pourtant cette espèce a une distribution mondiale 
(Koljag, 1995) et peut se révéler dominante dans des parcelles de forêts matures (Gardes et Bruns, 1996 ; 
Horton et Bruns, 1998 ; Taylor et Bruns, 1999). Selon Lilleskov et Bruns (2005) la dispersion de ses spores par 
des invertébrés du sol (ectozoochorie et endozoochorie) participerait à expliquer le caractère cosmopolite de 
cette espèce. 
 Beaucoup des études de génétique des populations ayant mis en évidence un isolement par la distance 
(IBD) significatif chez des espèces ECM concernent des espèces à fructifications hypogées dépendant des 
animaux pour la dispersion de leurs spores : il s’agit, par exemple, de Tuber melanosporum (Murat et al., 2004), 
T.magnatum (Rubini et al., 2005) et Rhizopogon spp. (Kretzer et al., 2005). Quelque soit le mode de dispersion, 
la grande majorité des spores seraient dispersées sur seulement quelques mètres autour du carpophore (Li, 
2005) et il est vraisemblable que beaucoup d’entre elles perdent leur viabilité au cours du transport, comme 
cela a pu être mis en évidence chez des espèces de champignons pathogènes (Gonthier et al., 2001). 
Cependant, pour des espèces, comme Laccaria amethystina, produisant des grandes quantités de spores 
méiotiques grâce à d’abondantes fructifications, l’absence d’isolement génétique entre populations distantes 
de quelques milliers de kilomètres (2900km) peut impliquer la dispersion d’au moins quelques spores restées 
viables après un transport sur quelques centaines de kilomètres (Vincenot et al., 2012). 
Selon Tedersoo et al. (2010) une large part des espèces fongiques ECM aurait une distribution Holarctique 
(Amérique du Nord, Afrique du Nord et Eurasie au nord de l'Himalaya) mais les études biogéographiques de 
ces espèces à large distribution sont encore trop peu nombreuses pour pouvoir identifier des tendances 
générales dans les patrons de variations génétiques entre populations (Douhan et al., 2011). 
Etablir les patrons de dispersion des spores sexuées et leur viabilité à l’échelle du paysage apparaît comme 
un prérequis indispensable pour lier capacités de dispersion et patrons de diversité. Mais rappelons que ces 
structures sont microscopiques, difficiles à récolter et à identifier et peuvent potentiellement voyager sur de 
longues distances. 
La théorie de la Biogéographie des îles (MacArthur et Wilson, 1967) prédit que la richesse spécifique 
sur une île dépend des taux d’immigration et d’extinction et que l’augmentation de l’isolement de l’île 
s’accompagne d’une diminution de la richesse spécifique via une diminution du taux d’immigration. Ainsi, si les 
capacités de dispersion sont illimitées, le degré d’isolement de l’habitat n’aura aucune conséquence sur le taux 
de migration et ne devrait donc pas influencer la richesse spécifique. Evaluer la relation liant degré d’isolement 
de l’habitat et richesse spécifique permet donc de tester l’hypothèse selon laquelle la limitation de la 
dispersion est importante dans la structuration des assemblages microbiens locaux.  
Parmi les micro-organismes, les champignons ECM présentent une caractéristique très intéressante 
pour tester l’importance de la dispersion dans la structuration des communautés : ils forment des symbioses 
obligatoires spécifiques avec certaines espèces d’arbres et il est ainsi relativement facile de délimiter les 
patches d’habitats qui leur sont favorables
17, ce qui n’est pas toujours chose aisée pour les autres microbes à 
vie libre. Cependant, très peu d’études ont considéré les relations liant la diversité spécifique ECM à la taille de 
l’aire géographique considérée [Relations Aire-Espèce ou Species Area Relationships (SARs)] en utilisant des 
                                               
17 Notre hypothèse est que ces champignons ne peuvent pas se maintenir sur un site en l’absence de leur hôte.  
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outils moléculaires (Peay et al., 2007). Dans les études de Peay et al. (2007, 2010), les « îles » de MacArthur et 
Wilson correspondent à des patchs forestiers où la plante-hôte (Pinus muricata) est présente et qui sont isolés 
les uns des autres par une matrice non-hôte. Après un incendie forestier important, les patrons de colonisation 
sont considérés à partir de l’analyse de la diversité mesurée au niveau « d’îles d’arbre-hôte » de taille et de 
distance à la forêt-source différentes. Il est apparu que la taille des îles (Peay et al., 2007) et leur degré 
d’isolement (Peay et al., 2010) affectaient la richesse spécifique des assemblages ECM allant dans le sens des 
résultats des études récentes mettant en évidence l’existence de relations aire-espèces significatives pour les 
microbes (voir la revue de littérature de Green et Bohannan, 2006) et qu’il faudra confirmer avec de nouvelles 
études. 
- Importance de la spécificité des relations avec l’hôte 
Pour ce qui suit, nous reprennons la définition donnée par Bruns et al. (2002) et nous définissons un 
spécialiste comme étant un organisme qui s’associe avec une gamme phylogénétiquement étroite de 
partenaires. Etant donné que les champignons ECM sont impliqués dans une symbiose obligatoire avec leur 
partenaire chlorophyllien, il est légitime de penser que l’identité de la plante-hôte puisse avoir un impact sur 
les patrons de diversité des communautés ECM et celui ci a été considéré à l’échelle locale dans un grand 
nombre d’études (Horton & Bruns, 1998; Massicotte et al. 1999 ; Ishida et al. 2007 ; Tedersoo et al. 2008 ; 
Smith et al. 2009).En particulier, les relations de spécificité développées par les partenaires constituent un 
facteur important. En effet, en absence de spécifité dans la relation plante-partenaire ECM, on s’attend à ce 
que la diversité ECM soit faiblement affectée par la diversité en plantes-hôtes présentes ; au contraire, dans 
des associations où la spécificité est marquée entre les partenaires, des différences de diversité (nombre et 
identité des espèces) sont attendues entre habitats hébergeant des communautés de plantes hôtes 
différentes. 
L’importance de la préférence d’hôte dans la structuration des communautés mutualistes ECM a été 
mise en avant par les études de Kernaghan et al. (2003) et d’Ishida et al. (2007) conduites dans des forêts 
mixtes tempérées aussi bien qu’en forêt tropicale humide australienne (Tedersoo et al., 2008). Ces études 
rapportent une augmentation de la diversité ECM en réponse à une augmentation de la diversité de plantes-
hôtes en raison de préférence d’hôte marquée des espèces ECM. 
Des variations considérables ont été mises en évidence dans les relations de spécificité présentées par 
les champignons ECM et les plantes, chaque groupe incluant des espèces généralistes et d’autres spécialistes 
(Trappe, 1962 ; Molina et Trappe, 1982). D’après ce qui est couramment rapporté, la grande majorité des 
champignons ECM et de plantes ECM serait capable de s’associer avec de multiples partenaires.  
Côté hôte chlorophyllien, la pruche de l’Ouest (Tsuga heterophylla) est capable de s’associer avec plus 
de cent espèces fongiques (Kropp et Trappe, 1982) distribuées largement au sein des Homobasidiomycètes 
(Hibbet et al., 2000). Ce résultat serait assez généralisable puisque selon Trappe (1977) par exemple, une 
espèce de plante ECM serait capable, en moyenne de s’associer avec plusieurs centaines d’espèces de 
champignons à travers l’intégralité de son aire de répartition géographique. A l’échelle locale, la diversité ECM 
détectée pour un seul individu est de plusieurs dizaines d’espèces (Bruns et al., 1995). 
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Ainsi, chaque espèce de plante ECM apparaît dans la littérature comme potentiellement capable de 
former des associations symbiotiques avec plusieurs centaines d’espèces fongiques, à l’origine de 
communautés ECM extrêmement riches, même dans des forêts monospécifiques. De plus, il apparaît que les 
plantes hôtes s’associent généralement avec des symbiontes ECM très distants d’un point de vue évolutif. 
Dans le genre Quercus, des études (Richard et al., 2004 ; Morris et al., 2008 ; Morris et al., 2009) rapportent la 
présence, à l’échelle locale, de centaines d’espèces ECM avec des représentants largement distribués au sein 
des Basidiomycota (Cortinariaceae, Russulaceae, Thelephoraceae) et des Ascomycota (Pyronemataceae, 
Tuberaceae, Pezizaceae). Ainsi pour une seule plante-hôte, les cortèges ECM sont généralement très riches en 
espèces et phylogénétiquement très diversifiés. Les exemples de plantes présentant une forte spécificité 
envers leurs symbiontes ECM semblent très rares et, parmi elles, se trouve le genre Alnus (Betulaceae) qui nous 
intéressera particulièrement pour notre étude.  
Côté champignon ECM, les études révèlent que les espèces les plus communes sont généralement 
associées à de multiples plantes-hôtes, voire à quasiment tous les hôtes ECM potentiels pour les plus 
cosmopolites (Horton et Bruns, 1998; Kennedy et al., 2003). Il apparaît ainsi que dans les genres Laccaria, 
Tomentella–Thelephora, Cenococcum et Clavulina, les espèces ont généralement de multiples partenaires 
potentiels (Horton et Bruns, 1998 ; Kennedy et al., 2003 ; Richard et al., 2005 ; Nara, 2006 ; Ishida et al., 2007; 
Tedersoo et al., 2008). Chez les Ascomycota, l’espèce Cenococcum geophilum présente une gamme 
particulièrement large de plantes partenaires (Molina et Trappe, 1982) soit plus de 200 espèces hôtes, 
réparties dans 40 genres angiospermes et gymnospermes. L’amanite tue-mouche (Amanita muscaria), quant à 
elle, est capable de s’associer avec au moins 23 espèces de plantes distribuées parmi les familles des 
Betulaceae, Fagaceae, Salicaceae et des Pinaceae (Trappe, 1962).  
Cette large potentialité d’association contribue à la dynamique de la communauté et chaque plante 
s’associant avec une succession d’espèces, la composition de la communauté varie au cours du temps (Bruns, 
1995). Elle est aussi à l’origine de la création de véritables réseaux souterrains, permettant la connexion de 
plusieurs plantes ECM entre elles via le réseau mycélien développé par un individu fongique et inversement la 
connexion de plusieurs individus champignons via une même plante-hôte (Selosse et al., 2006). 
D’autres espèces ECM, apparaissant comme minoritaires, restreignent au contraire leurs associations 
à un seul genre, voire à une seule espèce de plante. Parmi ces exceptions, nous pouvons citer les deux genres 
phylogénétiquement proches Suillus et Rhizopogon (les lignées des Boletaceae–Sclerodermataceae selon 
Molina et Trappe, 1982) spécifiquement restreints aux représentants de la famille des Pinaceae (Massicotte et 
al., 1994 ; Molina et Trappe, 1994) et quelques autres lignées telles que Leccinum (den Bakker et al., 2004), 
Lactarius sect. Deliciosi (Nuytinck et al., 2007) et Alnicola (Molina, 1979 ; Tedersoo, 2010 ; Moreau, 2011) dont la 
plupart des espèces sont strictement associées à des genres ou sous-genres d’arbres. 
- Comment expliquer les patrons de spécificité observés dans les communautés ECM ? 
Les études concernant la spécificité d’hôte sont plus nombreuses pour les champignons pathogènes 
que pour les champignons mutualistes, ce qui est vraisemblablement à mettre en relation avec leur 
importance socio-économique (Peay et al., 2008). Roy (2001) par exemple a étudié les patrons de spécificité 
d’hôte développés par des espèces parasites du genre Puccinia (agents de rouilles) envers des espèces de la 
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famille des Brassicaceae. Les données de phylogénie moléculaire pour l’ensemble des partenaires ont mis en 
évidence que les pathogènes étaient plus susceptibles de changer d’hôte en passant sur un hôte présent dans 
leur environnement géographique proche plutôt que de passer sur un hôte plus proche phylogénétiquement. 
Ces résultats suggérent ainsi l’importance de la spécialisation locale et de la limitation de la dispersion dans les 
patrons de la spécificité des champignons envers leurs partenaires.  
Côté champignons ECM, étant donné que les espèces généralistes sont classiquement considérées 
comme largement dominantes dans les assemblages (voir plus haut), peu d’études ont réellement considéré 
l’importance de la coévolution hôte/symbiontes dans la structuration des communautés ECM. Cependant, 
certaines des associations spécifiques précédemment citées ont été proposées comme modèle d’étude pour 
détecter une possible coevolution entre les partenaires (Den Bakker et al.2004: pour le couple Leccinum - 
Betulaceae/Salicaceae, Molina et Trappe 1982: pour le couple Suillus -Pinaceae).  
-Maintien de la spécificité d’association : la spécialisation, une stratégie avantageuse ? 
Les avantages évolutifs de la spécialisation pour les deux partenaires sont encore largement mal 
cernés. Côté plante-hôte la faible spécificité apparente présentée serait avantageuse car elle augmente la 
probabilité pour une jeune plantule d’être colonisée par des espèces ECM compatibles mais aussi car la 
diversité taxonomique et phylogénétique présentée par le cortège ECM pourrait être associée à des capacités 
physiologiques variées des champignons, offrant à l’hôte l’accès à une large gamme de nutriments (Molina et 
al., 1992).  
Les associations avec des champignons « spécialistes » permettraient cependant de réduire la 
compétition locale entre plantes-hôtes (Molina et al., 1992), étant donné que selon certains travaux, le réseau 
mycélien commun entre hôtes non conspécifiques (CMN), en autorisant un transfert bidirectionnel de 
photosynthétats entre les plantes, pourrait favoriser la nutrition d’un des partenaires (Simard et al., 1997). 
Mais ce résultat a été discuté par certains auteurs rapportant, au contraire, une variation interannuelle du sens 
du flux net, favorisant ainsi le transfert de photosynthétats depuis l’hôte ayant temporairement l’activité 
photosynthétique la plus importante vers les partenaires alors moins efficaces (Selosse et Duplessis, 2006). 
Côté champignon, Bruns et al. (2002) ont émis l’hypothèse que les avantages de se spécialiser sur une 
gamme phylogénétiquement étroite de partenaires de plantes découleraient d’une plus grande compatibilité 
physiologique entre le champignon et son hôte qui permettrait ainsi au premier de tirer plus efficacement 
profit du flux de photosynthétats issus de la plante que ne le pourrait un champignon qualifié de généraliste 
avec lequel il peut se trouver en compétition pour la plante-hôte. Mais pour certains auteurs, les coûts de la 
spécialisation paraissent plus forts que ceux de l’association plus « opportuniste » avec des généralistes : par 
exemple, Finlay (1989) a mis en évidence que les espèces Suillus grevillei et S. cavipes, connues pour s’associer 
avec le genre Larix (Pinaceae), sont aussi capables de former des ectomycorhizes avec le genre Pinus 
(Pinaceae), mais avec des transferts de nutriments plus restreints à la plante-hôte.  
Et dans un scénario où les capacités de dispersion des espèces sont limitées, la forte spécialisation 




III-2-4 : Les exigences écologiques des espèces : des informations précieuses pour 
une gestion raisonnée des espèces et des habitats 
Les exigences écologiques de ces espèces et notamment d’espèces répertoriées sur les listes rouges 
ne sont pas encore bien cernées (Senn-Irlet et al., 2007 ; Dahlberg et Mueller, 2011) et ce manque 
d’informations représente une contrainte majeure pour l’élaboration de plans de gestion raisonnée des 
espèces dans leurs habitats. La perspective des changements climatiques nous conduit à considérer les 
capacités de réponse des espèces à des conditions environnementales changeantes. Compte tenu du fait que 
les patrons de diversité dans les cortèges de champignons ECM dépendent de variables environnementales, il 
parait vraisemblable que les changements environnementaux en cours (et à venir) affectent (et affecteront) les 
espèces fongiques ECM. Et étant donné le rôle essentiel des champignons ECM dans le fonctionnement des 
écosystèmes (recyclage de la matière et réseaux trophiques), notre habileté à prédire les réponses de ces 
communautés à de tels changements est déterminante non seulement pour la conservation de la diversité 
fongique en elle-même mais aussi en vue du maintien des processus globaux dans les écosystèmes. 
Avant de pouvoir modéliser les réponses des espèces aux changements globaux, la caractérisation 
des patrons de distribution des espèces ECM à l’échelle régionale voire continentale est urgente, permettant 
d’envisager de développer des bases de données de référence concernant la composition des communautés 
fongiques, leur structure et leur dynamique spatio-temporelle en fonction des ressources variables du milieu. 
Les nombreuses études en écologie des communautés ECM réalisées jusqu’à présent, en considérant les 
relations qui unissent diversité ECM et facteurs écologiques, devraient permettre d’apporter les connaissances 
nécessaires. Cependant, ce n’est pas encore le cas et ceci s’explique principalement, comme le soulignent 
Lilleskov et Parrent (2007), par le fait que les compagnes d’échantillonnage de la grande majorité des études 
sont réalisées à l’échelle locale (un à quelques hectares) et ont lieu sur un temps court (quelques jours à 
quelques semaines). Ainsi, en travaillant à petite échelle géographique et temporelle, les particularités locales 
(autres espèces présentes, particularités édaphiques ou microclimatiques) apportent sans nul doute un bruit 
de fond non négligeable, empêchant de dégager des tendances claires dans la répartition des espèces à une 
grande échelle  
La distribution des espèces apparait très fragmentée et les relations avec les facteurs 
environnementaux ne peuvent pas être extrapolées d’un site à un autre, ce qui contribue à donner une image 
très complexe de la réponse des communautés ECM aux changements environnementaux (Cox et al., 2010). 
Les communautés ECM sont riches en espèces, phylogénétiquement diverses et complexes. Des progrès 
considérables ont été faits au cours des 20 dernières années dans la description de leurs patrons de diversité et 
dans l’identification des facteurs impliqués dans leur structuration et leur dynamique mais de nombreuses zones 
d’ombre subsistent. 
 Les objectifs de ce présent travail sont d’apporter des éléments permettant de mieux cerner la diversité 
ECM et les facteurs qui permettent d’expliquer la distribution de ces symbiontes dans leurs milieux naturels. Pour 
cela nous proposons un modèle d’étude : celui des communautés ECM associées aux aulnes en France. Nous allons 
maintenant présenter ce modèle et la pertinence de ce choix. 
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Le modèle d’étude :  
Dans la flore actuelle, le genre Alnus Mill (les aulnes, famille des Betulaceae) compte 29-35 espèces 
ligneuses, formant des arbres ou des arbustes bien représentés, majoritairement dans les régions tempérées 
et arctiques de l’hémisphère Nord (Benson et Dawson 2007) à l’exception d’A.acuminata Kunth (sensu lato, 
incluant A. jorullensis Kunth) présente en Amérique du Sud. Quatre espèces du genre sont présentes en 
Europe, neuf ou dix en Amérique et entre dix-huit et vingt-trois en Asie (Furlow, 1979, Chen et Li, 2004). 
D’une manière générale, ce sont des espèces héliophiles, pionnières, appréciant fortement les zones 
humides. Ces espèces colonisent des environnements très divers mais souvent caractérisés par des conditions 
abiotiques difficiles : forêts riveraines et autres zones humides, pentes de montagne, dépôts glacières, zones 
de dunes ou encore carrières d’exploitation (Schwencke et Caru, 2001). Les aulnes ont une croissance rapide et 
sont connus pour être très compétitifs dans ces milieux difficiles, en particulier sur des sols hydromorphes 
(Furlow, 1979) et ils font partie des espèces dominantes dans les stades pionniers de colonisation. En 
formations forestières, les aulnes forment des peuplements appelés « aulnaies ». 
Le succès écologique des aulnes est vraisemblablement lié à leur capacité à former des associations 
symbiotiques avec des champignons ECM, des champignons endomycorhiziens et des actinobactéries du 
genre Frankia, agissant en synergie (Chatarpaul et al., 1989) et conduisant à des associations tétrapartites 
originales (Molina et al. 1994).  
En particulier, l’association symbiotique avec le genre Frankia leur permet de réaliser la fixation 
symbiotique du diazote atmosphérique (N2) au niveau de structures racinaires appelées « nodules » ou 
« actinorhizes », avec une efficacité comparable à ce qui a été évalué pour les symbioses rhizobiennes (Hibbs 
et Cromack 1990). Le genre Alnus est le seul genre actinorhizien connu dans la famille des Betulaceae.  
La symbiose actinorhizienne permet ainsi aux aulnes de coloniser des sols très pauvres, faisant de ces 
espèces des éléments clés dans le cycle de l’azote dans les milieux où ils sont présents (voir Diem 1996 ; Bhatti 
et al. 1998). Grâce à leur capacité à fixer l’azote à partir du réservoir où cet élément est le plus important 
(l’atmosphère), les aulnes sont capables de croître sur des sols pauvres dont ils augmentent la fertilité en y 
introduisant azote, phosphore et matière organique via leurs déchets (feuilles, fruits, branches), rendant 
possible l’installation et le développement ultérieurs d’espèces plus exigeantes et encourageant ainsi les 
successions écologiques.  
Pour ces raisons, les aulnes sont très utilisés - et avec succès - en sylviculture, pour la fixation des sols 
(réaménagements paysagers des terrils ou des carrières) et le reboisement des zones humides ou des zones 
sinistrées par un feu ou une éruption volcanique (Hibbs et Cromack, 1990 ; Wheeler et Miller, 1990). 
A l’heure actuelle, le genre Alnus englobe 3 clades, correspondant à trois sous-genres (Chen et Li 
2004, Navarro et al. 2003) : Clethropsis, Alnobetula et Alnus. Parmi eux, le sous-genre Alnus aurait divergé le 
plus tôt (Chen et Li 2004, Murai 1964). Le Nord-Est de l’Asie (actuels Japon et Nord-Est de la Chine) constitue 
vraisemblablement le berceau du genre Alnus, étant donné que cette région abrite le plus grand nombre 
d’espèces et le plus haut niveau d’endémisme (Murai, 1964 ; Furlow, 1979 ; Chen et Li, 2004). Les données 
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fossiles les plus anciennes permettent de dater l’apparition du genre au moins au Crétacé supérieur grâce à des 
données palynologiques datant de 83-35 millions d’années BP, soit plus tôt que la plupart des enregistrements 
fossiles disponibles pour les autres genres de la famille (Miki, 1977). Le genre aurait colonisé l’Europe au cours 
de l’Oligocène avec une phase de diversification fin Oligocène, début Miocène (Kvaček et Teodoridis, 2007)  
Les espèces françaises (et européennes) : 
Selon les rapports de l’Inventaire National Forestier, les aulnes font partie des dix à douze essences les 
plus courantes de France. En France (et en Europe) quatre espèces sont présentes, appartenant aux sous-
genres Alnus et Alnobetula. Voir Tableau 4. 
* Sous-genre Alnus 
Alnus glutinosa (L.) Gaertn, est présent dans toute l’Europe et s’étend en Asie occidentale et en 
Afrique du Nord (King et Ferris, 1998 ; Hewitt, 1999). Cette espèce est commune dans une grande partie de la 
France, en plaine et en montagne, jusqu'à 1200m d'altitude. Sa présence est plus éparse dans la zone 
méditerranéenne. Ses exigences sont faibles concernant le pH du sol et cette espèce est présente sur des sols 
acides à basiques, à condition qu’ils soient constamment alimentés en eau. Alnus glutinosa est principalement 
présent dans les forêts humides et le long des cours d'eau même s’il peut s’installer sur des sols plus secs en 






Figure 8 : Feuilles et fruits d’Alnus glutinosa 
 
Alnus incana (L.) Moench est présent dans les zones froides d’Europe, principalement en Europe du 
Nord et dans les zones de moyenne montagne des Alpes, des Carpathes et du Caucase. En France, il est 
spontané dans les Alpes, le Jura et la vallée du Rhin où on le trouve le long des rivières, torrents et fleuves, 
jusqu'à 1500 m d'altitude. Cette espèce préfère les sols bien alimentés en eau, mais peut s'installer sur des sols 
plus secs (pierriers, terrils). On le trouve généralement sur des sols basiques à neutres. 
Alnus cordata (Loisel) Duby est endémique de la zone tyrrhénienne et son aire de répartition naturelle 
est restreinte à la Corse pour la France. Nous pourrons noter cependant qu’elle a subi une introduction massive 
pour la sylviculture dans toute l’Europe au cours du XX
e siècle. C’est une espèce submontagnarde thermophile, 
présente spontanément entre 600 et 1300 mètres d’altitude, majoritairement le long des cours d’eau, seule ou 
en association avec A. glutinosa.  
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* Sous-genre Alnobetula : 
Une seule espèce est décrite : Alnus alnobetula (Ehrh.) K.Koch [plus connue sous le nom A. viridis 
(Chaix) DC.], présente dans la zone circumpolaire (à l’exception de la Scandinavie) et représentée par plusieurs 
sous-espèces allopatriques. En France, il s’agit d’A. alnobetula subsp. alnobetula (aulne vert) dont l’aire de 
distribution est restreinte aux Alpes, et d’A. alnobetula subsp. suaveolens (Req.) W.P.Ball (aulne odorant) dont 
la distribution est limitée aux zones de haute montagne de Corse. Les peuplements d’A. alnobetula 
correspondent à des formations ligneuses basses très denses, retenant les sols dans les prairies de pentes ou 
les couloirs d’avalanche où aucun autre ligneux ne parvient à s’installer (Richard, 1968 ; Anthelme et al., 2002). 
Au cours des dernières décennies, les aulnaies sont devenues des milieux largement menacés par 
l’assèchement, l’eutrophisation, le remplacement par des populicultures ou par des destructions. Pour cette 
raison nottament, les forêts alluviales à Alnus glutinosa et Fraxinus excelsior (Alno-Padion, Alnion incanae, 
Salicion albae) font partie des habitats naturels à préserver en application de la directive « habitats » de l’Union 
Européenne (92/43/CEE). Les communautés de symbiontes sont vraisemblablement affectées par les 
menaces qui pèsent sur ces écosystèmes désormais fragiles. En particulier, pour les champignons ECM, les 
forêts d’aulnes sont connues pour héberger des espèces rares ou très spécialisées telle Amanita friabilis, 
présente sur la Liste Rouge Européenne des espèces de champignons menacées (voir le site internet du 
European Council for the Conservation of Fungi : http://www.wsl.ch/eccf/redlists-en.ehtml).  
 
Tableau 4 : Présentation des espèces françaises du genre Alnus : nom d’espèce, clade, habitats colonisés et patron de 
distribution (en se restreignant à la répartition en France métropolitaine). 
 a: nom du sous-genre auquel appartient l’espèce considérée. 
Espèce Clade a Habitat Patron de distribution en 
France métropolitaine 
Alnus glutinosa (L.) 
Gaertn. 
aulne glutineux 
Alnus Faibles altitudes (0-1200m), zones humides 
principalement (marais et long de cours d’eau) 
Bien représenté, quoique 
rare sur la zone 
Méditerranéenne 
Alnus incana (L.) 
Moench 
aulne blanc 
Alnus Basses et moyennes altitudes (300-1800m). Pentes 
humides marquées par présence durable de neige ; 
long des cours d’eaux 
Dans les Alpes, le long de la 
vallée du Rhin 
Alnus alnobetula 
(Ehrh.) K.Koch subsp. 
alnobetula 
aulne vert 
Alnobetula Hautes altitudes (1400-2200m), sols humides ou secs, 






Alnobetula Hautes altitudes (1500-2200m), principalement le long 
de cours d’eau. 




aulne cordé ou aulne 
corse 
Alnus Altitudes moyennes (300-1300m), pionnier dans 
recolonisation de sols hygromorphes à secs. Bords de 





Figure 9 : Photographies de deux des peuplements à Alnus considérés au cours de notre étude(pour le détail des sites, 
voir partie Matériel et Méthodes) 
  
Forêt mixte à Alnus glutinosa et Salix spp. 
Site de Lourdes (Sud-Ouest) 
Peuplement pur à Alnus alnobetula subsp. suaveolens 
en pente tourbeuse. Site du Lac de Nino (Corse) 
 
Les cortèges fongiques ECM associés aux aulnes 
De nombreuses études ont considéré la diversité ECM associée aux aulnes, grâce à des relevés, en 
milieu naturel, de carpophores (Bujakiewicz, 1984 ; Moreau et al., 2003 ; Corriol, 2005) ou d’ectomycorhizes 
(Baar et al., 2000 ; Pritsch et al., 1997 ; Becerra et al., 2005 ; Tedersoo et al., 2009 ; Kennedy et Hill, 2010 ; 
Pritsch et al., 2010 ; Kennedy et al., 2011) ou encore grâce à des expériences de laboratoire (Molina, 1981 ; 
Molina et Trappe, 1982 ; Molina et Trappe 1994). 
Toutes ces études rapportent une faible diversité spécifique contrastant fortement avec ce que nous 
avons préalablement présenté pour les communautés associées aux autres genres de plantes ECM bien 
étudiés (Quercus, Salix, Pinus, etc). Ainsi, dans des forêts françaises à A. glutinosa, 2 à 15 espèces ECM à 
fructifications épigées ont été recensées par site d’étude (Moreau et al. 2003 ; Corriol, 2005), et seules 50 
espèces ECM ont été décrites comme pouvant s’associer avec le genre entier (Brunner et al., 1990 ; Miller et 
al., 1991). De même, moins de 100 morphotypes d’ectomycorhizes ont été décrites dans l’étude de Baar et al. 
(2000). Tout ceci contraste avec les 200 espèces ECM identifiées sur les racines de chêne vert (Quercus ilex) 
dans une forêt corse (Richard et al., 2004), ou les 2000 espèces ECM rapportées comme pouvant s’associer 
avec l’espèce Pseudotsuga mensiezii (Trappe, 1977). 
 Même quand ils sont placés en mélange avec d’autres espèces hôtes ECM, les aulnes conservent des 
cortèges remarquablement pauvres en espèces par rapport à leurs proches voisins (voir l’étude de Kennedy et 
Hill, 2010 sur des sites à A.rubra en conditions de forêts mixtes).  
Parmi les genres ECM dominants, on trouve des représentants « classiques » des communautés ECM, 
à savoir les genres Cortinarius, Russula, Lactarius, Amanita ou Tomentella que nous avons déjà évoqués. Et 
comme nous l’avons signalé pour les communautés ECM en général, la large dominance du genre Tomentella 
était passée inaperçue dans les études basées sur le morphotypage des ectomycorhizes (Miller et al., 1991, 
1992 [cité par Tedersoo et al., 2009]) et n’a pu être dévoilée que grâce à des études moléculaires récentes 
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menées en Europe (Tedersoo et al., 2009) ou sur le continent Américain (Kennedy et Hill, 2010, Kennedy et al, 
2011). 
Ces communautés ECM sont aussi connues pour héberger des lignées spécifiques des aulnes (Molina 
1981; Kennedy et Hill 2010) telles les Alnicola spp. (Moreau et al., 2006) ou Alpova spp, contrastant ainsi avec 
l’image très répandue des communautés ECM d’espèces à large gamme d’hôtes potentiels (ex : Roy et al., 
2008). Il est remarquable aussi que ces lignées spécifiques correspondent à des espèces largement dominantes 
dans ces communautés (ex : Alpova diplophloeus, Alnicola escharoides dans l’étude de Kennedy et Hill, 2010). 
Cette faible diversité et cette forte spécificité suggère une sélection forte de la plante hôte sur les cortèges de 
symbiontes ECM et une histoire évolutive commune étroite (coévolution) entre ces deux types de partenaires 
(Molina et al., 1994).  
En considérant une seule espèce hôte au sein du genre Alnus, des études ont révélé que les 
caractéristiques édaphiques des sites telles que le pH ou la teneur en matière organique (Becerra et al. 2005; 
Tedersoo et al. 2009),le stade de succession ou l’âge du peuplement (Helm 1996; Kennedy et Hill 2010) ou 
encore la saison (Becerra et al. 2005) jouaient un rôle sur la structuration de ces communautés ECM, de façon 
comparable à ce qui a été décrit de façon générale pour les communautés ECM.  
Les objectifs de notre étude : 
Notre étude vise à améliorer la connaissance des facteurs écologiques et évolutifs qui sous-tendent 
l’assemblage des communautés ECM à large échelle. Précisemment. notre objectif est de faire la part entre les 
effets de l’hôte et des facteurs abiotiques de l’habitat sur la structuration et la dynamique des communautés 
ECM associées aux aulnes à l’échelle de la France métropolitaine. Le système ECM aulnes-champignons, dans 
lequel les données disponibles semblent indiquer une histoire évolutive étroite entre partenaires, parait 
particulièrement intéressant pour explorer le possible rôle de la coévolution entre hôte et symbiontes en tant 
que moteur de la diversification des lignées fongiques et à quantifier l’importance relative de celle-ci par 
rapport aux facteurs écologiques actuels dans la structuration des communautés ECM. Précisément, les 
questions auxquelles nous avons voulu répondre étaient : 
(i) Quels sont les patrons de diversité dans les communautés associées aux aulnes à l’échelle de la 
France métropolitaine (diversité alpha, diversité béta) ?  
(ii) Quels facteurs écologiques actuels permettent d’expliquer les patrons de diversité mesurés à 
l’échelle de la France métropolitaine (identité de la plante hôte, caractéristiques abiotiques de 
l’environnement) ? 
(iii) Dans quelle mesure ces communautés peuvent-être considérées comme spécifiques des aulnes ? 
A quel niveau s’exerce cette spécificité pour la plante hôte (échelle générique, intra-générique, spécifique) ?  
 (iv) À partir de ces données, quels scénario évolutifs pouvons-nous proposer pour expliquer les 
patrons de diversité dans les communautés ? En particulier, comment s’est mise en place la spécificité des 
lignées ECM envers la plante hôte au cours de leur histoire évolutive commune?  
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Matériels et méthodes 
  Pour répondre aux questions précédemment énoncées, nous avons cherché à décrire la diversité 
taxonomique et phylogénétique des communautés associées aux aulnes en France métropolitaine en relation 
avec certaines des caractéristiques écologiques de leurs milieux, principalement l’identité de la plante hôte et 
les caractéristiques édaphiques des sites. Nous revenons ici sur deux points importants du travail présenté : la 
constitution de la base de données générale et l’approche phylogénétique suivie en vue de l’étude de l’histoire 
évolutive partagée entre aulnes et champignons ECM. 
Pour le détail des protocoles, nous renvoyons le lecteur aux sections « materiel and methods » de chaque 
publication présentée ci-après (chapitres 1 à 3). 
I) La constitution d’une base de données pour une description fine des communautés 
ECM associées aux aulnes en France 
Notre étude de la diversité ECM dans les aulnaies s’est appuyée sur deux grands types de données 
brutes : (i) des relevés de carpophores et d’ectomycorhizes à partir desquels nous avons établis les relations de 
spécificité champignon-hôteet (ii) des relevés de sol dans les sites étudiées. 
I- 1 – Récolte des spécimens et identification des espèces présentes : 
* Carpophores :  
 Les carpophores utilisés dans notre étude proviennent en grande partie des récoltes intensives 
menées par Pierre-Arthur Moreau dans des aulnaies largement distribuées en France métropolitaine 
(notamment via le « projet aulnaies »18) et en Europe (Autriche et Suisse principalement). Ceux-ci ont été 
collectés, photographiés et décrits rapidement après collecte puis conservés sous la forme d’exsiccatas à 
l’herbier de la faculté des Sciences Pharmaceutiques et Biologiques de Lille (LIP) et/ou dans du tampon CTAB 
19 en vue d’analyses moléculaires ultérieures. Au total, ce sont plus de 600 spécimens qui ont été récoltés.  
 Ces carpophores ont été identifiés sur la base de caractères morphologiques, anatomiques et 
écologiques (taxonomie mycologique traditionnelle) en suivant la nomenclature valide (voir plus loin pour 
chaque groupe taxonomique concerné). En parallèle, leur ADN a été extrait et un ou plusieurs marqueurs ont 
été amplifiés et séquencés : l’ITS pour l’ensemble des spécimens, auquel se sont ajoutés 3 marqueurs (cf. 
tableau 6) en vue de la reconstruction de phylogénies pour quatre des groupes ECM dominants dans les 
aulnaies.  
 Ainsi, pour chaque spécimen, les informations suivantes étaient précisées : nom d’espèce (provisoire 
puis définitif) ; plante hôte ; localisation géographique ; marqueurs moléculaires séquencés (voir tableau 6) ; 
code des séquences ADN pour chaque marqueur séquencé ; numéro dans l’herbier ; numéro d’accession dans 
la GenBank après dépôt de la séquence (voir extrait de la base de données ainsi constituée en annexe 2) 
                                               
18
 http://projet.aulnaies.free.fr/presentation.html  
19
 Tampon CTAB 2X : 100 mM Tris–HCl (pH 8), 1.4 M NaCl, 20 mM Na2 EDTA, 2% CTAB) 
CTAB = bromure hexadécyltriméthylammonium  
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* Ectomycorhizes :  
 Au total, plus de 4400 ectomycorhizes ont été prélevées sur 39 sites répartis sur 3 grandes régions 
françaises sur le système racinaire des 4 espèces d’aulnes présentes en France, (voir tableau 4) selon un 
protocole présenté dans l’article 2.  
 L’ADN de chaque mycorhize a été extrait puis le marqueur ITS (cf. encart p50) a été amplifié et 
séquencé (protocole présenté dans l’article 2). Les séquences ITS obtenues pour toutes les mycorhizes ont été 
groupées en Unités Taxonomiques Opérationnelles Moléculaires ou MOTUs, c'est-à-dire en groupes de 
séquences similaires à plus de 97%, et considérés par la suite comme des « espèces moléculaires » (voir 
encart). 
L’objectif de cette double approche était d’exploiter le plus finement possible la complémentarité entre 
les données de la classification traditionnelle (établies ici à partir des carpophores seuls) et les résultats de 
taxonomie et phylogénies moléculaires (appliquées aux ectomycorhizes et carpophores) pour la description de 
la diversité des communautés ECM. Le travail qui consiste à s’assurer de la congruence entre les données de 
diversité issues de ces deux approches parait indispensable20 et trivial : en produisant des séquences ITS pour 
des carpophores identifiés selon les principes de la taxonomie traditionnelle et des ectomycorhizes, la 
comparaison des séquences permet potentiellement de faire correspondre à chaque échantillon 
d’ectomycorhize le nom de l’espèce morphologique à laquelle il correspond, permettant d’attribuer à chaque 
MOTU issue d’échantillons environnementaux un nom d’espèce et les données écologiques qui lui sont 
associées grâce aux études mycologiques traditionnelles. 
 Cependant la réalité est plus complexe et la calibration de ce système a constitué un travail 
conséquent afin d’évaluer la pertinence des informations collectées lors des analyses morphologiques et 
moléculaires. Ainsi, la construction de notre base de données a ainsi été processus dynamique et très 
progressif 
I- 2- Caractérisation des patrons de spécificité d’hôte des champignons ECM des 
aulnaies  
 A partir des relevés de diversité dans les cortèges ECM d’aulnaies françaises, nous avons cherché à 
caractériser chaque espèce fongique en fonction de l’état du caractère « spécificité d’association avec l’hôte ». 
Pour celui ci nous avons ainsi défini quatre états possibles  
- généraliste, pour des espèces capables de s’associer avec des représentants du genre Alnus mais 
aussi d’autres espèces hôtes (principalement genres Populus, Salix, Quercus, Picea, pour les sites 
étudiés) 
- alnicole au sens large, pour des espèces recontrées seulement en association avec les aulnes et 
capables de s’associer avec tous les représentants du genre Alnus présents en France 
- spécifique d’un sous-genre donné à l’intérieur du genre Alnus : Alnobetula ou Alnus (voir Chen et Li, 
2004) 
                                               
20 C’est le principe de base du barcoding qui est désormais un grand classique des études des communautés microbiennes entre autres 
(Valentini et al., 2009 ; voir encart) 
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- spécifique d’une espèce donnée (Alnus glutinosa, A. alnobetula spp alnobetula, A. alnobetula spp 
suaveolens, A. incana ou encore A. cordata) 
Nos hypothèses de travail étaient les suivantes : (i) une espèce ECM X est considérée comme spécifique d’un 
taxon hôte Y dès lors que tous les signalements espèce X + hôte Y sont convergents (données carpophores et 
mycorhizes) (ii) la taille de notre échantillonnage nous permet de considérer les données nulles (absences 
d’une espèce) comme significatives, au moins pour les espèces ne posant pas de problème d’échantillonnage 
et de séquençage. 
I-3- Caractérisation des sols des sites d’étude 
En parallèle, des relevés de sols sur les sites d’étude ont permis de les caractériser par rapport à leurs 
teneurs en éléments connus pour influencer la structure et la diversité des communautés de plantes et de leurs 
partenaires ECM (teneurs en azote, phosphore, matière organique totale) et selon des protocoles comparables 
à ceux de l’étude Tedersoo et al. (2009). A chaque point de prélèvement d’ectomycorhizes, des relevés de sol 
étaient effectués. Ces échantillons ont ensuite séchés puis groupés par site, en vue d’analyses chimiques 
ultérieures pour une caractérisation édaphique à l’échelle de chaque site.. 
II) Approche phylogénétique de l’étude des communautés ECM : reconstruire l’histoire 
évolutive des lignées en lien avec l’histoire du genre Alnus:  
 Afin de mieux cerner le rôle de l’hôte dans la diversification des lignées, nous avons choisi de 
focaliser notre attention sur quatre genres présentant des lignées alnicoles dominants des communautés : 
Alnicola section Alnicola (Moreau et al., 2006), Lactarius, Alpova et Melanogaster. Notre choix s’est porté sur 
ces genres car ils présentent les avantages suivants (i) être associés à toutes les espèces d’aulnes francaises, (ii) 
présenter des espèces définies morphologiquement [études de taxonomie traditionnelle] (iii) et contenir 
suffisamment d’espèces pour qu’une étude phylogénétique puisse fournir un signal exploitable.  
 Pour ceux-ci, nous avons utilisé les patrons sur les relations de spécificité vis-à-vis de la plante hôte 
précédemment établis et reconstruit les relations phylogénétiques entre les représentants de ces groupes 
dans l’objectif de reconstruire l’histoire évolutive de la spécificité de ces symbiontes par rapport à la 
plante hôte. 
 Pour les reconstructions phylogénétiques, nous avons exploité les informations fournies par quatre 
marqueurs moléculaires soumis à des pressions évolutives différentes (marqueurs codants et non codants, 
ADN nucléaires et mitochondrial), que nous avons étudiés séparément puis conjointement après 
concaténation des séquences obtenues pour chacun d’entre eux (après vérification que les informations qu’ils 
fournissaient étaient congruentes).  
 *Les marqueurs utilisés : nous avons choisi de réaliser ces analyses en utilisant le signal évolutif 
fourni par : des marqueurs nucléaires (rpb2, gpd et ITS ) et un mitochondrial (V9),: voir tableau 5 
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Tableau 5 : Les différents marqueurs moléculaires utilisés pour l’identification moléculaire des espèces (barcode ITS) et les 
reconstructions phylogénétiques de 4 genres ECM à lignées alnicoles largement représentées dans les aulnaies (Alnicola, 
Alpova, Melanogaster et Lactarius) 
Marqueur 
moléculaire 







ITS Espaceur interne transcrit Nucléaire ITS-1F/ITS-
4B 




rpb2 Code une des sous-unites de 














55°C Johannesson et 
al., 2000 






V9 Un des domaines 
hypervariables du gène 
mitochondrial codant la petite 
sous-unité du ribosome (mit-
SSU) 
Mitochondrial V9U/V9R 53°C Gonzales et 
Labarère 1998 
Mouhamadou 





 *L’approche suivie pour la reconstruction des phylogénies : En nous basant seulement sur les 
données de séquences nucléotidiques, nous avons eu recours aux méthodes probabilistes de reconstruction 
phylogénétiques, à savoir l’inférence Bayésienne et la méthode de Maximum de vraisemblance (Felsenstein, 
1973) car celles-ci sont maintenant largement reconnues comme les méthodes les plus précises et parmi les 
plus couramment utilisées (Delsuc et Douzery, 2004a et b). Tout en nécessitant un temps de calcul aujourd’hui 
raisonnable, ces méthodes permettent de rendre compte des modalités d’évolution des séquences 
nucléotidiques21 grâce à l’implémentation de modèles incorporant un nombre élevé de paramètres (Delsuc et 
Douzery, 2004a et b). Voir encart « Méthodes probabilistes de reconstruction phylogénétique » 
                                               
21 Ces modèles incorporent ainsi généralement des paramètres prenant en compte les fréquences nucléotidiques, les taux de 
substitutions, la présence d’une fraction de sites invariables et l’hétérogénéité des taux de substitution entre sites ; Voir annexe 4 pour les 
modèles d’évolution de séquences les plus courants.  
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Tableau 6: Extrait de la base de données générale, présentant les 39 sites considérés au cours de notre étude. Pour chaque site sont indiqués: l’espèce hôte présente et le sous-genre auquel elle 
appartient, la localité, le code -site (utilisé pour les analyses), ses coordonnées GPS, la région, le nombre d’arbres échantillonnés, le type de peuplement, le type de site, le type de sol, son 
altitude, le nombre d’ectomycorhizes prélevées et le nombre de séquences ITS obtenues. 
Genre 
Sous-
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Figure 10 : Vue d’ensemble du matériel et de la méthodologie suivie au cours de notre étude 
 
Légende des figurés :  
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ENCART : Méthodes probabilistes de reconstruction phylogénétique 
(d’après Delsuc et Douzery, 2004a et b) 
Principe de base 
Les deux principales méthodes probabilistes de reconstruction phylogénétique reposent sur la notion de 
vraisemblance. Dans notre problème, la vraisemblance LX considérée représente la probabilité conditionnelle 
d’observer les données X (ici, un alignement de séquences) étant donnée l’hypothèse T (ici, un arbre avec une 
topologie reliant les taxons, les longueurs de ses branches et les paramètres du modèle d’évolution des séquences 
défini a priori) : 
LX = Pr (X | T) 
Deux méthodes différentes 
Ces deux méthodes diffèrent par le concept de probabilité qu’elles emploient :  
(i) La méthode du maximum de vraisemblance consiste à estimer les valeurs des paramètres (topologie, longueurs 
de branches et les paramètres du modèle d’évolution des séquences) qui maximisent la probabilité d’observer 
l’alignement nucléotidique (X), c’est-à-dire celles qui confèrent la plus forte probabilité d’avoir conduit aux données 
observées.  
Concrètement, la démarche consiste à calculer la vraisemblance des données X sous différentes hypothèses 
évolutives T (différents arbres phylogénétiques) et à retenir l'arbre dont la vraisemblance, étant donnés les 
séquences et le modèle d'évolution choisi, est maximale. Lors du calcul de la vraisemblance pour une topologie 
donnée selon le modèle d’évolution des séquences retenu, chaque site nucléotidique le long de l’alignement est 
considéré indépendamment. Cette procédure est répétée pour toutes les topologies possibles et c’est la topologie 
ayant la plus haute vraisemblance qui est choisie. Ainsi, cette méthode conduit à l’obtention d’un arbre 
phylogénétique unique.  
La fiabilité de chaque branche de cet arbre peut être estimée par bootstraping ou grâce aux méthodes aLRT 
(Guindon et al., 2010), plus rapides. 
(ii)- La méthode bayésienne cherche, quant à elle, à déterminer la distribution de probabilité des paramètres de 
l’arbre à partir des données (ici, l’alignement des séquences). Autrement dit, elle cherche à estimer la probabilité 
postérieure Pr(T | X)) en s’appuyant sur la formule de Bayes : 
Pr(T | X) = Pr (X | T) * Pr(T) / Pr(X) 
où Pr(T) est la probabilité a priori d’avoir un arbre T , Pr(X | T) la vraisemblance des données X sachant cet 
arbre T et Pr(X) la probabilité d’obtenir les données X en prenant en compte tous les arbres possibles.  
Le calcul de certains termes étant analytiquement impossible (car faisant varier simultanément topologies, 
longueurs de branches et paramètres du modèle d’évolution des séquences), le recours à la méthode Markov chain 
Monte Carlo (MCMC) est fréquent. Le problème de convergence des chaînes de Markov (piégeage au niveau d’un 
optimum local, ceux-ci pouvant être nombreux) peut notamment être contourné par l’algorithme MC3 (MCMCMC) 
ou encore Metropolis-Coupled Markov Chain Monte Carlo c'est-à-dire en utilisant plusieurs chaînes simultanées avec 
un pas différent (le plus souvent 3 chaines dites « chaudes » utilisant un pas plus large et donc permettant une 
exploration plus vaste de l’espace des paramètres et utilisées pour guider la chaîne dite « froide » à partir de laquelle 
les inférences sont faites). 
Contrairement à la méthode du maximum de vraisemblance qui aboutit à un arbre unique, la méthode bayésienne 
aboutit à des distributions de probabilité des paramètres (en particulier à leur moyenne, leur écart-type et à des 
intervalles de confiance) et donc à une collection d’arbres dont l’information phylogénétique peut être résumée en 
calculant le consensus majoritaire à 50 % des arbres échantillonnés après convergence des chaînes.  
La fréquence avec laquelle les différents noeuds apparaissent dans les arbres visités représente leur probabilité 
postérieure associée, c’est à dire pour notre analyse, la probabilité qu’un clade donné soit vrai étant donné le modèle 




ENCART : Utilisation du barcoding pour l’identification taxonomique dans les communautés fongiques 
ECM : principes et limites 
*Historique rapide et principes de bases du barcoding 
En 2003, Paul Hebert et ses collaborateurs proposent l’utilisation d’un marqueur génétique universellement reconnu 
– un barcode ADN- en vue de l’identification des espèces. Il s’agit d’identifier à l’échelle spécifique un individu à partir de 
l’enchainement nucléotidique d’un seul fragment d’ADN “standardisé”
22 pour l’ensemble des espèces (Hebert et Gregory, 
2005 ; Valentini et al., 2009). La séquence ADN obtenue par séquençage direct est comparée à un ensemble des séquences 
disponibles pour le même marqueur dans des bases de données de référence disponibles en ligne. Cette initiative, issue de 
taxonomistes étudiant les Insectes puis reprise pour l’ensemble des Métazoaires (Hebert et al., 2003), a très vite trouvé un 
écho favorable dans la communauté scientifique et a conduit à une collaboration internationale visant à fournir des bases 
de données de séquences communes et établies pour l’ensemble des organismes vivants (www.ibolproject.org). Et 
l’amélioration des techniques et des dispositifs de séquençage permet d’alimenter largement les bases de données de 
séquences publiques : GenBank23; EMBL24. 
Comme le résume l’étude de Valentini et al., (2009), le marqueur idéal théorique permettant une identification par 
« barcoding » doit répondre à plusieurs critères :  
(i) le gène (ou fragment de gène) concerné doit être quasi identique chez tous les individus d’une même espèce mais 
doit aussi être différent entre espèces différentes. 
(ii) il doit être « standard », c’est à dire qu’un seul et même gène est utilisé pour tous les groupes taxonomiques 
(iii) ce gène doit contenir une information phylogénétique suffisante pour permettre de replacer des espèces encore 
inconnues dans leur groupe taxonomique (genre, famille, etc.) 
(iv) ce gène doit présenter des sites hautement conservés, permettant le positionnement d’amorces universelles et 
doit permettre des réactions d’amplification et de séquençage hautement fiables. 
(v) la zone d’intérêt doit être courte, facilitant les étapes d’amplification et de séquençage.  
*Quel marqueur pour le barcode fongique ? 
Le choix du gène mitochondrial codant pour la sous-unité 1 de la cytochrome c oxidase (COI), s’est imposé pour les 
Insectes et s’est révélé utile pour d’autres groupes d’organismes tels que les Vertébrés (Kerr et al., 2007; Hubert et al., 
2008), mais totalement inutilisable pour un certain nombre de taxons Eucaryotes parmi lesquels les Plantes et les 
Eumycètes (Chase et Fay, 2009, Seifert et al., 2007; Vialle et al., 2009). 
Les gènes nucléaires codant pour l’ARNr sont des candidats prometteurs étant donné qu’ils ont été utilisés depuis les 
20 dernières années pour des études de phylogénie moléculaires et qu’ainsi les données disponibles pour la comparaison 
sont importantes. Les séquences d’ADN codant pour la petite sous-unité ribosomique
25
 sont couramment utilisées pour 
l’identification des Gloméromycètes (Beck et al., 2007) mais se révèlent trop conservés dans les autres groupes 
d’Eumycètes pour permettre une identification. 
La région de « l’internal transcribed spacer region of the ribosomal repeat unit » ou ITS (Voir figure 11) a joué un rôle 
crucial dans la systématique et l’identification des Eumycètes au niveau spécifique au cours des vingt dernières années, 
alors qu’’il n’était pas encore considéré en tant que barcode officiel (Kõljalg et al., 2005 ; Seifert 2009). Depuis, après avoir 
comparé plusieurs marqueurs ADN potentiels, le « Fungal Barcoding Consortium » a choisi de proposer la région ITS comme 
barcode officiel pour le « Consortium for the Barcode of Life »(Schoch et al., 2012). Cette région présente 4 avantages 
certains : 
(1) elle est présente en multicopies ce qui implique que la quantité de matériel de départ à amplifier est beaucoup 
plus faible que pour un marqueur simple-copie ; 
(2) elle présente des régions très conservées - permettant le dessin d’amorces « universelles »- entourant des régions 
hautement variables 
(3) les données de séquences disponibles en ligne pour comparaison sont présentes en grande quantité  
(4) la correspondance avec des espèces de la taxonomie traditionnelle est très satisfaisante dans de nombreux 
groupes (Horton 2002 ; Smith et al., 2007) avec un seuil de similarité de séquences de 97% couramment admis en écologie 
fongique (i.e. des séquences ITS différant de moins de 3% sont considérées comme appartenant à des individus 
conspécifiques).  
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 L’appellation « code-barres ADN » fait référence au système commercial de code-barres dans lequel chaque marchandise possède une 




 http:// www.ebi.ac.uk/embl; DDBJ, http://www.ddbj.nig.ac.jp 
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 ADNr SSU pour « Small Sub-Unit » 
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Sur ce principe, des groupes de séquences similaires à plus de 97% peuvent constituer des « unités taxonomiques 
moléculaires opérationnelles » (ou MOTU pour «molecular operational taxonomic units » en anglais).  
*Barcoding : précautions nécessaires et limites :  
(i) Taxonomie traditionnelle et données moléculaires 
Si les séquences obtenues à partir des échantillons environnementaux (ectomycorhizes, mycelia) ne correspondent à 
aucune espèce morphologique précédemment décrite, une espèce nouvelle est potentiellement mise en évidence et ceci 
présente un intérêt non négligeable dans la progression des inventaires de biodiversité. Cependant, la description valide 
d’une nouvelle espèce ne peut se faire sans une caractérisation morphologique précise, comme l’indique le Code 
Botanique de Nomenclature (McNeill et al., 2006) et il reste impossible d’attribuer un nom d’espèce valide à des séquences 
ADN seules. 
(ii) La question du seuil de coupure : 
La question du seuil de similarité de séquences à partir duquel on décide de grouper ensemble (sous un même nom 
d’espèce) les séquences est au cœur du problème. Comme mentionné précédemment, la valeur de 3% est couramment 
admise dans les études en écologie fongique. Bien sûr, même si ce seuil semble souvent opportun (Horton 2002 ; Smith et 
al., 2007), il paraît évident qu’une seule et même valeur arbitraire ne peut pas capturer les limites des variations intra et 
interspécifiques pour tous les groupes taxonomiques (Nilsson et al., 2008) : ce seuil se révèle trop haut dans certains cas 
(e.g. des genres non-ECM Aspergillus et Penicillium dans l’étude de Nilsson et al., 2009 ; genre Tuber dans l’étude de Bonito 
et al 2010) ou au contraire trop bas (e.g. Cantharellus et Craterellus dans l’étude de Feibelman et al., 1994 ; Tricholoma dans 
l’étude de Jargeat et al., 2010). Pourtant, avec le développement de techniques permettant de générer des milliers de 
séquences très rapidement (techniques de séquençage nouvelle génération) à partir d’échantillons environnementaux, il 
n’est pas envisageable de devoir travailler « au cas par cas » pour les différents groupes taxonomiques.  
(iii) La qualité des bases de données nucléotidiques de référence : 
Le cœur de l’utilisation d’un barcode repose aussi, de façon assez triviale, sur la qualité des séquences disponibles et 
de leurs annotations dans les bases de données de référence. Pour s’avérer utiles, les séquences déposées doivent provenir 
de spécimens correctement identifiés, incluant des informations taxonomiques, écologiques et géographiques les plus 
précises possibles (Consortium for the barcode of life, 2009).  
Mais la réalité des faits est tout autre : la fiabilité des données dans les bases de données nucléotidiques publiques 
est, au mieux, considérée comme très moyenne (Nilsson et al., 2006; Bidartondo 2008; Ryberg et al., 2009 ; Seifert 2009). 
Seules 5% des 1.5 million d’espèces fongiques estimées par Hawksworth (1991, 2001) ont été décrites à ce jour et les 
données de séquences ITS disponibles dans les bases de données nucléotidiques publiques ne représentent qu’1% de cette 
estimation et ceci sans tenir compte de la qualité des séquences et de leurs annotations (Nilsson et al., 2009). D’après 
Nilsson et al., (2006), plus de 20% des séquences y seraient mal identifiées et, étant donné que l’identité des nouvelles 
séquences déposées est déterminée, au moins en partie, à partir de séquences préexistantes, les erreurs risquent de se 
propager, conduisant à long terme à une dégradation croissante de la qualité de la base de données. 
Le manque de propreté et de précision des séquences ADN de références disponibles dans les bases de données 
publiques contraste avec les quantités astronomiques de données mises à disposition. Les techniques de séquencage 
« haut débit » voire « nouvelle génération » donnent aujourd’hui la possibilité d’obtenir des centaines de milliers de 
séquences issues d’un site ou d’un substrat donné après une seule nuit (Shendure et Ji, 2008). Ceci a conduit des groupes 
de chercheurs à développer des bases de données indépendantes telles que la base de données UNITE (http://unite.ut.ee) 
pour laquelle l’objectif annoncé est d’assurer une identification fiable à l’espèce de séquences de champignons grâce à la 
présence de séquences de référence de qualité issues d’échantillons clairement identifiés (Kõljalg et al., 2005).  
Dans l’idéal, les bases de données permettraient l’accès, pour chaque espèce, à une dizaine (voire plus) de séquences 
issues de spécimens différents pour couvrir la variabilité intraspécifique du barcode. Les herbiers de toute la planète 
constituent ainsi des éléments clés dans la constitution d’une base de données de séquences ITS de référence (Brock et al., 
2009) à partir des spécimens type déposés par les mycologues. Dans ce sens, des efforts sont nécessaires en vue de la mise 
à disposition de données de séquences à partir d’échantillons d’herbier mais ce travail n’est pas toujours réalisable, étant 
donné que ce matériel de référence peut être trop vieux ou en trop faible quantité pour entrevoir la possibilité d’un 
séquençage réussi. 
Ainsi, la nécessaire réalisation de bases de données fournissant des séquences ITS fiables pour tous les champignons 
connus à ce jour représente encore un enjeu et un effort considérables (Abarenkov et al., 2010 ; Begerow et al., 2010). 
(iv) Un seul marqueur : est-ce suffisant? 
Certaines études tendent à indiquer que l’effort ne peut pas être concentré sur le seul marqueur ITS. En effet, celui-ci 
ne permet pas l’identification des espèces de certaines lignées, en particulier chez les Ascomycètes (Balajee et al., 2009 ; 
Seifert 2009). De plus, il paraît paradoxal de baser la reconnaissance des communautés ECM sur le seul marqueur ITS, alors 
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que la systématique fongique moderne repose sur des données de phylogénies moléculaires multigéniques (voir Blackwell, 
2011). Comme point de comparaison, concernant des communautés endophytiques tropicales, Gazis et al., (2011) ont mis 
en évidence, via des analyses phylogénétiques multigéniques que les analyses basées sur les seules séquences ITS sous-
estiment largement la diversité présente, donnant une image très faussée des patrons biogéographiques. Et après avoir 
comparé plusieurs marqueurs ADN potentiels, le « Fungal Barcoding Consortium » a choisi de proposer la région ITS comme 
barcode officiel pour le « Consortium for the Barcode of Life », en gardant la possibilité de coupler ce dernier avec d’autres 
marqueurs dans des groupes taxonomiques bien particuliers (Schoch et al., 2012). 
 
Figure 11 : Organisation des gènes de l’ADN nucléaire ribosomal ; détail de l’espaceur interne transcrit (ITS), barcode 
fongique.  
En haut : Organisation des gènes ribosomaux chez les Eucaryotes : ces gènes sont organisés en clusters répétés plusieurs 
centaines de fois en tandem. Ces gènes codent pour les sous-unités ribosomales (ARNr 18S pour la petite sous-unité et 
28S pour la grosse sous-unité) et pour l’ARNr 5.8S. Ils sont séparés par des séquences transcrites non traduites appelées 
Internal Transcribed Spacer (ITS). Modifié, d’après Beebee et Rowe (2008) 
Au milieu : détail de l’organisation des ITS et localisation des amorces utilisées au cours de notre étude pour leur 
amplification spécifique. Modifié d’après http://nature.berkeley.edu/brunslab/index.html 



















Chapitre 1 :  
Comparative phylogenies and host specialization in the 
alder ectomycorrhizal fungi Alnicola, Alpova and 
Lactarius (Basidiomycota) in Europe. 
 
JULIETTE ROCHET1, PIERRE-ARTHUR MOREAU2, SOPHIE MANZI1 ET MONIQUE GARDES1 
(1) laboratoire Evolution et Diversité Biologique, Université Toulouse 3 CNRS, UMR 5174, 118 
route de Narbonne, 31062 Toulouse Cedex FRANCE 
(2) Laboratoire de Botanique et de Mycologie, Faculté de Pharmacie 3, rue du 
Professeur Laguesse BP83 - 59006 - Lille Cedex, FRANCE 
 
Publié dans BMC Evolutionnary Biology en 2011 
 





























































Chapitre 2 : 
Alnus specificities and its determinants: a large-scale 
comparison of host, habitat and soil effect on Alnus 
associated ectomycorrhizal communities 
 
ROY M.1, ROCHET J. 1,2, MANZI S. 1, JARGEAT P. 1, GRYTA H. 1, MOREAU P.A. 3, GARDES M. 1 
 
1- Laboratoire Evolution et Diversité Biologique, Université Toulouse 3 CNRS, UMR 5174, 118 
route de Narbonne, 31062 Toulouse Cedex FRANCE 
2- UMR BioEMCo, équipe Ibios, Faculté des Sciences et Technologie, Université Paris Est Créteil, 
61 avenue du Général de Gaulle 94010 Créteil cedex FRANCE 
3- Laboratoire de Botanique et de Mycologie, Faculté de Pharmacie 3, rue du Professeur 







 Alnus associated ectomycorrhizal communities are known to be species poor and more specific than any 
other fungal communities. Several Alnus specific fungal lineages have been recorded, suggesting a 
narrow coevolution with their hosts. The present study aims at disentangling host and habitat effect on 
Alnus ectomycorrhizal communities, at a regional scale.         
 A total of 4419 ectomycorrhizae was collected from 165 trees, representing 5 species and subspecies of 
Alnus and 2 subgenera. Thirty-nine sampling sites representing a broad range of lowland and mountain 
habitats were selected in continental France (mainly the Pyrenees and the Alps) and Corsica Island. In 
all, 1256 ITS sequences were analyzed for fungal identification. Soil analyses were also performed on a 
subset of sites.  
 In all, 87 different Molecular Operational Taxonomic Units (MOTUs) of ectomycorrhizal fungi (EMF) were 
recorded. A maximum of 22 MOTUs was recorded per site, with a mean of 8.2. In addition to this, the 
number of MOTUs detected per site did not differ significantly between Alnus species and subgenus, 
underlining a low and stable alpha diversity.  
 The Alnus community was dominated by alnicolous EMF taxa (specifically associated with Alnus) that were 
present across geographical regions and habitats, and a few generalist EMF found on other tree hosts 
  Host effect on EMF community structure was stronger than any other habitat parameters, and mostly due 
to differences between the two Alnus subgenera. Soil factors were strong determinants of EMF 
community. EMF communities did not differ significantly between regions and geographical distances. 
 Among Alnus specific EMF, some Tomentella species were present on all species of Alnus, Alnicola species 
were more restricted to distinct host species, and Lactarius were correlated with specific habitats.  
 We argue that local adaptation occur in Alnus communities, leading to a strong soil effect on community by 
selecting a few species within a restricted pool of species, already selected through a long term 
coevolution between Alnus and its EMF symbionts. 
 
KEYWORDS 
Ectomycorrhiza, Alnus, community, mutualism, coevolution, host-shifts, local adaptation 
 
INTRODUCTION 
The diversity of ectomycorrhizal fungi (EMF) communities is more and more investigated, but rather 
at a local scale than a large geographical scale (Gardes et al. 1996; Husband et al. 2002; Tedersoo et al. 2006; 
Rineau & Garbaye 2009; Peay et al. 2010). However, processes maintaining local fungi diversity are still poorly 
understood (Bruns, 1995 ; Allen et al. 1995 ; Sanders 2004), and fungal diversity remains hard to describe, even 
with barcoding techniques, mostly due to limitations in fungal species delineation and recognition (Taylor et 
al. 2000; Nilsson et al. 2008). Thus, several studies have revealed cryptic species within widespread EMF 
species from various genera such as Tricholoma genus (Carriconde et al. 2008; Jargeat et al. 2010), Rhizopogon 
(Grubisha et al. 2012) or Pisolithus (Martin et al. 2002). Large-scale population genetics that could detect long 
distance gene flow (Douhan et al. 2011) or delimit species, are also relatively rare. Such difficulties in species 
identification are amplified for studies based on environmental DNA whose variations could be mistaken with 
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next generation sequencing errors (Tedersoo et al. 2010; Unterseher et al. 2010). As a result, compared to 
plants, biogeographic patterns on fungal species distribution are less documented and often based on 
estimates (Hawksworth, 2001; Mueller et al. 2007; Dickie 2010). Comparisons of EMF communities at a large 
geographical scale rely mostly on alpha diversity comparison, revealing effects of local factors on species 
richness of communities. As an illustration of this, the role of nitrogen or phosphorus on community diversity 
is well described for fungal communities (Peter et al. 2001; Lilleskov et al. 2001 and 2002). Local investigations 
help detecting locally adapted EMF species. However, other important processes for determining fungal 
communities such as dispersion, distribution range, or coevolution with host are most of the time neglected in 
such studies. 
 
Ectomycorrhizal fungi are root symbiotic fungi associated with most temperate trees and some 
tropical tree families, and a diffuse horizontally transmitted mutualism. The role of host has been studied by 
many authors at a local scale (Horton & Bruns, 1998; Massicotte et al. 1999 ; Ishida et al. 2007 ; Tedersoo et al. 
2008 ; Smith et al. 2009), suggesting that communities distinguish between hosts. Alnus associated EMF 
communities are species-poor, show a low alpha-diversity (Tedersoo et al. 2009; Kennedy et al. 2011), and 
have a large proportion of specific fungal lineages as compared to other tree genera and species (Molina 1981; 
Kennedy & Hill 2010). Such characteristics may facilitate large-scale comparison, and suggest a possible 
coevolutionary signal in Alnus communities. Previous studies based on basidiocarps have already revealed 
some strong differences linked with host identity (Brunner et al. 1992) at a local scale, but other studies on 
ectomycorrhiza did not detect such differences, at least between two species within the subgenus Alnus 
(Tedersoo et al. 2009).  
 
Coevolution between EMF fungi and their host has been suggested several times in the litterature, 
although it has never been investigated per se in EMF communities for two main reasons. First, generalist EMF 
are “said to be the rule” (Horton & Bruns, 1998), possibly because a diffuse mutualism might not follow a fast 
speciation scenario as predicted by the red King effect (Bergstromm & Lachmann, 2003). Moreover, generalist 
fungi (e.g. the pioneer species Laccaria amethystina) may be more successful than specialists for long distance 
dispersal in a spatially variable environment (Roy et al. 2008; Vincenot et al. 2012). Nevertheless, a few EMFs 
and host genera or families have been used as models to detect a putative coevolution: (Den Bakker et al.: 
Leccinum with Betulaceae/Salicaceae, Molina & Trappe 1982: Suillus and Pinaceae). The best example remains 
Alnus (Molina, 1981), whose species are all associated with specific fungal lineages such as Alnicola or 
Alpova/Melanogaster together with a few other Alnus-specific fungal taxa (Moreau et al. 2006 ; Rochet et al. 
2011 ; Moreau et al. 2012). Recently, Rochet et al. have investigated those fungal clades and demonstrated 
that different specific fungi distinguish between the two main Alnus subgenera, Alnus subgen. Alnus and A. 
subgen. Alnobetula, that have differentiated 46 million years ago in Europe (Rochet et al. 2011).  
Second, EMF identification relies on comparison with public sequence databases such as UNITE or Genbank, 
that need to be enriched with references from basidocarps to allow distinguishing species from sequence 
comparisons (Nillson et al. 2008). Recently, taxonomic studies on Alnus associated fungi have focused on 
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species delimitation, enriching public databases for such clades (Moreau et al. 2006; Rochet et al. 2011 ; 
Moreau et al. 2011). 
 
Soil and vegetation type (Pristch 1997; Dilly et al. 2000), soil parameters as pH or organic matter 
content (Becerra et al. 2005; Tedersoo et al. 2009), successional stage and stand age (Helm 1996; Kennedy et 
Hill 2010) or season (Becerra et al. 2005) have been reported to influence diversity of Alnus EMF communities. 
These studies were mainly focused on a single species of Alnus, and did not aim at studying the role of host 
evolution in shaping EMF communities. Only one study compared EMF communities between co-occuring A. 
glutinosa and A. incana, which belong to the same subgenus, and did not detect any difference between hosts 
based on EMF diversity (Tedersoo et al. 2009). 
 
In order to understand the relative role of host and habitat parameters in shaping ECM communities 
and species distribution, EMF communities associated with different Alnus species were characterized over a 
large geographical scale and across a broad range of habitats. Five Alnus species and sub-species occur in 
France, belonging to two subgenera (Rochet et al. 2011). Each species has different geographical distributions, 
but distant site can be compared thanks to the characterization of soil parameters of each site, and similar 
sites (e.g. peat bog and peaty slopes, or mineral slope and river banks) can be colonized by distinct Alnus 
species. There is also overlap between species at the limit of their range in both the Alps (A. incana and A. 
alnobetula at the montane level, as well as A. glutinosa and A. incana with occasional hybrids between the two) 
and Corsica where A. glutinosa and A. cordata coexist with intermingled roots at the supramediterranean level. 
A combination of classical taxonomy (identification of fungi using phenotypic characters from basidiocarps 
collected from the sampling sites and in reference databases, Rochet et al., 2011) and molecular ITS-based 
identification methods (phylogenetic placement) were used to describe species diversity.  
The main predictions were as followed:  
1- If coevolution has occurred between Alnus and its associate fungi, independent evolution of each Alnus 
lineage would have lead to different Alnus-associated EMF communities between host species. Reciprocally 
Alnus specific fungi, selected by coevolution with their host, would explain main differences currently 
observed between hosts.  
2- If alnicolous (specifically associated with Alnus) species are more selected than generalist fungi, they would 
be more frequent in communities.  
However, local adaptation and selection by habitat would result in the same pattern, and the question is to 
compare both factors, if they explain differences between EMF communities, and if specific fungi are selected 
or not by these factors. 
 
MATERIALS AND METHODS 
Sampling sites 
All alder stands were located in France, across three geographical regions (the Alps, Southwest France and the 
Pyrénées mountains, the Corsica Island), representing lowlands and mountain habitats. In each region, native 
alder trees were sampled: in the Alps, A. glutinosa, A. incana, A. alnobetula subsp. alnobetula; in Corsica, A. 
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glutinosa, A. cordata and A. alnobetula subsp. suaveolens; and in Southwestern France, only A. glutinosa occurs 
natively. Sampling sites were chosen to represent the wide range of habitats colonized by each species (from 
mineral – i.e. river banks – to raw organic substrates – i.e. acidic peat bogs) and described as in Rameau et al. 
1994 (Table 1). In all, 35 localities were represented. Four of them were colonized by both A. glutinosa and A. 
cordata, thus, a total of 39 sampling sites were included in the analysis (Table 1). Sampling was handled either 
in early autumn or late spring in 2007, 2008 and 2009 (one to three sampling per site). 
 
Sampling strategy 
For each site we selected at least 5 trees per host species, separated by, at least, 10m. Soil and roots were 
collected from two sampling points per tree (about 25 cm of roots in average per sampling point), in two 
opposite directions in order to maximize species diversity. The presence of Frankia nodules on roots was 
checked when collecting, and roots were kept in soil at 4°C until processing. In the laboratory, roots from the 
two sampling points were mixed then were gently washed under tap water over a 500µm wide grid, and finally 
examined under a binocular lens in distilled water. At least 30 (15x2) ectomycorrhizae per tree were picked 
with tweezers, and separately kept in 2% CTAB (cetyl trimethyl ammonium bromide) at -20°C. Soil was 
removed from samples and dried at 60°C. Soil analyses on Alps and SW France sites were handled following 
Tedersoo et al. (2009) protocol in Instituto de Recursos Naturales y Agrobiología de Sevilla (IRNAS) e CSIC 
(thank Luis V. GarcíaXX).  
 
Molecular biology 
DNA from each mycorrhiza was extracted following Promega protocol as in Rochet et al. (2011). Fungal ITS 
was amplified first using universal primers ITS-1F/ITS-4 (White et al. 1990) then using ITS-1F/ITS-4B (Gardes & 
Bruns 1993) when there was a PCR failure with the previous primer set (no signal or double bands). PCR 
conditions were the same as in Rochet et al. (2011). The sequencing of the final amplification products was 
done by MilleGen (Labège, France). 
 
MOTUs delimitation and genus identification 
Sequences were checked and cleaned using FourPeaks 1.7.1 (A. Griekspoor and T. Groothuis, mekentosj.com), 
and then compared to both Genbank (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/) and UNITE (http://unite.ut.ee/; Kõljalg et 
al. 2005) databases using BLAST algorithm (Altschul et al. 1990). Putative genus was inferred from BLAST 
results. Sequences were then grouped by genus and aligned together with MUSCLE 
(http://www.drive5.com/muscle/). Such alignments enabled us to delimit clusters of similar sequences with a 
threshold of 3% (Nilsson et al. 2008), considered as different MOTUs (Molecular Operational Taxonomic Unit). 
The sequence similarity was calculated with BioEdit 7.1.3 (Hall et al. 1997). Overall, 87 MOTUs were identified 
and a representative sequence of each was deposited in Genbank (JQ890228-JQ890314). 
 
Comparison of MOTUs with basidiocarps and species identification 
To identify the fungal species from clusters of similar sequences, we added reference sequences to our 
alignments, either from Genbank or from our library of sequenced basidiocarps collected under Alnus trees 
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(Moreau et al. 2006, Rochet et al. 2011, and unpublished results) and identified phenotypically. Species 
nomenclature follows Moreau (2005) for Alnicola, Rochet et al. (2011) for Alpova and Lactarius, Moser (2003) 
for Cortinarius. MOTUs were named according to their clustering with reference sequences. 
 
Fungi specificity levels 
MOTUs identification permitted to distinguish species (i) previously recorded in Alnus communities, (ii) 
described from other host trees (from databases, literature, or sampling on the same site, unpublished data) 
or (iii) never previously described. For sequences identified as EMF, but never recorded on Alnus, plant DNA 
was extracted from ectomycorrhizae and ITS was amplified using ITS1-plant (McCormick et al. 2009) and ITS4 
universal primers (Gardes et Bruns, 1993) and sequenced. Sequences belonging to other host trees than Alnus 
were removed from the analysis. Specificity levels (generalist vs. alnicolous, genus-specific vs subgenus-
specific for alnicolous) are reported in Table 2 for each MOTU. 
 
Diversity indices 
Three matrices of MOTUs x sites were built: matrix A (number of ectomycorrhizae per site), matrix B (number 
of trees colonized per site), and matrix C (presence/absence of ectomycorrhizae per site). All statistical 
analyses were performed with R 2.3.4.4 packages (ade4, MASS, vegan, nlme). To measure alpha diversity 
indices at the site level, the number of MOTUs per site (species richness) was calculated, Simpson and 
Shannon indices were computed (diversity function), and species richness was square-root transformed to 
meet the assumption of homoscedasticity. As the species richness per site was correlated with the number of 
trees sampled, only sites with more than three trees producing sequences were kept for further analysis. To 
estimate the beta diversity in our sampling, Bray-Curtis distance was measured between communities per site 
(Bray & Curtis, 1957), and the distance matrice was used to perform a Non-Metric Multidimensionnal Scaling 
(NMDS, metaMDS function). 
 
Statistical tests on diversity indices 
For species richness per site, and dissimilarities between sites (measured from Bray-Curtis distances hosts or 
site) characteristics effects were tested by fitting a general linear model (GLM/Adonis function for matrices), 
and each factor significance measured by an analysis of variance (ANOVA). The GLM was built by coding 
subgenus and the type of soil as factors, nesting host_species into subgenus, nesting region into host_species, 
nesting type of site into host_species, and finally considering site as a random factor. The correlation between 
Bray-Curtis and geographical distances matrices was tested by a Mantel test (999 permutations). The effect of 
altitude on species richness was tested by a GLM. For A. glutinosa, the effect of region was tested by a GLM on 
species richness and Bray-Curtis distances. For A. glutinosa and A. cordata co-occuring in four sites in Corsica, a 
GLM was fitted to Bray-Curtis distances to test for host-species, site and interaction effects. A similar 
comparison was performed for A. glutinosa and A. incana in close locations in Alps. 
 
Soils parameters and their effects on communities 
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Soil analyses were performed for a subset of sites, and soil nutrients concentrations were measured (see Table 
1). Soil concentrations were log-transformed before performing statistical analyses. Their effects on species 
richness, and similarity between sites (non-metric multidimensional scaling, Bray-Curtis distance, metaMDS 
function) were tested either independently by a GLM followed by an ANOVA, or together by testing the 
correlation between soil parameters and NMDS matrices (999 permutations, envfit function). 
 
Community determinants and the contribution of alnicolous MOTUs 
To determine if alnicolous MOTUs were more abundant than generalists, abundances of MOTUs were pooled 
per specificity level. Proportions of each specificity level were compared between host species by Chi-2 tests. 
In order to investigate the significance of specific taxa in shaping EMF communities, we made previous 
community and diversity analysis on a community matrix restricted to alnicolous taxa. To underline which 
fungi may show a coevolution pattern with Alnus, and reflect both host and habitat effect, we performed a 
redundancy analysis on presence/absence data for widespread and dominant alnicolous genera only 
(Tomentella, Alnicola, Lactarius) (RDA, rda function on matrice C, to avoid relying on abundance for subset 
restricted to a single genus, and then relying on less data). 
 
Rarefaction curves and comparison of communities per species 
Rarefaction curves were computed for each host species by randomly sampling sites in the dataset, and 
comparing accumulation curves to a random expectation produced by 1000 permutations of the dataset 
(specaccum function, rarefaction method). The Chao diversity index and the number of unseen MOTUs per 
species were estimated (specpool and estimateR function) in order to test if our sampling was sufficient per 
host species, either considering all MOTUs or alnicolous taxa only, and to determine if more sampling would 




Sampling and molecular analysis 
Over the 39 studied sites, 165 trees were sampled. Five sites were sampled for A. alnobetula (21 trees), 
2 for A. alnobetula ssp . suaveolens (12 trees), 5 for A. cordata (14), 4 for A. incana (20 trees), and 23 for A. 
glutinosa (98 trees) that is the most frequent and broadly distributed species in France. 
A total of 4419 ectomycorrhizae were collected, of which 3717 were extracted and used for PCR (90 % 
of the collected ectomycorrhizae). Out of the total pool of amplified DNAs, 1256 good quality ITS sequences 
were obtained. Eighty-five of them (6,3 % of the sequences) were either contaminants (non EMF) or EMF from 
non-Alnus roots. Overall, 165 trees produced at least one sequence (mean of 4.23 trees per site and 7.1 
sequences per tree).  
 
MOTUs delimitation and species identification 
A total of 87 MOTUs were delimited from ITS clustering, 34 were identified from basidiocarps, 38 from the 
Genbank database, and 15 (mainly in the Tomentella genus) from clusters without any closely related 
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reference, (Table 2). As a matter of fact, for Tomentella, clusters were well supported as in Kennedy et al. 
(2010), and allowed to identify MOTUs that were separated from each other by at least 2% differences and 
well supported nodes (>80% bootstrap). Such MOTUs included sequences from different sites, and several 
Tomentella MOTUs were also found in given sites. Some of these MOTUs were phylogenetically related to 
Tomentella cf. ellisii, T. cf. stuposa or T. cf. sublilacina, but they were clearly different from known 
representative of all of these species. In such cases, subgroups were identified as T. cf. stuposa sp1 and sp2 and 
considered as Alnus specific. For other species of Tomentella (e.g. T. lapida), similarity with known sequences 
was high and MOTUs were named based on these similarities. All MOTUs are listed in Table 2. 
 
MOTUs diversity and abundance 
Up to 22 MOTUs were recorded per site, with a mean of 8.2. Considering ectomycorrhizae abundance, 8 
MOTUs represented half of the ectomycorrhizae, 20 MOTUs accounted for 75% of the analyzed 
ectomycorrhizae sequences. Nineteen out of 20 were shared among Alnus species. The literature known 
generalist species, Russula xerampelina, was recorded on two A. alnobetula ssp alnobetula trees in the Alps 
(Figure 1). Each MOTU was recorded from a mean of 13.4±3.0 ectomycorrhizae. 65 MOTUs produced less than 
10 ectomycorrhizae and 13 were represented only by one ectomycorrhiza. Considering the number of trees 
colonized per MOTUs, Tomentella aff. sublilacina colonized 43.6% of trees (72 trees), Alnicola citrinella 29.0% 
(48), Alnicola badisofusca/umbrina 18.2% (30), T. aff. ellisii 2 17.6% (29), and T. aff. ellisii 1 12.1% (20). Other 
MOTUs colonized less than 9% of trees, 22 of them were detected only on two trees, and 28 on a single tree 
(Figure 2). Each MOTU was recorded from a mean of 5.5±1.0 trees, and 65 MOTUs were recorded from 1 to 4 
trees, the same MOTUs colonizing less than 10 ectomycorrhizae. The number of MOTUs per site was directly 
correlated with the number of sampled trees (GLM on square-root species number per site, F=30.95, P-value 
<0.0001), but this effect was not significant when four trees or more were included in the analysis (GLM, 
F=0.892, P-value = 0.37). 
 
Specificity level 
Among the 87 EMF taxa, eighteen (20,6%) were recorded on the genus Alnus, 18 (20,6%) were found only on 
Alnus subgen. Alnus, and seven (8%) on Alnus subgen. Alnobetula. Forty-four MOTUs (50,8%) were previously 
recorded on other host trees, and thus were considered as generalist MOTUs. Subgenus specificity reported 
from ectomycorrhizae occurrence data always agreed with previous reports from basidiocarps surveys (Rochet 
et al. 2011; P.A. Moreau unpublished results). 
 
Comparison of community structure among host species and habitats 
Matrix C (presence/absence per site) was strongly influenced by rare taxa, most often generalist fungi, 
whereas matrices A (number of ectomycorrhizae per site) and B (number of trees colonized per site) produced 
similar results. However, matrix A exhibited some MOTUs over-amplified from single trees. Consequently, 
results are presented here for matrix B only. For all MOTUs and all sites, Bray-Curtis dissimilarities were 
significantly explained by differences between host subgenus, host species, type of soil and habitat (Table 3). 
Similar results were obtained when A. cordata sites (with a low number of trees per site) were excluded from 
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the analysis (Figure 3). First axis of NMDS was explained by subgenus, and species and the second axis by type 
of soil. The host subgenus was the most significant factor explaining dissimilarities (Table 3). 
 
Comparison of community diversity among host species and habitats 
The number of MOTUs detected per site did not differ significantly between species, subgenus, type or soil 
(test on square-root transformed number of species, Table 3), but significant differences were found among 
sites for a given host species (Table 3). As a matter of fact, forest or peat bogs displayed more MOTUs than 
other sites, in agreement with the higher number of alnicolous MOTUs recorded from organic soils (Table 3). 
The results were similar for Shannon and Simpson diversity indices, underlining a low and stable alpha 
diversity at every site (data not shown). No effect of altitude has been detected on community diversity. 
 
Local differences between two co-occurring host species communities 
A. glutinosa and A. incana distribution range overlap, but our sampling design did not include sites where the 
two co-occurred. In the Alps, A. glutinosa and A. incana were associated to different EMF communities 
according to an NMDS (GLM on projections, F=10.02, P=0.008). However, they shared 30 taxa (out of 46), i.e. 
at least 65,2% of species.  
In Corsica, A. glutinosa and A. cordata co-occur on our sampling sites. They shared only six taxa (23%) out of 
the 26 species recorded from Corsica, whose half were locally shared and half was shared among sites (Figure 
4). Bray-Curtis distances were computed between communities, and a GLM performed on these distances 
underlined a strong effect of the host species (P = 0.003) but no significant differences between sites. Non-
shared MOTUs from A. cordata were alnicolous, and generalist MOTUs, as some ascomycetes. Therefore, in 
mixed situations, each Alnus species keep its specificities (detected on a larger scale), but share the genus-
specific taxa as Tomentella spp. 
 
Geographical structure and regional effects 
On the whole dataset, dissimilarities between communities were never significantly different among regions, 
even when considering this factor nested into host species. Similarly, no significant correlation was detected 
with geographical distances. However, all but A. glutinosa were studied in one region only. A GLM fitting 
diversity of A. glutinosa communities underlined the significant effect of the region (F=3.85, P=0.04). For this 
species, only Corsica sites displayed distinct EMF communities (when fitting a GLM to Bray Curtis distances 
between communities, P=0.012 for Corsica), often less diverse then continental France populations. No 
strongly significant correlation between geographic distance and Bray-Curtis dissimilarities was detected 
(Mantel test, R=0.10, P=0.08), showing that diversity in A. glutinosa can be influenced by geography but not 
clearly by distance. 
 
Soil parameters and ecological differenciation within host species 
None of the quantitative soil parameters (log transformed) were correlated with dissimilarities between sites 
or the species richness. However for A. glutinosa, when considering all MOTUs, total C, organic matter (OM), 
total P and N were significant correlated with Bray-Curtis dissimilarities (Figure 5a). For alnicolous MOTUs, 
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only OM and P were significantly correlated (Figure 5b). Both analyses revealed two opposite gradients in A. 
glutinosa communities: one separating riparian forest from peat bogs, and the other separating Mg/Na-rich 
soil from Ca-rich soils (Figure 5a and b). 
 
Characteristics of host species fungal communities 
Over the whole MOTUs * site matrix, no species-specific MOTUs dominated in Alnus-associated fungal 
communities, and most dominant MOTUs were shared between host species (Figure 2). The five most 
frequent MOTUs were alnicolous taxa (Figure 2, Table 4). However, from one to ten species-specific MOTUs 
were recorded, but none of them were dominant (Figure 2, Table 4). The proportion of generalist (found on 
Alnus and other host genera) vs. alnicolous MOTUs was not significantly different between host species (Chi-
two square, P-value = 0.236). Thus, for each Alnus species, fungal communities were dominated by alnicolous 
MOTUs, shared between host species either at subgenus or genus level, but never dominated by host-specific 
MOTUs, and completed by generalist MOTUs. 
 
Rarefaction and differential sampling between host species 
Rarefaction analysis allowed computing Chao indices and rarefaction curves for each host species (Figure S1). 
When taking all MOTUs into account, sampling was not saturated as the number of observed species was 
excluded from Chao confidence interval, and only 57.7±7.7% of MOTUs may have been detected for most host 
species (Table 3). When considering only alnicolous species, Chao estimates revealed that sampling covered 
65.2±8.4% of expected MOTUs (Table 5). The sampling effort (number of analyzed sites) was lower for A. 
incana, A. alnobetula ssp. alnobetula and A. alnobetula ssp. suaveolens than A. glutinosa and A. cordata. More 
diversity should be revealed with additional sites sampling. 
 
Community determinants and the significance of alnicolous MOTUs 
Bray-Curtis dissimilarities were explained by different specificity levels (P<0.001 specificity levels, see Table 2), 
showing that alnicolous and non alnicolous taxa do not have the same distribution pattern. Compared to the 
whole data set, alnicolous MOTUs diversity was only influenced by the type of soil, being higher on organic 
soils, and dissimilarities between sites were explained only by subgenus and type of soil (Table 3). In all, 
compared to the global EMF community, alnicolous taxa, often dominant, exhibited a more stable community 
that can be shared among species within a subgenus, and with a less variable alpha and beta diversity (Table 3 
and 5) than the whole community. 
For the Alnicola genus, the effect of host species was significant on the first RDA axis only (P-value < 0.0001), 
and peat bog communities were significantly different on axis two (P-value = 0.002). The first RDA axis 
separated communities dominated by A. citrinella for subgen. Alnus sites and A. pallidifolia for subgen. 
Alnobetula sites. The second axis separated A. xanthophylla for mineral sites and A. umbrina for more organic 
sites (Figure 6).  
For the Tomentella genus, neither host, region nor site type effects explained significantly the observed RDA 
differences. Tomentella species were widespread and poorly distinguished among communities.  
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For Lactarius genus, all MOTUs were restricted to a single host subgenus. Thus, comparisons were performed 
for each of two Alnus subgenera. Thus, for the subgenus Alnus the RDA analysis revealed a correlation 
between L. cyathuliformis and L. obscuratus on axis one, and L. lilacinus and L. omphaliformis on axis two. 
Differences between regions were significantly explained by axis one (P-value = 0.034), whereas axis two was 
better explained by site differences (P-value = 0.0245). For the subgenus Alnobetula, RDA revealed a 
correlation between L. alpinus and L. brunneohepaticus (on axis one), and no correlation with L. lepidotus (on 
axis two). As a matter of fact, this latter species never co-occured with the first ones. Differences between 
regions and between sites were significantly explained only by axis one (P-value = 0.013 and P-value = 0.017 
respectively), as sites from Corsica were grouped together. Interestingly, Lactarius were absent from 18 sites, 
all near running water (rivers, streams) and linked to mineral soil conditions. This absence was already 
reported from observations on basidiocarps (P-A. Moreau, unpublished results).  
RDA analyses were not conducted on Alpova due to it scarcity in our data set. However, Alpova are alnicolous 
fungi, and the hypogeous basidiocarps were found during mycorrhizae sampling. Similar observations were 
made for the genera Gyrodon and Paxillus, whose epigeous basidiocarps were present and abundant during 
our sampling at the most organic sites. 
 
DISCUSSION 
Alnus associated EMF communities: a low alpha-diversity of specialized fungi? 
Alnus EMF communities are well known to be less diverse than other EMF communities (Molina 1981). Here, 
the low diversity was confirmed at each site and for all Alnus species and subspecies, exhibiting a strong 
stability of such a low alpha diversity. A few Ascomycetes species belonging to the genera Geopora, Humaria, 
Hydnobolites, Pachyphloeus, and Cenococcum, as well as several Basidiomycetes species from the genera 
Entoloma and Inocybe were recorded for the first time on Alnus, but all these new taxa are likely to be non 
specific to Alnus. Many other true generalist EMF were detected as Russula, Sebacina, or Clavulina recorded 
from surrounding trees (data not shown), or from previous studies (Tedersoo et al. 2009, Kennedy & Hill 2010, 
Kennedy et al. 2011). Generalist taxa were more frequent in peculiar sites, in closed proximity to conifers or 
mixed forests in general (data not shown). In all, generalist taxa accounted for 20% of the EMF community and 
their abundance was not significantly different between host species. Such an occurrence of generalist fungi 
demonstrates that roots of Alnus trees can be colonized by surrounding EMF, although specific fungi are 
always dominant on roots. 
The alpha diversity of specific EMF was less variable between sites, and the dominant (per host 
species) were similar to MOTUs found in Estonia, USA, Mexico and Argentina (Becerra et al. 2005 ; Tedersoo et 
al. 2009, Kennedy & Hill 2010, Kennedy et al. 2011). These results show that a few alnicolous taxa constitute a 
core-community of EMF, which is very stable in space and among habitats. 
 
Alnus associated EMF: from specific fungi to specific EMF communities? 
Differences between communities were explained by host subgenus and host species as well as soil 
parameters for each host subgenus. However, altitude, geography or soil parameters are not sufficient to 
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explain differences between the two Alnus subgenera. Such results clearly support the strong divergence 
between EMF communities associated with the two subgenera. 
Co-occuring A. cordata and A. glutinosa only shared four MOTUs (out of 27). The two EMF communities of A. 
glutinosa and A. incana in the Alps were also clearly distinct from each other, although such a difference was 
not observed in Estonia (Tedersoo et al. 2009). Specificity patterns from ectomycorrhizae analysis agree with 
specificity defined by basidiocarps (at least for species belonging to Alnicola, Alpova and Lactarius genera 
(Rochet et al. 2011)), confirming that communities are highly different between the two subgenera, and to a 
lesser extent among species within a given subgenus. However, this specificity pattern needs to be confirmed 
on additional Alnus species that are present in Asia, the Middle East or North America. 
 
Alnus associated EMF communities: preferences rather than strict species-specificity 
Alnicolous communities studied here were dominated by EMF shared between host species, at least at 
subgenus level, showing that specificity to one single host species was the exception (Dickie 2008). However 
preferences are slightly different among host species (Table 5). Dominant fungi can be shared, but their 
abundance varies according to the host species. As an example, Paxillus rubicundulus is dominant on A. incana 
but not restricted to this single species (Table 5). As an exception to this pattern, a few species-specific EMF 
MOTUs were dominant taxa on roots from A. alnobetula and A. alnobetula ssp. suaveolens (see Table 5). 
In addition to these community data, basidiocarps surveys and phylogenies have already demonstrated 
frequent host shifts, leading to host-subgenus specificity rather than strict host species specificity (Rochet et 
al. 2011). Overall, differences in community structure among Alnus species rely on distinct dominant 
alnicolous MOTUs (mainly Alnicola ssp., Table 5), suggesting host-preferences that should be confirmed by 
microcosm experiments.  
 
Different coevolution histories for Alnus species 
Divergence between Alnus subgenus are old (48.6 million years ago), and both subgenera have undergone 
different coevolution histories with their EMF. Alnobetula subgenus is restricted to mountain habitats, and is 
less common in France than Alnus subgenus. Less generalist MOTUs were detected from root tips of the 
former as compared to the latter, and the alpha diversity of its EMF communities was relatively stable, 
suggesting a strong selection pressure leading to high level of specificity. A. alnobetula ssp alnobetula may 
have been restricted to glacial refugia during colder periods in Europe, and are still restricted to mountain (or 
to the Corsica island and Tyrrehenian islands for A. alnobetula ssp. suaveolens). Geographic isolation may have 
led to this species-poor community as observed on islands (Peay et al. 2007).  
Isolation could also explain the low diversity observed for A. cordata, although generalist taxa such as 
Clavulina spp. or Ascomycetes are also frequent and abundant on this particular species. Interestingly, A. 
cordata is easy to grow as an ornemental tree in gardens or in plantations (Barghchi 1988), and is found in a 
wide variety of forests, often in mixture with other trees (King & Ferris 2000).  
When considering the recent history of A. glutinosa, its area may have been restricted to glacial refugia, and 
also to warmer and larger refugia located in North Africa (Algeria, Tunisia) or the Caucasus (Georgia, Russia, 
Turkey) (King & Ferris 1998). Considering that A. incana and A. glutinosa have recolonized lowlands habitats, 
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host shifts could have been maintained between these two hosts, thus limiting the selection for high 
specificity. Investigations of population genetic structure for specific EMF would help to better understand the 
geographical constraints on specificity.  
 
Local adaptation and the effect of habitat and geography 
Previous studies have mostly investigated differences between communities for a given host species or host 
subgenus (Pritsch et al. 1997; Tedersoo et al. 2009; Kennedy & Hill 2010). Interestingly, all studies focused on 
the same poor set of EMF species, showing that alnicolous species can adapt to a wide range of habitats. In 
these studies, the species richness was influenced by habitat parameters such as MO content or pH. However, 
such effects are not specific to Alnus EMF communities (Pritsch et al. 2001; Hochberg et al. 2007; Rineau & 
Garbaye 2009), and cannot explain the observed Alnus EMF specificity, even if models would predict a higher 
specificity for mutualisms in poor environments (Thrall et al. 2007), like peat bogs are. When considering 
constraints leading to specificity, isolation in refugia or migration events could explain part of the low diversity 
(Nekola & White 1999), but such conditions are not maintained and would not limit recent associations with 
generalist taxa such as Ascomycetes species that are often observed on Alnus roots (Tedersoo et al. 2009). 
Moreover, other host trees such as beech or birch, that were also isolated in glacial refugia should have 
undergone a similar history (Taberlet et al. 1998). However, beech EMF communities are much more diverse 
than Alnus and less specific (Buée et al. 2009; Zerbe & Kreyer 2011).  
 
Competition in Alnus associated EMF communities 
Another peculiarity of Alnus is the association with Frankia, a symbiotic nitrogen-fixing bacteria (Normand et 
al. 1996, Normand et al. 2007) that reduce the need for soil nitrogen for the plant. Competition between EMF 
and Frankia could be a key to understand Alnus EMF low diversity. However, Frankia-Alnus association itself 
may not present a clear biogeographical pattern, underlining that other factors may structure this association 
(Higgins & Kennedy 2012). Competition among EMF fungi is also a strong determinant of community 
structure (Koide 2005; Kennedy 2010), and should also be investigated by microcosm experiments (Kennedy 
et al. 2009). From our observational data, competition is hard to detect: dominant EMF are shared, and non-
shared EMF with non overlapping-distributions are often too rare in the communities to perform valuable 
statistical tests. 
 
Different coevolution histories for EMF 
Differences between EMF communities could come from deep divergence in host evolution and narrow 
coevolution with EMF. Moreover, local adaptation could amplify such differences, and lead to recruit local 
specific taxa. On the other hand, similarities could result either from a low genetic differentiation between 
EMF, or from recent host-shifts. Different scenarii can be suggested (Figure 7): (i) specificity selection without 
cospeciation pattern (e.g. Tomentella), (ii) cospeciation followed by host shifts (e.g. Alnicola), (iii) a 
combination of late recruitment, local adaptation and speciation (e.g. Lactarius, Russula, Cortinarius), (iv) late 
recruitment without adaptation (e.g. generalist taxa), (v) posterior host-shifts (e.g. Alnicola, Alpova, Lactarius) 
and (vi) lost of symbionts by migration, drift, isolation or competition. The later pattern, extracted from our 
81 
 
communities, is supported by records from Alaska, where specific Russula have been recorded under Alnus 
alnobetula ssp. crispa (Brunner & Brunner 1992) or from Argentina where specific Cortinarius or Gyrodon were 
described from A. acuminata ectomycorrhizae (Becerra et al. 2003). These different scenarii may depend of 
dispersal abilities or other traits that may influence speciation rate, still poorly understood for fungi in general 
(Giraud et al. 2008). Moreover, for a single genus as Lactarius, several scenarii may have occurred, as both 
specific (L. obscuratus or L. alpinus) and non-specific Lactarius (e.g. L. torminosus) were detected on Alnus. 
Molecular datations on EMF phylogenies would help to compare speciation in different lineages and link Alnus 
evolution. Integrating phylogenies is now the rule in community ecology (Webb et al. 2002; Johnson & 
Stinchcombe 2007), but only few studies really consider coevolution at community level given the complex 
interactions within communities. Alnus-EMF association appears as a good example of a EMF community that 
is strongly shaped by coevolution with host and local adaptation to habitat parameters, although other 
constraints such as competition or random recruitment of generalist taxa may also act. 
 
CONCLUSION 
The major role of evolution is often neglected in EMF community studies as compared to other organisms 
such as insects (Jonhson & Stinchcombe 2007). In the present study, the importance of host in shaping EMF 
communities was demonstrated over a large geographical scale, suggesting coevolution between Alnus and 
its EMF. Such a study underlines the importance of distinguishing patterns within communities thanks to EMF 
taxonomy, distribution, or phylogeny. Moreover, by considering host evolution and EMF phylogenies, several 
scenarii of coevolution/cospeciation events can be hypothesized among EMF taxa (Figure 7). Results also agree 
with previous studies on alders, including the low alpha and beta diversity and the influence of various soil 
parameters. Although Alnus-EMF strict species-specificity appears as an exception, a core community of 
alnicolous taxa remains stable over different species and habitats, suggesting a common selective pressure on 
these EMF. 
Considering the theory of geographic mosaic for biological interactions, maintaining a common selective 
pressure looks impossible in the whole distribution range, and the specificity must be somehow relaxed. 
Isolated populations of Alnus may then constitute coevolutionnary hot spots. On another hand, the hypothesis 
of a selection by Frankia could also explain such a conserved specificity. Further studies on population genetic 
of specific MOTUs as well as interactions between EMF and Frankia would help to better understand the 








Table 1. Sampling site characteristics,  
Part a : including host identity (subgenus and species), sampling size (number of trees), habitat description (used in the analysis), geographic position and altitude 
 Host identity 
Sampling 

























































































AA_cf Croix-de-fer Alnus alnobetula 
Alnobetula ssp. 
Alnobetula 5 pure mineral_slope mineral Alpes 6,035167 45,188667 1197 
AA_riv Rivier_Allemont 
   
3 mixed riparian_forest mineral Alpes 6,107 45,205667 1732 
AA_arcs BourgStMaurice_Les_Arcs_1800 
   
5 mixed peaty_slope organic Alpes 6,7715 45,5705 1520 
AA_joly Col_Joly 
   
5 pure mineral_slope mineral Alpes 6,674667 45,773667 1911 
AA_corm Cormet_Areches 
   
3 pure mineral_slope mineral Alpes 6,600667 45,6185 2080 
AS_bast Bastelica_Val_Ese Alnus alnobetula 
Alnobetula ssp. 
Suaveolens 6 pure peaty_slope organic Corse 9,121167 41,987167 1795 
AS_nino Lac_de_nino 
   
6 pure peaty_slope organic Corse 8,936333 42,252167 1797 
AC_azz Pont_d_Azzana Alnus alnus cordata 2 mixed riparian_forest mineral Corse 8,925167 42,106833 296 
AC_asco Asco 
   
4 mixed riparian_forest mineral Corse 8,958167 42,418167 1082 
AC_stel foret_de_Stella 
   
5 pure forest organic Corse 9,369167 42,551833 982 
AC_vizz Maison_forestiere_Vizzavone 
   
2 mixed riparian_forest organic Corse 9,135 42,121333 1078 
AC_camb sources_petrifiantes_Cambia       1 mixed wet_meadow mineral Corse 9,289667 42,372167 688 
AG_lgl Le_Grand_Lemps Alnus alnus glutinosa 8 pure peat_bog organic Alpes 5,4175 45,418 550 
AG_stlau Saint_Laurent_du_Pont 
   
7 mixed peat_bog organic Alpes 5,708333 45,39667 424 
AG_bhb Bourget_en_huile_les_Berthollets 
   
2 mixed peat_bog organic Alpes 6,191333 45,484167 907 
AG_bhg Bourget_en_huile_Marais_Gelon 
   
5 pure peat_bog organic Alpes 6,191333 45,484167 907 
AG_trh Motte_Servolex_Le_Tremblay_humide 
   
3 pure wet_meadow organic Alpes 5,868167 45,624667 274 
AG_trs Motte_Servolex_Le_Tremblay_sec 
   
3 mixed wet_meadow organic Alpes 5,868167 45,624667 274 
AG_azz Pont_d_Azzana 
   
6 mixed riparian_forest mineral Corse 8,925167 42,106833 296 
AG_asco Asco 
   
4 mixed riparian_forest mineral Corse 8,958167 42,418167 1082 
AG_vizz Maison_forestiere_Vizzavone 
   
1 mixed riparian_forest organic Corse 9,135 42,121333 1078 
AG_camb sources_petrifiantes_Cambia 
   
1 mixed wet_meadow mineral Corse 9,289667 42,372167 688 
AG_bag Tourbiere_de_Baglietto 
   




   
2 mixed peat_bog organic Corse 9,153 42,474667 305 
AG_belc Belcaire_Roquefeuil_tourbiere_Pinet 
   
6 mixed peat_bog organic Sud_Ouest 1,938667 42,806333 1235 
AG_seb Sebrazac 
   
6 mixed riparian_forest mineral Sud_Ouest 2,684667 44,53333 374 
AG_rau Tourbiere_Plaine_Rauzes 
   
7 mixed peat_bog organic Sud_Ouest 2,939167 44,236167 844 
AG_roc Tourbiere_Source_Roc 
   
2 pure peat_bog organic Sud_Ouest 3,022667 44,6005 1332 
AG_card Cardeilhac 
   
4 mixed riparian_forest mineral Sud_Ouest 0,6385 43,175167 489 
AG_lf Lacroix_falgarde 
   
6 mixed riparian_forest mineral Sud_Ouest 1,392 43,502 155 
AG_po Portet_sur_Garonne 
   
6 mixed riparian_forest mineral Sud_Ouest 1,408 43,517 149 
AG_scv Sainte_Croix_volvestre 
   
5 mixed forest organic Sud_Ouest 1,1585 43,107 405 
AG_lesp Lesponne 
   
6 mixed riparian_forest organic Sud_Ouest 0,106833 42,975667 1133 
AG_lou Lourdes 
   
3 mixed peat_bog organic Sud_Ouest -0,0905 43,106 450 
AG_amel Amelie_les_bains       2 mixed riparian_forest mineral Sud_Ouest 2,6565 42,471667 270 
AI_all Allemont Alnus alnus incana 3 mixed riparian_forest mineral Alpes 6,0205 45,119667 714 
AI_beau Beaufort 
   
7 mixed riparian_forest mineral Alpes 6,653833 45,7715 1530 
AI_hluce Hauteluce 
   
6 mixed riparian_forest mineral Alpes 6,6345 45,769167 1370 





Part b : Including : soil parameters, sampling effort on ectomycorrhizae (number of ectomycorrhizae sampled, extracted, amplified and sequenced, and amplification and sequencing success), and for 
all Alnus species. MOTUs richness, Shannon and Simpson indices are calculated from the number of trees colonized per MOTUs per site.. 
 Soil parameters 
sampling effort on ectomycorrhizae and 





























































































































































AA_cf 5,85 0,14 2,6 5,4 6 21 1,09 0,47 0,18 
2749
5 5592 4093 216 535 258 31 31 18 0,58 18,00 1,00 1,56 0,78 5 
AA_riv 
               
14 14 14 1,00 7,00 0,50 1,33 0,72 4 
AA_arcs 4,53 1,03 16 33 21,5 19,2 2,64 0,56 
 
1040
0 3267 5031 544 627 1602 69 69 69 1,00 48,00 0,70 2,43 0,91 12 




1 5869 622 833 1364 91 91 91 1,00 55,00 0,60 2,38 0,90 12 
AA_cor




5 3079 1196 958 15 15 15 1,00 14,00 0,93 1,33 0,72 4 
AS_bast                               150 150 28 0,19 25,00 0,89 2,07 0,86 9 
AS_nino 
               
223 223 47 0,21 37,00 0,79 2,06 0,85 9 
AC_azz                               59 59 17 0,29 15,00 0,88 2,08 0,88 8 
AC_stel 
               
75 75 24 0,32 24,00 1,00 2,03 0,86 8 
AC_vizz 
               
37 37 18 0,49 18,00 1,00 0,69 0,50 2 
AC_cam
b                               24 24 3 0,13 3,00 1,00 0,00 0,00 1 
AG_lgl 4,77 1,63 22,9 46,6 27,6 39,3   0,63   
4470
2 2023 2368 504 1351 2696 136 136 33 0,24 30,00 0,91 2,12 0,87 9 
AG_stlau 4,43 0,44 7,6 14 9,5 9,2 2,41 0,53 0,23 1521 2550 5378 139 441 567 155 155 79 0,51 67,00 0,85 2,67 0,92 16 
AG_bhb 
               
52 52 19 0,37 18,00 0,95 1,79 0,83 6 
AG_bhg 
               
































































































































































               
87 87 42 0,48 42,00 1,00 1,89 0,84 7 
AG_azz 
               
139 139 40 0,29 37,00 0,93 1,63 0,78 6 
AG_asco 
               
120 120 38 0,32 38,00 1,00 1,96 0,84 8 
AG_vizz 
               
17 17 12 0,71 9,00 0,75 1,10 0,67 3 
AG_cam
b 
               
28 28 10 0,36 10,00 1,00 1,39 0,75 4 
AG_bag 
               
71 71 26 0,37 26,00 1,00 1,70 0,80 6 
AG_val 
               
66 66 16 0,24 16,00 1,00 1,33 0,72 4 
AG_belc 5,32 1,49 14,9 30,7 9,1 99,1 1,44 0,43 0,48 
2573
5 2732 5914 1336 922 3286 107 107 23 0,21 23,00 1,00 1,64 0,78 6 
AG_seb 6,69 0,09 1,9 2,9 4,4 12,6 1,85 0,19 0,16 3733 2817 3599 253 313 226 281 270 35 0,12 35,00 1,00 2,45 0,90 13 
AG_rau 4,05 0,78 12,6 26,7 8,1 7,5 2,94 0,53 0,28 1352 3653 6634 183 589 829 131 131 131 1,00 88,00 0,67 2,20 0,87 11 
AG_roc 6,05 0,19 2,4 6,8 12,1 12,4 1,5 0,41 0,2 1945 1845 5147 85 347 299 15 15 15 1,00 11,00 0,73 1,33 0,72 4 
AG_card 6,25 0,08 1,8 4,4 4,1 18,7 0,33 0,06 0,27 
1140
4 706 1389 86 162 325 181 85 21 0,12 21,00 1,00 1,52 0,77 5 
AG_lf 5,98 0,11 2,1 4,9 6 25 0,29 0,16 0,17 
1343
1 701 1320 69 158 291 134 82 20 0,15 20,00 1,00 1,75 0,82 6 
AG_po 6,2 0,15 2,4 6,9 6,1 22,1 1,17 0,49 0,25 
2710
6 5399 3524 265 537 338 167 120 28 0,17 19,00 0,68 1,70 0,80 6 
AG_scv 6,16 0,17 2,8 5,9 4,2 21,6 0,47 0,26 0,34 
1039
2 1260 2271 305 219 505 402 275 81 0,20 50,00 0,62 3,06 0,95 22 
AG_lesp 4,31 2,03 23 54,2 33,8 16,7 1,17 0,84 0,2 9980 2492 2383 166 937 2116 322 322 60 0,19 60,00 1,00 2,32 0,87 13 
AG_lou 3,95 1,23 17,9 29,6 21,7 26,8 1,23 0,56 0,28 
1547
2 4902 5277 1131 1079 2242 192 192 48 0,25 48,00 1,00 2,10 0,87 9 
AG_ame
l                               164 62 13 0,08 13,00 1,00 1,10 0,67 3 
AI_all                               21 21 21 1,00 20,00 0,95 1,67 0,78 6 




9 4381 564 962 984 111 111 66 0,59 59,00 0,89 2,78 0,93 17 
AI_hluce 4,65 0,25 2,5 2,3 6,9 2,7 0,21 0,16 0,23 1011 3576 2154 198 659 270 45 45 45 1,00 38,00 0,84 2,15 0,87 10 
AI_seez 5,9 0,33 5,5 9,9 7,2 25,2 1,89 0,33 0,57 2272 9034 1654 189 693 570 39 39 39 1,00 36,00 0,92 2,30 0,89 11 
86 
 
Table 2. MOTUs description part a : taxonomy and specificity  
Legend: Reference Accession, for MOTUs named from a comparison with basidiocarps collected from our sampling ; Accession best blast, reference for MOTUs were named from a comparison with Genbank 
sequences ; Host_tree_GB, Identity of host associated with reference sequences ; Alnicolite: alnicolous versus non alnicolous taxa ; Specificity, taxonomic level of host specificity (species, subgenus, genus, none). 




Accession Max identity Host_tree_GB Alnicolite Specificity 
Alnicola alnetorum Paraalne basidiocarp JQ890290 
 
FM993229 100,00% alnus alnicolous alnus_subgenus 
Alnicola 
badiofusca/umbrina Alniumbr basidiocarp JQ890228 HQ714790 HQ714790 99,00% alnus alnicolous alnus_genus 
Alnicola citrinella Alnicitr basidiocarp JQ890229 HQ714733 HQ714733 99,00% alnus alnicolous alnus_genus 
Alnicola escharioides Alniesch basidiocarp JQ890230 HQ714674 HQ714674 100,00% alnus alnicolous alnus_genus 
Alnicola inculta Paraincu basidiocarp JQ890291 AY900097 JN943988 99,00% unknown alnicolous alnus_genus 
Alnicola longicystis Alnilong basidiocarp JQ890231 AY900075 JN943996 100,00% alnus alnicolous alnus_subgenus 
Alnicola luteolofibrillosa Alnilute basidiocarp JQ890232 HQ714679 HQ714679 99,00% alnus alnicolous alnus_genus 
Alnicola pallidifolia Alnipall basidiocarp JQ890233 HQ714665 HQ714733 99,00% alnus alnicolous alnolbetula_subgenus 
Alnicola salabertii Alnisala basidiocarp JQ890313 AY900111 AY900111 98,00% alnus alnicolous alnus_genus 
Alnicola silvaenovae Alnisilv basidiocarp JQ890234 HQ714715 JN943972 100,00% alnus alnicolous alnus_genus 
Alnicola subconspersa Alnisubc basidiocarp JQ890235 HQ714740 HQ714740 99,00% alnus alnicolous alnus_genus 
Alnicola submelinoides Parasubm basidiocarp JQ890292 AY900095 EF434033 99,00% unknown (Alaska) alnicolous alnolbetula_subgenus 
Alnicola xanthophylla Alnixant basidiocarp JQ890236 AF325630 JN943957 99,00% alnus alnicolous alnus_genus 
Alpova alpestris Alpoalpe basidiocarp JQ890311 HQ714684 HQ714721 99,00% alnus alnicolous alnolbetula_subgenus 
Amphinema cf. 
byssoides Amphbyss GB JQ890253 
 
JN943927 100,00% unknown generalist no_alnus_specificity 
Amphinema sp1 Amphsp1 GB JQ890252 
 
EU292564 99,00% unknown generalist no_alnus_specificity 
Cenococcum 
geophilum Cenogeop GB JQ890254 
 
HM189729 99,00% quercus generalist no_alnus_specificity 
Clavulina sp.1 Clavsp1 GB JQ890255 
 
HQ445152 100,00% Dryas generalist no_alnus_specificity 
Clavulina sp.2 Clavsp2 GB JQ890256 
 
FN669173 99,00% unknown generalist no_alnus_specificity 
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Accession Max identity Host_tree_GB Alnicolite Specificity 
Clavulina sp.3 Clavsp3 GB JQ890312 
 
HQ336681 98,00% quercus generalist no_alnus_specificity 
Cortinarius alnetorum Cortalne basidiocarp JQ890257 JQ749628 AY669695 98,00% alnus alnicolous alnus_subgenus 
Cortinarius atropusillus Cortatro basidiocarp JQ890310 JQ749629 EU668245 99,00% alnus alnicolous alnus_genus 
Cortinarius bibulus Cortbibu basidiocarp JQ890258 
 
FM993285 97,00% alnus alnicolous alnus_subgenus 
Cortinarius cf 
helvelloides Cortafhelv cluster JQ890259 
 
AY669684 95,00% alnus alnicolous alnus_subgenus 
Cortinarius 
croceocrystallinus Cortcroc basidiocarp JQ890260 JQ749630 EU821696 99,00% alnus alnicolous alnus_subgenus 
Cortinarius helvelloides Corthelv basidiocarp JQ890261 
 
AY669684 99,00% alnus alnicolous alnolbetula_subgenus 
Cortinarius moseri Cortmose basidiocarp JQ890262 JQ749631 EU655672 99,00% alnus alnicolous alnolbetula_subgenus 
Entoloma sp. Entosp GB JQ890263 
 
EU784211 95,00% unknown generalist no_alnus_specificity 
Geopora sp. Geopsp GB JQ890264 
 
DQ200831 89,00% populus generalist no_alnus_specificity 
Gyrodon lividus Gyrolivi basidiocarp JQ890265 
 
DQ534568 99,00% alnus alnicolous alnus_subgenus 
Hebeloma cavipes Hebecavi basidiocarp JQ890314   AY948193 99,00% populus generalist no_alnus_specificity 
Humaria sp Humasp GB JQ890266 
 
DQ200832 82,00% unknown generalist no_alnus_specificity 
Hydnobolites sp Hydnsp GB JQ890267 
 
FJ803962 96,00% populus generalist no_alnus_specificity 
Inocybe cf. calospora Inoccalo GB JQ890268 
 
HQ586852 93,00% unknown generalist no_alnus_specificity 
Inocybe cf. hirtella Inochirt GB JQ890269 
 
AM882934 98,00% unknown generalist no_alnus_specificity 
Inocybe cf. mixtilis Inocmixt GB JQ890270 
 
HQ604591 97,00% unknown generalist no_alnus_specificity 
Inocybe cf. nitidiuscula Inocniti GB JQ890271 
 
HQ604088 99,00% unknown generalist no_alnus_specificity 
Inocybe cf. vulpinella Inocvulp GB JQ890277 
 
FN550898 96,00% unknown generalist no_alnus_specificity 
Inocybe sp1 Inocsp1 cluster JQ890272 
 
FJ196931 92,00% quercus generalist no_alnus_specificity 
Inocybe sp2 Inocsp2 cluster JQ890273 
 
FR852251 97,00% unknown (Iran) generalist no_alnus_specificity 
Inocybe sp3 Inocsp3 cluster JQ890274 
 
FN669215 99,00% populus generalist no_alnus_specificity 
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Accession Max identity Host_tree_GB Alnicolite Specificity 
Inocybe sp4 Inocsp4 cluster JQ890275 
 
GQ267476 99,00% pinus generalist no_alnus_specificity 
Inocybe sp5 Inocsp5 cluster JQ890276 
 
EU711175 99,00% Epipogium generalist no_alnus_specificity 
Lactarius alpinus Lactalpi basidiocarp JQ890278 
 
HQ714752 99,00% alnus alnicolous alnus_genus 
Lactarius 
brunneohepaticus Lactbrun basidiocarp JQ890281 
 
HQ714773 100,00% alnus alnicolous alnolbetula_subgenus 
Lactarius cyathuliformis Lactcyat basidiocarp JQ890280 
 
HQ714785 99,00% alnus alnicolous alnus_subgenus 
Lactarius lepidotus Lactlepi basidiocarp JQ890279 
 
HQ714722 100,00% alnus alnicolous alnolbetula_subgenus 
Lactarius lilacinus Lactlila basidiocarp JQ890285 
 
FM993280 99,00% alnus alnicolous alnus_subgenus 
Lactarius obscuratus Lactobsc basidiocarp JQ890284 
 
HQ714714 99,00% alnus alnicolous alnus_subgenus 
Lactarius omphaliformis Lactomph basidiocarp JQ890283 
 
HQ714728 99,00% alnus alnicolous alnus_subgenus 
Lactarius torminosus Lacttorm GB JQ890282 
 
DQ367908 99,00% populus generalist no_alnus_specificity 
Melanogaster luteus Melalute basidiocarp JQ890286 
 
HQ714794 99,00% alnus alnicolous alnus_genus 
Melanogaster rivularis Melarivu basidiocarp JQ890287 
 
HQ714731 99,00% alnus alnicolous alnus_subgenus 
Pachyphloeus cf. 
melanoxanthus Pachmela GB JQ890288 
 
EU543194 97,00% unknown generalist no_alnus_specificity 
Pachyphloeus sp. Pachsp GB JQ890289 
 
FR852083 96,00% unknown (Iran) generalist no_alnus_specificity 
Paxillus filamentosus Paxifila cluster JQ890293 
 
EU084664 93,00% alnus alnicolous alnus_subgenus 
Paxillus rubicundulus Paxirubi basidiocarp JQ890294 
 
EU084667 99,00% alnus alnicolous alnus_subgenus 
Peziza michelii Pezimich GB JQ890296 
 
DQ200838 99,00% populus generalist no_alnus_specificity 
Peziza sp.1 Pezsp1 GB JQ890295 
 
EF644112 96,00% populus generalist no_alnus_specificity 
Peziza sp.2 Pezsp2 GB JQ890297 
 
HM105547 99,00% quercus generalist no_alnus_specificity 
Russula alnetorum Russalne basidiocarp JQ890298 JQ749632 JN197685 96,00% alnus alnicolous alnus_genus 
Russula cf. cavipes Russcavi GB JQ890299 
 
JN197654 93,00% alnus generalist no_alnus_specificity 
Russula cf. puellaris Russpuel GB JQ890300 
 
HM189941 99,00% pinus generalist no_alnus_specificity 
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Accession Max identity Host_tree_GB Alnicolite Specificity 
Russula cf. pumila Russpumi basidiocarp JQ890301 
 
FM993279 99,00% alnus alnicolous alnus_subgenus 
Russula cf. solaris Russsola GB JQ890302 
 
AF418627 99,00% quercus generalist no_alnus_specificity 
Russula cf. xerampelina Russxera GB JQ890304 
 
HM240542 99,00% unknown generalist no_alnus_specificity 
Russula sp Russsp GB JQ890303 
 
FJ188357 99,00% pinus generalist no_alnus_specificity 
Sebacina cf. incrustans Sebaincr GB JQ890306 
 
EF644113 99,00% populus generalist no_alnus_specificity 




habitat) generalist no_alnus_specificity 
Sebacina sp.2 Sebasp2 cluster JQ890307 
 
FR852367 95,00% unknown (Iran) generalist no_alnus_specificity 




habitat) generalist no_alnus_specificity 
Tarzetta cf. catinus Tarzcati GB JQ890309 
 
EU427527 98,00% quercus generalist no_alnus_specificity 
Tomentella cf. ellisii sp.1 Tomeelli cluster JQ890237 
 
JN198088 99,00% alnus alnicolous alnus_genus 
Tomentella cf. ellisii sp.2 Tomeelli2 cluster JQ890237 
 
JN197976 99,00% alnus alnicolous alnus_genus 
Tomentella cf. lateritia Tomelate cluster JQ890239 
 
JN198095 99,00% unknown generalist no_alnus_specificity 
Tomentella cf. stuposa Tomestup GB JQ890240 
 
JN198118 99,00% unknown generalist no_alnus_specificity 
Tomentella cf. 
sublilacina Tomesubl cluster JQ890241 
 
JN198093 99,00% alnus alnicolous alnus_genus 
Tomentella cf. terrestris Tometerr cluster JQ890242 
 
FM993149 99,00% alnus alnicolous alnus_genus 
Tomentella cf. 
atroarenicolor Tomeatro GB JQ890245 
 
FR852169 99,00% unknown (Iran) generalist no_alnus_specificity 
Tomentella cf. badia Tomebadi GB JQ890244 
 
HQ703025 100,00% unknown generalist no_alnus_specificity 
Tomentella cf. bryophila Tomebryo GB JQ890243 
 
FR731601 96,00% alnus alnicolous alnus_subgenus 
Tomentella cf. caerulea Tomecaer GB JQ890246 
 
AF430289 99,00% Picea generalist no_alnus_specificity 
Tomentella cf. 
ferruginea Tomeferr GB JQ890247 
 
FJ210777 99,00% Pinus/Quercus generalist no_alnus_specificity 
Tomentella cf. lapida Tomelapi GB JQ890248 
 
DQ990857 99,00% unknown generalist no_alnus_specificity 
Tomentella sp.1 Tomesp1 cluster JQ890249 
 
EU816655 99,00% unknown generalist no_alnus_specificity 
Tomentella sp.2 Tomesp2 GB JQ890250 HQ271384 JN197649 99,00% alnus alnicolous alnus_subgenus 
Tomentella sp.3 Tomesp3 GB JQ890251 HQ271389 JN197945 99,00% alnus alnicolous alnus_genus 
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Alnicola alnetorum 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 1 0 1 0 
Alnicola 
badiofusca/umbrin
a 0 0 3 0 2 0 1 1 2 0 0 0 0 1 0 1 0 0 3 0 2 0 0 0 0 1 2 2 1 0 3 0 0 0 0 1 0 3 1 
Alnicola citrinella 0 0 2 0 3 1 0 4 0 0 0 2 2 2 1 0 0 0 2 1 3 0 0 1 0 1 1 0 1 2 6 2 3 2 1 1 1 3 0 
Alnicola 
escharioides 0 0 0 0 3 0 0 0 0 1 0 3 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 2 0 0 0 0 3 1 0 0 0 
Alnicola inculta 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Alnicola longicystis 1 0 0 0 0 0 0 2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 2 0 1 0 0 0 0 0 0 0 
Alnicola 
luteolofibrillosa 0 0 0 0 0 1 0 0 2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 2 0 0 0 0 
Alnicola pallidifolia 0 2 0 0 0 0 0 0 0 3 1 0 0 0 0 3 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Alnicola salabertii 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Alnicola 
silvaenovae 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 3 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Alnicola 
subconspersa 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 2 0 1 0 0 1 0 1 1 0 0 0 0 0 0 0 0 4 1 0 0 2 0 1 0 0 0 
Alnicola 
submelinoides 0 0 0 1 0 0 0 0 0 2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Alnicola 
xanthophylla 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 
Alpova alpestris 0 0 0 2 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Amphinema cf. 
byssoides 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Amphinema sp1 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Cenococcum 
geophilum 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 
Clavulina sp.1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Clavulina sp.2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 
Clavulina sp.3 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 1 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Cortinarius 
alnetorum 0 0 0 0 0 2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 3 0 0 
Cortinarius 
atropusillus 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 






























































































































































































































































helvelloides 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Cortinarius 
croceocrystallinus 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Cortinarius 
helvelloides 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 6 0 0 
Cortinarius moseri 0 0 0 0 0 0 0 0 0 4 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Entoloma sp. 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 
Geopora sp. 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Gyrodon lividus 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Hebeloma cavipes 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Humaria sp 1 0 0 0 2 2 0 0 0 0 0 0 0 2 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 
Hydnobolites sp 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 1 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Inocybe cf. 
calospora 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Inocybe cf. hirtella 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 1 0 
Inocybe cf. mixtilis 0 0 0 0 0 0 0 0 2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Inocybe cf. 
nitidiuscula 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Inocybe cf. 
vulpinella 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Inocybe sp1 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Inocybe sp2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 
Inocybe sp3 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 
Inocybe sp4 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 2 0 0 0 
Inocybe sp5 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 
Lactarius alpinus 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 1 2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Lactarius 
brunneohepaticus 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Lactarius 
cyathuliformis 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 2 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 5 1 1 0 0 1 1 2 0 
Lactarius lepidotus 0 2 0 0 0 0 0 0 0 2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Lactarius lilacinus 0 0 0 0 0 1 1 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 2 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Lactarius 






























































































































































































































































omphaliformis 0 0 2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Lactarius torminosus 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Melanogaster 
luteus 0 0 0 0 0 1 0 0 0 1 0 3 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Melanogaster 
rivularis 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 3 0 2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Pachyphloeus cf. 
melanoxanthus 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Pachyphloeus sp. 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Paxillus filamentosus 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 
Paxillus 
rubicundulus 1 0 0 0 0 2 0 1 0 0 0 4 0 0 3 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Peziza michelii 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Peziza sp.1 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Peziza sp.2 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Russula alnetorum 0 0 0 0 0 0 0 0 0 2 0 0 0 0 0 2 2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Russula cf. cavipes 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 
Russula cf. puellaris 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 
Russula cf. pumila 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 1 0 0 
Russula cf. solaris 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 
Russula cf. 
xerampelina 0 0 0 0 0 0 0 0 2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Russula sp 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Sebacina cf. 
incrustans 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Sebacina sp.1 0 0 0 0 2 1 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Sebacina sp.2 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Sebacina sp.3 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Tarzetta cf. catinus 1 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Tomentella cf. ellisii 
sp.1 0 1 0 0 3 0 0 0 0 1 0 1 0 0 0 0 0 0 0 2 3 0 0 0 0 1 0 0 1 2 0 0 0 2 2 1 0 0 0 
Tomentella cf. ellisii 
sp.2 3 2 0 1 0 1 1 0 0 0 1 0 2 0 0 1 0 1 0 0 3 1 1 0 0 0 0 0 1 1 2 0 2 0 1 1 0 2 1 
Tomentella cf. 






























































































































































































































































stuposa 0 0 0 0 2 1 0 2 0 0 0 3 0 0 0 0 0 0 0 1 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 3 0 0 1 1 0 0 
Tomentella cf. 
sublilacina 1 3 2 1 2 2 1 3 1 2 1 0 2 2 1 3 4 1 4 1 1 2 1 0 0 0 3 2 3 3 4 2 4 2 0 2 3 2 1 
Tomentella cf. 
terrestris 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 
Tomentella cf. 
atroarenicolor 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Tomentella cf. 
badia 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 
Tomentella cf. 
bryophila 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 
Tomentella cf. 
caerulea 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Tomentella cf. 
ferruginea 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Tomentella cf. 
lapida 0 0 2 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Tomentella sp.1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Tomentella sp.2 0 0 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 1 0 0 




Table 3. Effect of host or site characteristics on alpha-diversity (OTUs richness) or beta-diversity (Bray-Curtis distance). 
    all MOTUs alnicolous MOTUs 
divsp (sqrt), nb_tree 
>3 df F-stat P-value F-stat P-value 
subgenus 1 0,002 0,87 0,62 0,44 
host species 
(subgenus) 3 2,45 0,08 1,38 0,29 
type of soil 1 1,05 0,31 3,37 0,09 
type of site (host 
species) 5 2,36 0,05 1,98 0,16 
region (host species) 2 1,72 0,19 0,18 0,83 
Bray Curtis distances df F-stat P-value F-stat P-value 
subgenus 1 12,6 0,0002 10,06 0,0007 
host species 
(subgenus) 3 2,77 0,021 0,76 0,6 
type of soil 1 3,98 0,033 4,5 0,02 
type of site (host 
species) 5 1,33 0,005 1,48 0,15 




Table 4. Host specific EMF communities: five most abundant EMF and host specific EMF. Host specific EMF that dominate in its host EMF community are written in bold, MOTUs subgenus-specific 
that dominate in the corresponding host EMF community are underlined. 
 
dominant 
OTUs AG AI AC AA AS 
rank 60 30 18 24 13 
1 Tomentella aff. Sublilacina Paxillus rubicundulus  Melanogaster rivularis   
Tomentella aff. 
Sublilacina   Tomentella aff. Sublilacina   
2 Alnicola citrinella Alnicola citrinella 
Tomentella aff. 
Sublilacina Alnicola pallidifolia Russula alnetorum 
3 
Alnicola 
badiofusca/umbrina Melanogaster luteus Tomentella aff.ellisii sp.2 Cortinarius moseri Alnicola pallidifolia 
4 Tomentella aff.ellisii sp.2 Tomentella aff.ellisii sp.2 Alnicola subconspersa Lactarius lepidotus Lactarius alpinus 
5 Tomentella aff.ellisii sp.1 Tomentella aff.stuposa Clavulina sp.3 
Tomentella aff.ellisii 
sp.2 Lactarius brunneohepaticus 
      
Host specific Cortinarius helveloides 
Cortinarius 
croceocrystallinus  Alnicola salabertii Cortinarius moseri  Lactarius brunneohepaticus 
 
Alnicola silvaenovae  Gyrodon lividus 
 















Lactarius obscuratus  
    
 
Paxillus filamentosus  
    
 
Russula pumila 
    
 
Tomentella sp.3 
    
 
Cortinarius bibulus 













































































A. alnobetula ssp. 
alnobetula 5 24 49,60 ± 17,90 0,48 1,81 ± 0,55 0,81 ± 0,09 7,40 ± 4,22 
A. alnobetula ssp. 
suaveolens 2 13 19,40 ± 5,92 0,67 2,07 ± 0,01 0,86 ± 0,00 9,00 ± 0,00 
A. cordata 5 18 30,10 ± 9,73 0,60 1,38 ± 0,97 0,62 ± 0,38 5,60 ± 3,78 
A. glutinosa 23 60 96,96 ± 17,84 0,62 1,84 ± 0,49 0,81 ± 0,08 7,83 ± 4,58 










































































A. alnobetula ssp. 
alnobetula 5 17 25,10 ± 7,10 0,46 1,66 ± 0,38 0,79 ± 0,07 6,00 ± 2,55 
A. alnobetula ssp. 
suaveolens 2 12 16,90 ± 4,84 0,89 2,00 ± 0,10 0,84 ± 0,02 8,50 ± 0,71 
A. cordata 5 10 19,00 ± 10,17 0,71 1,02 ± 0,67 0,56 ± 0,33 3,40 ± 1,82 
A. glutinosa 23 28 31,50 ± 3,50 0,68 1,60 ± 0,38 0,77 ± 0,09 5,87 ± 2,47 
A. incana 4 17 37,17 ± 17,42 0,53 1,75 ± 0,41 0,79 ± 0,09 6,75 ± 2,50 
 
Figure 1. Sampling locations in France and number of mineral vs organic soils. Colors attributes are indicated in the figure. 




Figure 2. MOTUs distribution and specificity level. (a) Number of trees colonized per MOTUs, and list of MOTUs 
colonizing together 50% of root tips (black) or 75% of root tips (black and grey), (b) number of trees colonized per MOTUs 




Figure 3. Multivariate analysis and community structure based on non-metrical multidimensional scaling (NMDS) on all 
MOTUs without A. cordata (see material and methods). Circles underline groups of sites, based on subgenus (a), host 
species (b), type of soil (c) and region (d). 
 
Figure 4. Comparison of cooccuring EMF for A. cordata (AC) and A. glutinosa (AG) in Corsica. For MOTUs short names, 




Figure 5. Multivariate analysis on A. glutinosa community in Alps and South-Western France. (a) all MOTUs, and (b) only 







Figure 6. Multivariate analysis for Alnicola over the whole sampling. 
 
Figure 7. Synthesis of the different scenarios of coevolution or local adaptation putatively inferred from community 
analysis. (i) specificity selection without cospeciation pattern, (ii) cospeciation followed by host shifts, (iii) a combination of 
late recruitment, local adaptation and speciation, (iv) late recruitment without adaptation, (v) posterior host-shifts and (vi) 
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Discussion générale et conclusions  
Au cours de ce travail, nous avons cherché à caractériser le plus précisément possible la diversité ECM 
dans plusieurs aulnaies localisées dans trois grandes régions françaises (Sud-ouest, Alpes et Corse) et à 
identifier la part relative de l’histoire évolutive partagée avec la plante hôte et de facteurs écologiques 
abiotiques actuels dans la structuration de ces communautés fongiques symbiotiques à l’échelle de la France 
métropolitaine. Nous revenons ici sur plusieurs points importants dégagés par notre étude. 
I- Identification & description des espèces ECM des communautés associées aux aulnes ou 
l’histoire d’un mariage réussi entre molécules et morphologie 
Comme le souligne Cai et al. (2011), les critères utilisés en taxonomie traditionnelle et ceux utilisés dans 
le cadre de la définition phylogénétique ou moléculaire d’espèce (utilisation de la divergence moléculaire entre 
groupes de séquences de lignées différentes) correspondent de chaque côté à la capture partielle des 
conséquences des mêmes évènements qui ont lieu au cours de la séparation des lignées (spéciation) et de leur 
divergence indépendante. Pour délimiter les espèces, le concept morphologique se base sur la différenciation 
morphologique des lignées divergentes alors que le concept moléculaire d’espèce met l’accent sur 
l’accumulation de différences dans les séquences nucléotidiques. Ces deux types de critères doivent, en 
théorie au moins, permettre d’identifier les mêmes unités évolutives indépendantes (=espèces), encore faut-il 
s’en assurer. Ainsi, en comparant les résultats fournis par la taxonomie traditionnelle et par les analyses 
moléculaires que nous avons réalisées, nos objectifs étaient de (i) tester la concordance entre 
espèces morphologiques et espèces moléculaires (et déceler par exemple d’éventuelles espèces cryptiques), 
(ii) d’identifier au sein des caractères utilisés classiquement pour la reconnaissance des espèces ceux qui 
reflètent la parenté entre taxons et enfin (iii) de tester la variabilité des marqueurs moléculaires utilisés pour 
capturer la diversité spécifique dans nos communautés d’étude.  
Ainsi, 99 espèces ont été identifiées dans les communautés françaises que nous avons étudiées. Parmi 
elles : 
- 34 (soit 34 %) ont été identifiées grâce à la correspondance entre groupes de séquences ITS (espèces 
moléculaires ou MOTUs
26) et les espèces de la taxonomie traditionnelle, ce qui nous a permis d’avoir accès à 
des informations concernant l’écologie de celles-ci. Notamment, nous avons eu accès à des données de 
spécificité par rapport à la plante hôte qui nous intéressaient particulièrement ici ou encore au type de 
fructification qui peut influencer les modalités de dispersion des spores sexuées et donc l’ampleur des flux de 
gènes entre populations disjointes ; 
- 12 ont été identifiées seulement à partir des relevés de carpophores : certaines à cause du manque de 
résolution apporté par l’ITS au niveau de l’analyse moléculaire des mycorhizes27 ; d’autres, plus simplement, 
ont été détectées dans les relevés de carpophores mais ne sont pas apparues dans les relevés de mycorhizes28 
                                               
26
 Molecular Operational Taxonomic Unit; cf. Introduction 
27
 Il s’agit d’Alnicola umbrina et A. badiofusca que les analyses génétiques sur l’ITS seul n’ont pas permis de discriminer (MOTU  « A. 
badiofusca/umbrina » de l’article 2) mais qui avaient pu être identifiés par une analyse phylogénétique multigène sur les carpophores 
(article 1)  
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-enfin, 53 ont été identifiées uniquement par les relevés de mycorhizes (principalement des espèces du genre 
Tomentella [30% de ces espèces]) et pour celles-ci, les données écologiques dont nous disposions ont été 
limitées aux seules informations déposées sur les banques nucléotidiques publiques par les auteurs des 
séquences dont elles sont les plus proches. 
Etant donnée l’arrivée massive de séquences issues de techniques de séquençage haut débit, voire de 
séquençage nouvelle génération à partir d’échantillons environnementaux - avec toutes les erreurs qu’elles 
peuvent présenter (ex : Tedersoo et al., 2010 ; Bellemain et al., 2010) – ce dernier point nous permet de 
souligner ici à nouveau l’importance de l’enrichissement des bases de données publiques en séquences 
correctement et richement annotées et issues d’échantillons de référence identifiés selon les méthodes 
taxonomiques traditionnelles (Brock et al., 2009), comme nous l’avons fait au cours de cette étude29.  
 De manière complémentaire, ce travail s’est accompagné d’une révision de certains groupes 
taxonomiques grâce à l’apport des analyses phylogénétiques : c’est le cas du genre Alpova dont la délimitation 
a été discutée par rapport à la littérature et redéfinie, et au sein duquel de nouvelles espèces ont été décrites 
(article 3). Pour le genre Alnicola, pour lequel Moreau et al. (2006) avaient déjà mis en évidence son caractère 
polyphylétique, 16 espèces phylogénétiques associées aux aulnes ont été révélées par notre étude (articles 1 
et 2) ; 11 d’entre elles ont pu être nommées d’après la nomenclature recommandée par Moreau (2005), tandis 
que 5 se sont révélées inédites et nouvelles pour la science. L’ensemble de ces résultats a ainsi mis en évidence 
la nécessité d’une révision taxonomique générale du genre. Bien évidemment ce travail de taxonomie sera 
conséquent. L’article 4, présenté en annexe 1 de ce manuscrit, constitue une première étape dans ce sens, 
avec la définition taxonomique d’un des clades identifiés par notre étude de phylogénie multigène (figure 2 de 
l’article 1) : le clade “/badia”, qui réunit trois espèces européennes pouvant être abondantes 
localement (Alnicola badia Kühner, et deux espèces nouvelles : Alnicola longicystis sp. nov. et A. xanthophylla 
sp. nov). Un second article consacré aux Alnicola associés à Alnus alnobetula, où les autres espèces inédites 
seront publiées (A. badiofusca sp. nov., A. pallidifolia sp. nov., A. pseudosalabertii sp. nov.) est en cours de 
finalisation (soumission prévue pour septembre 2012).  
Dans le but de caractériser le plus finement possible la diversité de communautés ECM dans leurs 
milieux naturels, l’utilisation combinée de données de taxonomie traditionnelle et de taxonomie et 
phylogénies moléculaires parait essentielle. De façon plus générale, réussir à concilier classification 
traditionnelle et phylogénie moléculaire, est un des objectifs principaux de la recherche mycologique actuelle. 
Ces considérations sont incontournables dès lors que l’on s’intéresse aux questions de biogéographie 
(distribution et migration des espèces), de génétique des populations, d’évolution ou encore de conservation 
des espèces. De plus, si la classification traditionnelle (qui repose sur des affinités morphologiques 
perceptibles et transmissibles) a montré ses limites, elle reste cependant légitime comme outil pédagogique 
et pratique pour la détermination des espèces, la transmission des connaissances naturalistes (cf. les guides de 
                                                                                                                                                   
28
 Il s’agit d’Alnicola badia et A. pseudosalabertii, et d’Alpova cf. cinnamomeus et Alp. corsicus pour les genres que nous avons étudiés plus 
précisément (articles 1 et 3), auxquelles nous pouvons ajouter les espèces Amanita friabilis, Inocybe alnea,  I. calospora, Cortinarius 
croceocrystallinus, Cortinarius kuehneri. 
29
 Cependant, d’une façon plus générale, pour des raisons évoquées plus haut dans l’introduction, il ne sera sans doute pas poss ible 
d’attribuer à chaque séquence ITS issue d’échantillons environnementaux un spécimen de référence et, dans certains cas, les séquences 
« anonymes » resteront le seul moyen d’avoir accès aux organismes encore inconnus (Eberhardt, 2010).  
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terrain pour la reconnaissance des macromycètes ou des champignons parasites des végétaux, tous basés sur 
la morphologie) ou les inventaires de biodiversité.  
Perspectives : Identifier des marqueurs moléculaires permettant d’affiner la résolution de l’identification 
taxonomique dans certains groupes qui se sont révélés problématiques (le clade /Alnicola s.s. notamment). Les 
techniques de séquençage « nouvelle génération » (ex. Coissac et al., 2012), en rendant possible le séquençage 
rapide de génomes entiers, offrent des voies prometteuses pour trouver des marqueurs discriminants à l’échelle 
intraspécifique. 
II- Structuration des communautés ECM associées aux aulnes : de la description des patrons aux 
scénarios écologiques et évolutifs envisagés 
La richesse et la composition des assemblages étudiés ici présentent de grandes similitudes avec ce qui 
a été décrit précédemment au sujet des cortèges ECM des aulnes, en Europe (ex : Pritsch et al., 1997; Beccera 
et al., 2005; Tedersoo et al., 2009), comme sur le continent Américain (ex : Miller et al., 1991 ; Miller et al., 1992 
; Kennedy et Hill, 2010 ; Kennedy et al., 2011). Par rapport aux patrons généraux établis pour la diversité ECM, 
ces assemblages présentent ainsi invariablement une moindre richesse spécifique30 et nous confirmons ici 
l’originalité de leur composition.  
II-1 Des patrons de diversité originaux 
II-1-1 Nouvelles données sur la spécificité des cortèges ECM associés au genre Alnus 
Dans ce travail, nous avons porté une grande attention au degré de spécificité apparente31 des relations 
établies entre espèces ECM et leur hôte. Plusieurs niveaux de spécificité ont été définis, ce qui nous 






                                               
30
 Entre 5 et 22 espèces par site pour notre étude, ce qui n’est pas différent des études de Tedersoo et al., 2009 (11 à 18 espèces) ou 
Kennedy et al., 2011 (9 à 23 espèces) 
31
 Telle que nous l’avons définie (partie « matériels et méthodes » de ce manuscrit.), cette notion de spécificité présente certaines limites: 
pour valider le caractère spécifique d’une association, des expériences d’inoculations en conditions contrôlées sont nécessaires avec des 
les espèces considérées comme hôte et d’autres non-hôtes. 
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Figure 12 : Patrons de spécificité envers la plante hôte des différentes espèces ECM identifiées dans nos sites d’étude.  
Nous avons distingué les espèces généralistes (définies ici comme des espèces capables de s’associer avec d’autres hôtes 
que les aulnes), des espèces alnicoles (ou spécifiques des aulnes) puis nous avons précisé pour ces dernières les catégories 
suivantes : espèce spécifique du genre Alnus, du sous-genre Alnus, du sous-genre Alnobetula ou encore d’une espèce 
donnée. 
 
Les patrons de spécificité établis à partir des relevés de carpophores pour les espèces alnicoles n’ont 
jamais été contredits par les données de diversité des relevés d’ectomycorhizes.  
A côté de cela, les séquences d’espèces généralistes32 correspondent à la moitié des espèces identifiées 
sur les racines d’aulnes (45 espèces) tout en représentant environ 20% de l’ensemble du cortège identifié sur 
chaque site. Nos résultats mettent ainsi en évidence que l’image de très haute spécificité attribuée à ces 
assemblages doit, au moins dans une certaine mesure, être rediscutée : le système aulnes-champignons ECM 
n’est pas totalement fermé et ces hôtes peuvent développer des associations avec des espèces ECM 
généralistes. Pour ces dernières, la probabilité de présence sur un site est significativement plus grande dans 
les sites de forêt mixte
33
, tendant à indiquer que la part d’espèces généralistes dans le cortège de l’aulne 
augmente lorsque le pool d’espèces localement disponibles augmente. 
Ces espèces partagées avec d’autres hôtes sont phylogénétiquement diverses et correspondent pour 
certaines à des représentants généralistes issus de mêmes genres que certaines des lignées alnicoles
34
. 
Tedersoo et al. (2009) avaient proposé qu’à l’échelle du site l’absence d’espèce partagée entre les 
aulnes et les autres hôtes ECM conférait un avantage à ces premiers dans les milieux difficiles où ils sont 
dominants, en leur permettant de se soustraire à la compétition interspécifique liée au CMN35 entre individus 
d’espèces différentes. Même si nous n’avons pas cherché à caractériser avec précision la diversité présente sur 
                                               
32
 Définie ici comme une espèce capable de s’associer avec d’autres hôtes que des aulnes 
33
  C’est ce que tend à montrer l’application d’un modèle logit simple sur nos données : groupe des espèces généralistes (p -value=0,01)  
mais pas d’effet pour les espèces alnicoles (p-value=0.51) 
34
Tomentella : 8 espèces généralistes pour 7 espèces alnicoles ; Lactarius avec Lactarius torminosus seule espèce généraliste pour 7 espèces 
alnicoles ; Russula avec 7 espèces généralistes pour 2 alnicoles 
35
 « Common Mycorhizal Network » cf. introduction  
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les racines des autres hôtes ECM dans les sites mixtes, nos résultats vont plutôt dans le sens d’un partage local 
d’une part non négligeable d’espèces fongiques entre hôtes, ce qui tend à rejeter cette hypothèse36.  
Toutefois, même dans des forêts mixtes où les racines des différents hôtes ECM potentiels sont en 
mélange, les espèces alnicoles spécifiques restent dominantes sur les racines d’aulne (Kennedy et Hill, 2010 ; 
article 2), ce qui contraste largement avec ce qui a pu être décrit dans d’autres systèmes (ex : Horton et al., 
2005). 
II-1-2 Un cortège alnicole peu diversifié et très stable  
A l’échelle de notre étude, les cortèges apparaissent extrêmement stables entre sites
37
, quelles que 
soient les conditions abiotiques. Cette stabilité du cortège alnicole peut aussi s’observer à une échelle plus 
large en comparant nos résultats à ceux d’études européennes et américaines (Miller et al., 1991, 1992 ; Helm 
et al., 1996 ; Pritsch et al., 1997 ; Dilly et al., 2000 ; Becerra et al., 2005 ; Tedersoo et al., 2009) ; dans toutes ces 
études, comme dans la nôtre, les genres Alnicola, Lactarius et Tomentella sont identifiés comme les plus 
abondants et les plus diversifiés. Tout en restant conscients des limites de fiabilité des comparaisons de 
séquences sur un seul marqueur (barcode ITS), nous pouvons ajouter qu’au moins dans le genre Tomentella, 
une bonne part des espèces identifiées ici sont les mêmes que celles des études d’Europe de l’Est, du Moyen 
Orient38 et du continent américain39 puisque nos séquences présentent souvent plus de 99% de similarité sur 
l’intégralité de l’ITS. Ceci souligne l’importance fonctionnelle de ces espèces dans les écosystèmes dominés 
par les aulnes et leur capacité à coloniser des sites distants soumis à des contraintes environnementales 
contrastées.  
Sur le continent Américain, le genre Alpova s’ajoute aux genres dominants (Miller et al., 1992 ; 
Kennedy et Hill, 2010). En France, la présence de ce genre est limitée aux Alpes – où il est représenté par 
Alpova alpestris (associé à Alnus alnobetula spp. alnobetula)- et à la Corse- où il est représenté par Alp. alpestris 
(Alnus alnobetula spp. suaveolens) et Alp. corsicus (genre Alnus). Sa présence n’a jamais été rapportée sous le 
sous-genre Alnus en France « continentale ». Ce patron a été confirmé par nos relevés de carpophores (article 
3) et d’ectomycorhizes (articles 2 et 3). Nous pouvons noter ici que dans les Alpes et en Corse, le pourcentage 
d’échec d’amplification et/ou de séquençage de l’ADN des ectomycorhizes a été plus important que pour les 
sites du Sud-Ouest, ce qui permettrait d’expliquer que ce genre ne soit que très peu représenté40 dans notre 
échantillonnage racinaire. 
La faible diversité et la relative stabilité des assemblages révélées par les études réalisées en Europe 
(Pritsch et al., 2005; Tedersoo et al., 2009 ; article 2) et sur le continent américain (Miller et al., 1991 ; Miller et 
al., 1992 ; Kennedy et Hill, 2010 ; Kennedy et al., 2011) peuvent être interprétées comme le résultat d’une 
sélection très forte dont l’origine reste à déterminée et pour laquelle plusieurs hypothèses peuvent être 
avancées :  
                                               
36
 Dans un autre contexte,  les travaux de Selosse et Duplessis (2006) avaient déjà remis en cause cette hypothèse  
37
 Notamment, dans notre étude, Tomentella aff.sublilacina, Alnicola citrinella, T. aff. ellisii sp2, A. badiofusca/umbrina, T. aff. ellisii sp1 ont 
été identifiées respectivement dans 34, 24, 20, 17 et 12 des 39 sites considérés.  
38 Séquences déposées par Pome et Tedersoo (numéro d’accession GB :  JN198088, JN197976, JN198095, JN198118, JN198093, 
FM993149, JN197649, JN197945) et pour lesquelles nos séquences présentent plus de 99% de similarité sur l’intégralité de l’ITS 
39
 Séquences déposées par Kennedy  
40
 Alpova alpestris, seule espèce du genre représentée parmi les ectomycorhizes relevées, n’a été identifiée que sur 4 arbres différents  
tandis que les carpophores sont fréquemment observés et parfois même abondants sur ces mêmes sites. 
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- Une spécificité des Betulaceae ? Cette hypothèse peut être rejetée car, au sein des Betulaceae, le genre 
Betula, genre évolutivement le plus proche du genre Alnus, abrite des communautés ECM bien plus diverses et 
moins spécifiques (ex : Jones et al., 1997 ; De Bellis et al., 2006).  
- Une conséquence de la rudesse des conditions abiotiques des milieux colonisés par les représentants 
du genre Alnus ? Etant donné la rudesse des conditions abiotiques des milieux qu’ils colonisent, nous pouvons 
supposer que peu d’espèces ECM sont capables de les tolérer. Cependant, en considérant des études réalisées 
sur les patrons de diversité des communautés associées au genre Populus (Salicaceae) par exemple (Cripps et 
Miller, 1993 ; Krpata et al., 2008 ; Bahram et al., 2010 ; Rochet, données non publiées), il apparaît au contraire 
que celles-ci abritent de nombreuses espèces ECM dans des environnements a priori comparables à ceux 
colonisés par le genre Alnus, au moins pour A. glutinosa. 
- Une conséquence de l’association tripartite ? Dans ce système tripartite original, les champignons ECM 
sont supposés améliorer la nodulation et l’activité des plantes actinorhiziennes en favorisant leur alimentation 
hydrominérale (Yamanaka et al., 2003) et particulièrement leur alimentation en eau et en phosphore (Roy et 
al., 2007). Mais étant donné que l’espace sur les racines et la quantité de nutriments que la plante peut fournir 
à sa communauté de symbiontes sont limités, nous pouvons envisager qu’une sélection drastique ne permette 
qu’à un petit nombre d’espèces ECM de s’associer aux aulnes. Cette sélection drastique peut alors résulter de 
plusieurs facteurs : 
(i) d’une limitation de la diversité des communautés par la plante hôte elle-même. Dans ce système, 70 à 
100 % de l’azote de la plante provient de la fixation de l’azote atmosphérique au niveau des nodules (Roy et al., 
2007). L’hôte peut ainsi s’affranchir, au moins en partie, de la disponibilité en azote du sol et de la contribution 
des champignons ECM pour l’absorption de cet élément, et de ce fait, les espèces ECM présentes 
correspondraient à celles, qui dans les milieux colonisés par les aulnes, posséderaient les meilleures capacités 
enzymatiques permettant l’extraction d’autres éléments indispensables à la plante comme l’eau ou le 
phosphore ; 
(ii) d’une compétition directe entre symbiontes racinaires :  
1) entre champignons ECM : les espèces ECM présentes correspondraient à celles qui, dans le milieu 
considéré, présenteraient la plus grande habilité à éliminer leurs concurrentes. L’identité de ces 
espèces pourrait varier d’un site à l’autre étant donné que de nombreux facteurs biotiques et 
abiotiques interviennent dans l’issue de la compétition interspécifique (Kennedy et al., 2010) ;  
2) entre champignons ECM et actinobactéries (genre Frankia), dont les médiateurs restent à 
identifier ; 
(iii) d’une sélection des symbiontes ECM capables de supporter des conditions édaphiques particulières liées à 
la présence des actinobactéries. De fait, ces bactéries affectent profondément les concentrations d’azote dans 
le sol (Bormann et al., 1994), dans des ordres de grandeur identifiés comme influençant la diversité des 
symbiontes ECM41. Il serait alors vraisemblable que de grandes variations de concentrations en azote soient 
mesurables à fine échelle (notamment en fonction de la proximité des nodules).  
Perspectives : il parait difficile à ce stade de l’étude de pouvoir trancher entre ces trois dernières hypothèses. 
Cependant, des expériences en conditions contrôlées (microcosmes) permettraient de tester indépendamment 
l’influence de la teneur en azote et de la présence des partenaires actinorhiziens sur le développement de quelques 
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II-2- Les scénarios écologiques et évolutifs proposés 
II-2-1 Effet de l’identité de la plante hôte sur la structuration des communautés 
Dans les communautés actuelles, l’essentiel de la diversité ECM des lignées alnicoles (hormis celles du 
genre Tomentella) est représentée par des espèces a priori spécifiques d’un des sous-genres, et peu d’espèces 
alnicoles généralistes y sont rencontrées. Etant donné que ces lignées sont dominantes dans les 
communautés, cette spécificité se traduit, à l’échelle des assemblages entiers, par une structuration sous 
l’effet de l’identité du sous-genre (article 2).  
Par contre, au sein d’un même sous-genre, les mêmes espèces ECM sont couramment observées. 
Certes, notre étude a révélé la présence d’espèces alnicoles spécifiques d’une espèce-hôte donnée mais celles-
ci ne sont généralement pas dominantes dans les communautés42. Ainsi, au sein d’un même sous-genre hôte, 
les différences entre communautés se mesurent principalement en termes de différences d’occurrence et 
d’identité des espèces dominantes. Ce résultat avait déjà été révélé pour le couple A. glutinosa /A. incana dans 
l’étude de Tedersoo et al. (2009) et pour A. acuminata /A. jorullensis, (espèces sœurs selon Chen et Li, 2004) 
dans l’étude de Kennedy et al. (2011), et avait conduit ces auteurs à écarter l’hypothèse d’une structuration des 
communautés associées aux aulnes selon le facteur plante-hôte. Les différences constatées sont alors 
imputables à des différences édaphiques ou climatiques entre les sites (Tedersoo et al, 2009 ; Kennedy et al, 
2011 ; notre étude, article 2).  
Perspectives : Confirmer ce résultat de spécificité envers la plante hôte par des expériences d’inoculation en serre 
des espèces ECM concernées avec des représentants des deux sous-genres. En effet, l’absence d’observation d’une 
espèce (par carpophores ou mycorhizes) dans le cortège d’un sous-genre donné ne suffit pas pour conclure qu’une 
association symbiotique fonctionnelle ne peut pas être mise en place.. 
En laissant de côté les lignées que nous avons qualifiées de généralistes et qui sont 
vraisemblablement recrutées localement, l’ensemble de nos résultats nous permet d’envisager des scénarios 
pour la mise en place des patrons de spécificité originaux observés à l’heure actuelle, donnant une place 
importante à l’histoire évolutive partagée avec la plante-hôte. 
II-2-2 Comment faire partie du cortège très fermé des champignons ECM spécifiques des aulnes ? 
*Des évènements de co-spéciation anciens 
Avec une divergence du sous-genre Alnobetula estimée à 49 Ma (notre étude, article 1, ce qui va dans 
le sens des résultats précédents : Navarro et al., 2003 et Chen et Li., 2004 ) la séparation entre sous-genres 
s’est faite avant ou au cours de la colonisation de l’Europe par le genre Alnus (plus anciens fossiles européens 
datant de l’Eocène : Chen et Li, 2004).  
Dans le clade /Alnicola s.s. (strictement alnicole), il est tentant de relier la position basale d’A. 
pseudosalabertii, exclusivement associé au sous-genre Alnobetula, à une émergence simultanée des lignées 
par cospéciation. Dans le genre Lactarius, un évènement de cospéciation peut aussi être proposé pour 
l’émergence des lignées alnicoles les plus anciennes (L. alpinus et L. lepidotus-L.lilacinus) à partir d’ancêtres 
                                               
42
 Exception faite de Cortinarius moseri et Lactarius lepidotus dominants les aulnaies vertes alpines et L. brunneohepaticus dominant dans 
les aulnaies vertes de Corse. 
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associés à d’autres hôtes. Pour confirmer cette hypothèse de cospéciation, il faudrait être capable d’estimer la 
date d’apparition des clades concernés, mais nos moyens sont limités par l’absence de données fongiques 
fossiles et de données de vitesse de divergence fiables pour les marqueurs moléculaires utilisés dans les 
reconstructions phylogénétiques.  
En considérant le genre Alnicola au sens large, il est intéressant de constater que l’association avec les 
aulnes est un état de caractère dérivé, apparu au moins deux fois indépendamment, car on retrouve cette 
spécificité d’association de façon exclusive dans les clades /Anicola s.s. et /Submelinoides, non directement 
apparentés (Moreau et al., 2006). De la même façon, cette association s’est mise en place plusieurs fois 
indépendamment dans le genre Lactarius, étant donnée la polyphylie des lignées de lactaires alnicoles. 
* Une diversité héritée des conséquences des variations climatiques du Quaternaire 
 Pour la suite, un parallèle intéressant peut être fait entre l’histoire récente du genre Alnus - avec la 
diversification des sous-genres et les modifications des aires de répartition des espèces au cours du 
Pléistocène (King et Ferris, 1998 ; Chen et Li, 2004 ; article 1) - et les patrons de diversification des lignées de 
champignons. En particulier, il est tentant de relier le manque de résolution (râteau) de la phylogénie des 
Alnicola (article 1) à une radiation importante récente du groupe sur un temps court que pourrait être celui du 
Pléistocène et au cours duquel des fluctuations climatiques de grande ampleur ont été mises en évidence 
(Hewitt, 1999). 
 L’histoire du Quaternaire a, en effet, été marquée par des alternances de longues périodes glaciaires 
où la progression des glaciers et l’installation d’un permafrost (sol gelé en permanence) ont réduit sévèrement 
les aires de répartition des populations à des zones refuges43 méridionales fragmentées et de courtes périodes 
interglaciaires44, lors desquelles les populations ont pu étendre de nouveau leur distribution géographique dès 
que le climat redevenait plus doux et favorable (Hewitt, 1996), avec des conditions climatiques comparables, 
voire légèrement plus chaudes que celles que nous connaissons actuellement (Birks et al., 2008). Les 
alternances de phases de contraction et d’expansion des aires de répartition des populations ont 
vraisemblablement influencé les patrons de diversité observés à l’heure actuelle et notamment, pour ce qui 
nous intéresse ici, la distribution des populations de symbiontes ECM, au moins par les variations d’extensions 
d’aires de répartition de leurs hôtes chlorophylliens. Ces dernières ont pu ainsi être caractérisées par des 
analyses palynologiques (Huntley et Birks, 1983 ; Tzedakis et al., 2002) et des études phylogénétiques, 
notamment grâce aux données d’ADN mitochondrial (Taberlet et al., 1998 ; Hewitt 2001 ; Petit et al., 2003). 
Dans le genre Alnus, ce sont principalement les variations biogéographiques d’Alnus glutinosa qui ont été 
caractérisées (King et Ferris, 1998). 
Lors de ces phases de refroidissement, l’isolement des populations de champignons avec leur hôte a pu 
conduire à des évènements de spéciation allopatrique dès lors qu’une barrière aux flux de gènes liée à 
l’isolement géographique a été maintenue suffisamment longtemps pour conduire à un isolement 
reproducteur, résultant d’une divergence génétique indépendante entre populations fongiques isolées (Giraud 
et al., 2008). Ainsi, ces évènements de spéciation allopatrique peuvent être invoqués pour expliquer la 
diversification de lignées au sein d’une même lignée-hôte, comme nous l’avons proposé pour les genres 
                                               
43
 Zone où les populations ont pu croitre et survivre pendant ces périodes à conditions environnementales défavorables  (Birks et al., 2008) 
44
 Respectivement 80% et 20 % du Quaternaire 
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Alnicola et Alpova (article 1). 
En parallèle, les différentes espèces-hôtes ont pu aussi se retrouver dans les mêmes zones refuges, 
notamment dans les Alpes et en Corse (King et Ferris, 1998) et présenter des patrons communs d’expansion 
lors des phases de redoux. Ces phénomènes ont pu favoriser des transferts de symbiontes ECM entre hôtes 
depuis le sous-genre Alnobetula vers le sous-genre Alnus et conduire à des épisodes de spéciation par 
spécialisation d’hôte comme nous avons pu le proposer pour les genres Alnicola, Alpova et Lactarius (article 1). 
Les cortèges ECM du sous-genre Alnobetula présentent une diversité plus faible et une stabilité plus 
grande que le sous-genre Alnus, tendant à indiquer qu’une sélection encore plus forte s’exerce ou s’est 
exercée. Ceci peut être mis en relation avec la typologie des refuges qui ont hébergé ces espèces lors des 
derniers épisodes glaciaires : ces espèces ont été vraisemblablement limitées à des petites populations isolées 
de montagne ce qui a pu constituer de sévères goulots d’étranglements dans l’évolution des populations des 
symbiontes ECM, étant donné que la taille et le degré d’isolement des communautés influencent leur diversité 
(Peay et al., 2007 ; 2010).  
Nous pouvons noter qu’à l’heure actuelle le sous-genre Alnobetula se rencontre principalement en 
parcelles pures, ce qui tendrait à limiter l’infection racinaire par des espèces ECM généralistes issues d’autres 
hôtes et tendrait donc à stabiliser les assemblages.  
*Des patrons de diversité compliqués par des capacités de dispersion variables selon les lignées 
Le genre Tomentella (Basidiomycota, Thelephoraceae) est intéressant à ce titre : certains de ses 
représentants tels que la très cosmopolite Tomentella sublilacina (Lilleskov et Bruns, 2005) sont connus pour 
leurs capacités de dispersion à large échelle et ce trait est vraisemblablement largement partagé dans le 
genre. En effet, ceci permettrait d’expliquer le caractère quasi cosmopolite de certaines espèces dans nos sites 
d’étude et à plus grande échelle (Europe, continent Américain, voir plus haut). Les lignées de tomentelles 
présentes dans les aulnaies ne sont pas phylogénétiquement proches (données de phylogénie non présentées 
ici) et ne présentent pas de préférence d’hôte marquée. Ces différences par rapport aux autres lignées 
alnicoles dominantes ici pourraient découler des grandes capacités de dispersion de ces espèces et des flux de 
gènes à grande échelle qui y sont associés.  
Au contraire, les genres Alpova et Melanogaster (Basidiomycota, Paxillaceae) présentent des 
fructifications hypogées et la dispersion de leurs spores dépend des animaux mycophages (notamment 
rongeurs ; Nouhra et al., 2005). Dans ce mode de dispersion, on peut faire l’hypothèse que la mer 
Méditerranée constitue et ait constitué au cours de l’histoire récente de ces taxa (notamment lors de 
contraction des aires de distribution à des zones refuges isolées lors des grands épisodes glaciaires) une 
barrière difficilement franchissable. Ceci permettrait d’expliquer que certaines espèces soient retrouvées 
abondamment en Corse mais absentes – que ce soit au niveau des relevés de carpophores ou de mycorhizes 
de notre étude- de la France continentale où leurs hôtes potentiels sont pourtant présents (ex : Melanogaster 
rivularis (genre Alnus) ; Alpova corsicus (genre Alnus) ; article 3). Cette hypothèse d’un schizoendémisme corse 
sur ces groupes à dispersion limitée ne sera vérifiable que lorsque les espèces de ces genres seront mieux 
échantillonnées en Europe continentale, en particulier dans les régions des Balkans et des Carpates d’où sont 
peut-être originaires les populations corses ; nos propres observations de terrain et celles de nos 
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correspondants, attentifs aux champignons hypogés, nous portent à penser que la France continentale, la 
péninsule Ibérique et l’Algérie ne possèdent pas d’Alpova ni de Melanogaster associés à Alnus glutinosa. 
Figure 13 : Photos de fructifications d’Alpova corsicus 
(Basidiomycota, Paxillaceae), espèce ECM alnicole, capable 
de s’associer à toutes les espèces du genre Alnus mais dont 
l’aire de répartition est limitée à la Corse. 
Ses fructifications sont hypogées et la dispersion des spores 
est assurée principalement par des animaux mycophages. 
 
Photo : Pierre-Arthur Moreau 
 
L’histoire géologique récente de la Méditerranée est d’ailleurs intéressante : dans la période qui nous 
concerne (depuis l’Eocène - premiers fossiles du genre Alnus en Europe- jusqu’à la période actuelle), le bassin 
méditerranéen n’a pas toujours eu la même configuration qu’à l’heure actuelle (Mansion et al., 2009) : 
l’ouverture de cette mer côté Ouest remonte à 30 à 28Ma lors de la rotation du bloc Corso-Sarde et cette mer a 
connu un épisode d’assèchement (épisode Messinien) récent (6Ma) qui aura pu faciliter les flux de gènes entre 
populations du continent et de l’île et limiter l’isolement de celle-ci et expliquer que cette région présente 
aujourd’hui, à l’échelle des communautés, une diversité spécifique comparable aux autres sites. 
Notre étude a permis de conforter l’intérêt que présente le système ECM aulnes-champignons en vue 
d’une meilleure compréhension des processus écologiques et évolutifs impliqués dans la mise en place et la 
dynamique de l’association ECM. En considérant avec attention des traits d’histoire de vie et d’écologie des 
espèces (degré de spécificité envers la plante-hôte, type de fructification, habitat) et les données de 
phylogénie des lignées dominantes dans ces milieux, nous avons mis en évidence qu’un ensemble complexe 
de facteurs doit être invoqué pour expliquer les patrons de diversité ECM observés à l’heure actuelle dans les 
aulnaies. Le scénario que nous proposons intègre notamment des données préliminaires de phylogéographie 
du genre de la plante-hôte, l’effet des modifications climatiques récentes, les exigences des espèces ECM par 
rapport aux conditions abiotiques du milieu et les capacités de dispersion des espèces, mettant en évidence 
l’importance de processus locaux et régionaux, potentiellement déterministes et neutres. 
Ce travail ouvre un grand nombre de perspectives dont nous présentons quelques pistes. 
Perspectives 
I- Phylogéographie de l’association aulnes-champignons ECM 
Les résultats que nous venons de présenter soulignent l’importance qu’ont pu avoir les variations des 
aires de répartition des populations d’hôtes et de champignons dans la constitution des patrons de diversité 
observés aujourd’hui dans les communautés. En particulier, ces patrons ont été vraisemblablement largement 
influencés par la typologie des refuges du Quaternaire et les modalités de la recolonisation depuis ces zones 
lors des phases interglaciaires.  
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Ceci nous amène à considérer la dynamique des interactions entre les champignons ECM et plantes 
hôtes au cours de ces phases de leur histoire récente. En particulier, nous pouvons nous appuyer sur la 
phylogéographie d’Alnus glutinosa qui est relativement bien connue (King et Ferris, 1998 ; Hewitt, 1999). 
Selon King et Ferris (1998), Alnus glutinosa a une histoire quaternaire comparable à Fagus sylvatica 
(Taberlet et al., 1998) notamment et lors du dernier maximum glaciaire45 (18000 à 25000 années BP) ces 
espèces ont vraisemblablement partagé un refuge dans les Carpates, au niveau des actuelles Roumanie et 
Hongrie à partir duquel l’essentiel de l’Europe a été recolonisée. A cette zone s’ajoutent deux autres refuges 
vraisemblables : l’Afrique du Nord (Hewitt, 1999) ainsi que l’Ouest du Caucase (zones des actuelles Turquie et 
Géorgie) évoquée par Hewitt (1999) pour rendre compte d’une recolonisation à partir de la mer Noire et qui est 
considérée de façon générale comme une zone refuge pour de nombreuses espèces végétales et animales (ex : 
Hewitt 2004). 
Ainsi, à partir de relevés dans ces zones refuge, des études de génétique des populations menées pour 
quelques espèces ECM alnicoles dominantes (principalement dans les genres Alnicola, Lactarius et Alpova) 
permettraient d’avoir accès au réseau génétique existant entre populations. Et en réalisant le même travail 
pour les populations d’Alnus glutinosa de ces zones nous pourrions avoir accès aux modalités de la 
recolonisation conjointe par ces deux partenaires de l’Europe du Nord et de l’Ouest à partir de ces foyers 
refuge et aux conséquences que celles-ci ont pu avoir sur la diversité des communautés européennes actuelles. 
Figure 14 : Le dernier maximum glaciaire en Europe (18000 à 25000 années BP) et ses conséquences sur les aires de 
distribution de la faune et la flore. (à gauche) Reconstitution des principales calottes de glace et des limites du permafrost 
et position des trois principaux refuges pour la faune et la flore de l’époque (respectivement : Espagne-Portugal-Afrique du 
Nord ; Italie et Balkans) ; (à droite) Localisation des refuges d’Alnus glutinosa (Afrique du Nord, Balkans et Carpates) et 
routes de recolonisation post-glaciaires proposées.  





                                               
45
 Lors du dernier maximum glaciaire, une calotte de glace recouvrait la péninsule Scandinave, la Finlande et la Laponie actuelles et les 
forêts de feuillus sont restées confinées au bassin méditerranéen, en particulier aux trois péninsules d’Europe du sud (péninsules ibérique, 
italienne et balkanique) et à la Turquie (Birks et al., 2008) 
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II- Part de la plante hôte versus des conditions abiotiques sur les patrons de diversité actuels : 
étude intercontinentale 
 Il s’agirait de poursuivre la description des patrons de diversité ECM en comparant, à plus grande 
échelle, des communautés présentes dans des environnements abiotiques contrastés (paramètres 
édaphiques, climatiques) en intégrant de nouvelles espèces hôtes des sous-genres déjà étudiés mais aussi des 
représentants du troisième sous-genre, Clethropsis, qui est vraisemblablement le plus ancien (Chen et Li 2004, 
Navarro et al. 2003). Il serait ainsi intéressant de mener une étude comparable à celle présentée ici sur le 
continent américain où ce sous-genre est présent (représenté par une espèce endémique de la côte est-
américaine : A. maritima), accompagné d’autres espèces des sous-genres déjà considérés ici (ex : Alnus 
alnobetula subsp. crispa pour le sous-genre Alnobetula ; A. incana subsp. rugosa, A. acuminata pour le sous-
genre Alnus). Ceci permettrait d’affiner la résolution que nous avons sur les modalités de la diversification des 
lignées de symbiontes ECM en évaluant la part relative de l’influence de leur histoire évolutive partagée avec la 
plante hôte ou des exigences écologiques actuelles des espèces. 
Enfin, à plus long terme, la caractérisation de la diversité des communautés ECM au niveau du berceau 
géographique putatif des aulnes (Asie du Sud-est dans une zone qu’il reste encore à identifier ; Chen et Li, 
2004) apporterait des informations sans doute précieuses concernant les évènements précoces ayant façonné 
ces communautés ECM.  
III- Préciser la caractérisation des exigences des espèces vis-à-vis de leur habitat en vue d’une 
gestion raisonnée des milieux 
Comme nous l’avons évoqué plus haut, les aulnaies sont des milieux fragiles et menacés par des 
pressions anthropiques croissantes ; certaines font partie des habitats prioritaires selon la Directive Habitats 
(92/43/CEE)46. Notre étude a permis de mettre en évidence que certaines espèces ECM paraissent capables de 
coloniser une gamme très large de sites aux caractéristiques abiotiques contrastées, tandis que d’autres 
présentent au contraire des exigences plus marquées
47
 ou des capacités de dispersion limitées. Ceci tendrait à 
indiquer que la destruction ou la fragmentation des habitats pourraient s’accompagner d’une baisse de 
diversité ECM et donc d’une fragilisation potentielle de ces milieux et des « services écosystémiques » qu’ils 
peuvent rendre (fixation des berges, zones « tampon » entre cours d’eau et terres agricoles…). 
Pour mieux appréhender la capacité de réponse de ces organismes ECM aux modifications de leurs 
milieux de vie et pour envisager des mesures de protection et de gestion raisonnée pour les aulnaies, la 
caractérisation des exigences écologiques des espèces ECM est un pré-requis indispensable. Pour cela, nos 
données actuelles, couplées à de nouveaux relevés de mycorhizes et de carpophores (en France et dans 
d’autres régions européennes), à des relevés de sol et à des données climatiques (comme celle fournie par la 
                                               
46Code NATURA 2000 : 91E0 : Forêts alluviales à Alnus glutinosa et Fraxinus excelsior (Alno-Padion, Alnion incanae, Salicion albae) 
47 Certaines espèces sont présentes préférentiellement voire exclusivement dans des sites riches en matière organique (tourbières) où 
elles peuvent fructifier abondamment –exemples dans les genres Cortinarius, Lactarius, Russula- et ce patron semble être confirmé par les 
données d’ectomycorhizes.  
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base de données WORLDCLIM
48
), nous permettraient de réaliser une caractérisation édaphique et climatique 
des milieux colonisés par ces espèces et d’accéder ainsi à la modélisation de leurs niches écologiques 
potentielles (cf. méthode de Wollan et al., 2008). Ces travaux viseraient à identifier des espèces alnicoles 
indicatrices de conditions abiotiques particulières et pouvant signer par leur présence une tendance telle un 
assèchement du milieu ou son enrichissement en matière organique (« bio-intégrateurs » ou intégrateurs 
biologiques). Ceci permettrait d’élaborer des éléments descriptifs et diagnostics de ces milieux à travers des 
groupes d’organismes jusqu’à présent rarement valorisés dans les plans de gestion  
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CORRESPONDENCE TO *: pierre-arthur.moreau@univ-lille2.fr 
ABSTRACT —Three closely related species are described, illustrated and compared by the authors in the genus 
Alnicola, section Alnicola. Alnicola badia Kühner is revised on the basis of the type collection and recent 
findings under Alnus alnobetula. The two new other species, respectively named Alnicola longicystis sp. nov. 
and A. xanthophylla sp. nov., are associated with Alnus glutinosa and A. incana and are locally frequent in 
Western Europe. 
KEY WORDS — Basidiomycota, Agaricales, Hymenogastraceae, Naucoria, Alnus, taxonomy 
Introduction  
The Basidiomycete genus Alnicola Kühner (Naucoria (Fr.: Fr.) P. Kumm. s.auct.) was defined by Kühner 
(1926) as strictly Alnus-associated species with small-sized basidiomata and rough basidiospores. Four species 
were cited by Kühner: three of them (A. badia, A. luteolofibrillosa and A. submelinoides) were new to science, 
all discovered by Kühner under Alnus alnobetula (Ehrh.) K.Koch (Moreau 2005). Although a number of 
accurate mycologists got interested in Alnicola species (e.g. Orton 1960, Singer 1978, Reid 1984, Runge 1990, 
Bon 1992, Ludwig 2000, 2001, etc.), each of them elaborated his own nomenclature and made taxonomy in this 
genus regrettably confused. 
Recent molecular work (Moreau et al. 2006) suggested that the species concept in Alnicola was not 
fatalistically unsolvable, whenever several genes might be required to get a significant resolution. A four-gene 
analysis by Rochet et al. (2011) showed that at least 16 phylogenetic species could be identified amongst Alnus-
associated ectomycorrhizal communities in Europe. Most of them could be named according to traditional 
taxonomy, but some were supposed to be new to science and were given provisional names. Moreover, an 
infrageneric systematic of Alnicola was suggested in the same study, but no details were given on morphological 
interpretations of the taxa defined there. 
As a first step towards a general taxonomic revision of the genus Alnicola in Europe, the aim of this 
article is to define one of the small clades identified by Rochet et al. (2011, fig. 2): the “/badia clade”, which 
encompasses currently three well-defined species in Europe. Morphological descriptions based on numerous 
observations on fresh collections and microscopical studies are proposed for these three species. One of them, 
only collected under Alnus alnobetula so far, is identified to Alnicola badia, the two others found with A. incana 
and A. glutinosa could not be assigned to any previously described species and are therefore given new names. 
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Material & methods 
Taxonomy and nomenclature 
Generic and infrageneric nomenclature follows Moreau (2005). All new names proposed are deposited in 
Mycobank; holotypes are deposited in herb. LIP (Lille, F), isotypes in herb. IB (Innsbruck, A) and ZT (Zürich, 
CH). 
Basidiomata sampling 
Sporocarps were collected in Austria (Tirol), France (Alps), Italy (Trentino) and Switzerland (Graubünden). 
Photographs and morphological descriptions were made after sampling; all specimens were cut and air-dried. 
Additional collections (exsiccata, notes and pictures) were provided by collaborators from France and various 
parts of Europe; a revision of herbarium material (R. Kühner, G; D. Dailly-Lamoure, personal herbarium; M. 
Moser, IB; U. Peintner, IB; L. Tedersoo, TU; general herbarium of the Kew Botanical Garden, K) is also 
included in this work. Because intraspecific variability is often important in these species, the following 
descriptions are based on the holotype; species variability is discussed after each description on the basis of all 
collections studied. 
Descriptions 
Morphological descriptions are adapted from notes taken on fresh specimens; colour coding (when quoted on 
fresh material) refer to Munsell (1964) or Cailleux & Taylor (1969). Microscopical descriptions are based on 
observations made at the Laboratory of Botany (Lille), with a light microscope Nachet Andromede 018 at x 100, 
x 400 and x 1000 magnifications on hand-sectioned mounts in Melzer’s reagent, 10 % KOH, and Congo red 1 % 
in 10 % NH4OH after rehydrating in 10 % KOH for a few minutes. Microscopic characters were observed with 
an optic microscope Nachet, at x 10, x 40 and x 100 magnifications, on hand-sectioned mounts in Melzer’s 
reagent, 5 % KOH, and Congo red (1 mg in 10 ml NH4OH) after reviving in 10 % KOH during a few minutes. 
For all collections at least 30 basidiospores have been measured on spore print when possible, most often from 
natural deposits on stipe or pileus surface, statistical treatments and notations follow Fannechère (2005); 
measurements were made on the software Mycomètre 2.02 (Fannechère, 2011). Estimations of spore dimensions 
for each collection are given in details separately in Table 1, in the corresponding description they are re-
calculated on all measurements made on collections attributed to the species. In the following descriptions spore 
dimensions are given as follows: (minimum value) 1st decile - average value - 9th decile (maximum value), 
calculated on all basidiospores measured for each species. Pileipellis structures are described and illustrated on 
radial cuts, additional observations on suprapellis structure are made on tangential cuts (scalps). Descriptive 
terminology is adapted from Heilmann-Clausen et al. (1997) for pileus structures. Stipitipellis structures are 
described from uppert part of stipe, 1-3 mm under lamellae. 
Taxonomy 
Alnicola badia Kühner, Botaniste 17: 176. 1926.  PLATES 1, 2 
= Naucoria phaea Maire & Kühner in Maire, Bull. Inst. Bot. Barcelona 3 (4): 101. 1937. 
≡ Alnicola phaea (Maire & Kühner) Romagn., Bull. Trimestriel Soc. Mycol. France 58: 126. 1942. 
= Alnicola phaeodisca Kühner in sched. (R. Kühner, unpublished notes, G). 
= (?)Naucoria cedriolens Bresinsky & Schmid-Heckel in Schmid-Heckel, Forschungsber. Nationalpark 
Berchtesgaden 8: 163. 1985. 
≡ Alnicola cedriolens (Bresinsky & Schmid-Heckel) Bon, Doc. Mycol. 21(83): 37. 1991. 
ILLUSTRATED REFERENCE — Moreau et al. (2011: 33). 
DESCRIPTION OF HOLOTYPE (adapted from handwritten notes of R. Kühner on the holotype n° 9.100, G) — 
"Pileus 1.5-2.5 cm., convex-flat +/- umbonate, opaque or hardly striolate on one specimen), reddish bistre 
(margin paler), under whitish pruinose flakes (furfuraceous aspect), then red-brown and pruinose, hygrophanous. 
Taste mild, odour none. Lamellae 22-23 at stipe, 3-7 lamellules per lamella), almost spaced, cinnamon brownish. 
Stipe 3.5-4.5 x 0;17-0;25 cm, equal, flexuose, base +/- coated with a white cotton-like mycelium; fulvous-brown, 
glabrescent, slightly pale-fibrillose, with slightly fluffy or minutely pruinose apex, narrowly fistulose; context 
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brown. Spore amygdaliform, 9.5-10.0 x 5.5 (10.5 x 6.0) µm, faintly rugose-punctate, cheilocystidia cuspidate. 
Cellular cuticle distinctly deviating. Trama regular, made of short hyphae. Basidia 4-spored, 28-29 x 8-9 µm; 
paraphyses shorter, cylindro-clavate. Subhymenium narrow, cellular-branched." 
DESCRIPTION OF RECENT COLLECTIONS — Pileus 0.8-2.5 (3) cm, early flattened without distinct umbo or 
lowly convex-flattened, completely scurfy-squamulose at first with pale ochre to whitish squamules, especially 
towards margin, becoming glabrous towards centre by detersion, never cracked; distinctly bicolour at first: 
margin pale straw-ochre (Munsell 2.5YR2/4), centre date brown to dark red-brown (2.5YR5/6), not or hardly 
striate (when old and washed), hygrophanous, quickly fading from centre to yellowish ochre slightly darker at 
centre. Lamellae crowded, 20-30 reaching stipe, 1-2 series of lamellules, narrow, adnate-subdecurrent to +/- 
emarginate, pale grey-ochre to slightly yellowish ochre, when mature cinnamon ochre (7.5YR6/4); edge white 
pruinose. Stipe not pruinose at apex, somewhat encrusted under lamellae, fibrillose-twisted below, pale greyish, 
on some collections slightly darker gray at apex, then greying, blackish brown at the end, with white +/- strigose 
mycelium. Smell weak, +/- resin-like, reminding cedar oil, cooking oil or cold tobacco, ; taste mild, insipid to 
weakly fungoid-raphanoid. 
Pileipellis an oedotrichoderm 60-90 µm thick, made of 3-5 layers of long chains (up to 15 catenulate articles) 
of hyphae, more or less fasciculate and erected, prostrate with age then eroded, articles cylindrical to inflate, 
subterminal article often strangulate, 9-20 µm wide, of usually thin (< 0.2 µm thick) yellowish wall but a part 
(about 10 %) with thicker yellow to brownish walls at septa or all around, smooth to locally incrusted; terminal 
articles frequent, cylindrical to fusiform, 45-70 x 7-15 µm, smooth and thick-walled; rare superficial very slender 
hyphae 2-2.5 µm wide can be observed on scalp, with yellow thickened wall and coarsely incrusting yellow 
pigment. Subpellis hardly differentiated from suprapellis, 40-50 µm thick, made of 4-6 layers of short cylindrical 
to polygonal articles 7-15 µm wide, with yellow walls up to 0.5 µm thick, minutely punctuate to locally 
distinctly incrusted, not stained by KOH. Pileus trama pale, somewhat brownish by zones, made of variously 
shaped hyphae: slender hyphae 3-5 µm wide, cylindrical to ampullaceous hyphae 8-25 µm wide, mostly smooth, 
some incrusted or with light yellow walls especially at septa. Stipitipellis with sparse clusters of caulocystidia at 
apex, 45-90 x 6-14 µm, some repent, cylindro-clavate more or less curved, with or without lateral neck, mixed 
with more typical ampullo-fusiform cystidia, all with yellow thickened walls. Superficial hyphae 4-6 µm wide, 
wall yellow and coarsely incrusted. Stipe context made of cylindrical hyphae 5-14 µm wide, paler in depth, with 
smooth strongly thickened walls up to 1.5 µm thick. 
Basidiospores (5 collections, 196 measurements) (6.7) 7.5-9.02-10.5 (12.2) x (4.2) 4.6-5.48-6.5 (7.2) µm, Q 
= 1.51-1.65-1.79, ovoid to slightly amygdaliform with obtuse apex, never subpapillate, ochre-yellow in KOH, 
not dextrinoid, uniguttulate in KOH, ornamentation of low warts less than 0.2 µm long, punctiform-rounded, not 
confluent, weakly contrasted; episporium not distinct. Basidia 22-26 (32) x 6.5-8 µm, cylindro-clavate, 4-spored, 
with variously elongate base, before maturity with granular content, sometimes weakly brownish; necrobasidia 
abundant, deep ochre yellow in KOH. Subhymenium 12-15 µm thick, ramose with short cylindrical articles 3-
4.5 µm wide, hyaline. Hymenial trama regular, mediostratum almost colourless to pale brownish by zones, made 
of short cylindrical hyphae 15-45 x 4-14 µm, with yellowish wall locally thickened (up to 1 µm thick) and 
incrusted. Lamella edge sterile; cheilocystidia 38-50 x 4.5-8 µm (base) x 2-2.5 µm (apex), ampullaceous at base, 
with distinct attenuate neck 9-26 µm long, obtuse to +/- inflate at apex, all with thickened yellowish wall up to 
0.5 µm thick, most with colourless content but some sparse ones with deep yellow content. Pleurocystidia sparse 
but not unfrequent towards edge, much rarer 300 µm far from the edge towards sinus, 36-56 x 6-6.5 µm (base) x 
2 µm (neck), fusiform, neck 22-40 µm long and attenuate, occasionally abruptly inflated at apex, walls thickened 
and yellowish up to 0.3 µm thick, issued from deep subhymenium. Clamps present at all septa. 
SPECIMENS EXAMINED — Austria, Tirol, Obergurgl, Alnus alnobetula, 25 August 2005, P.-A. Moreau n° 
05082717 (LIP); idem, 28 August 2005, P.-A. Moreau 05082808b (LIP). France, Corse du Sud, Bocca 
Palmente, Alnus alnobetula subsp. suaveolens along a stream, leg. F. Richard & P.-A. Moreau, 12 October 2004, 
P.-A. Moreau 04101209 and 04101206 (LIP); Bastelica, val d'Ese, Alnus alnobetula subsp. suaveolens in sand 
along a stream, 7 September 2007, P.-A. Moreau 07090822 (LIP); idem, 8 September 2007, P.-A. Moreau 
07090905 (LIP); same locality, 3 September 2008, P.-A. Moreau 08090340 (LIP; illustrated in Moreau et al. 
2011: 33); Haute-Corse, Vizzavona, Monte d’Oro, under Alnus alnobetula subsp. suaveolens along a stream, leg. 
F. Richard & P.-A. Moreau, 11 October 2004, P.-A. Moreau 04101101 (LIP); Haute-Savoie, Samoëns, Collet 
d'Anterne, 6 September 1958, R. Kühner Sa-58-58 (G, "Naucoria subescharoides" in herb., "Alnicola 
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phaeodisca" in sched.); Savoie, Bozel, Praz Joseph, 31 August [see note 1], under alders on ground, R. Kühner 
9.100 (G, holotype); la Rosière, left side of the road to La Jairaz under the barrage, under Alnus alnobetula, 8 
September 1942, R. Kühner (G, "Naucoria (Alnicola) Joniss A"); under La Rosière, 10 September 1942, under 
Alnus alnobetula, R. Kühner (G, "Alnicola [Nauc. pannosa ?] Joniss A"); above La Rosière, Alnus alnobetula, 
18 September 1961, R. Kühner (G, "sp.1961"); Bourg-Saint-Maurice, Arc 1800, above the golf area, in old Alnus 
alnobetula thickets along a stream on acidic soil, 1870 m, 7 September 1993, P.-A. Moreau n° 93090702 (LIP); 
idem, Ruisseau du Villard, 19 August 2002, J.-C. Deïana, P.-A. Moreau JCD19-8-02; idem, 21 August 2003, P.-
A. Moreau 03082102 (LIP); Peisey-Nancroix, Nancroix, les Lanches, under Alnus alnobetula, calcareous 
watercourse, P. Saviuc, 21 Oct.ober 2003, P.-A. Moreau 03082110 (LIP); Landry, Barmont, under Alnus 
alnobetula, leg. M. Broussal, 23 August 2003, P.-A. Moreau 03082301 (LIP); idem, 26 Oct.ober 2007, P.-A. 
Moreau 07082637 (LIP); Bessans, Ecot de Bonneval, under Alnus alnobetula, 1 Oct. 2008, leg. M. Durand, M. 
Durand 08100119 and 08100121 (LIP); Crest-Voland, APPB Tourbière des Saisies, along the Nant Pareu 
stream, acidic peaty soil under Alnus alnobetula subsp. alnobetula amongst liverworts (Pellia spp.), 22 October 
2009, P.-A. Moreau 09082204 (LIP); Beaufort, Cormet d'Arèches above the Lac des Fées, under Alnus 
alnobetula on calciferous schists, 22 Octtober 2008, P.-A. Moreau 08082201 (LIP); idem, leg. C. Hugouvieux, 
27 October 2009, P.-A. Moreau 09082703 (LIP); locality unknown (Savoie or Haute-Savoie), 1964, R. Kühner 
n° 64-20 (G). Switzerland, Graubünden, Davos, leg. H. Gamper, under Alnus alnobetula isolated bush in a 
pasture, 1 August 2003, P.-A. Moreau 03080101 (LIP); Bergün, above the Palpuogna lake, under Alnus 
alnobetula on acidic ground along a stream, 14 August 2003, P.-A. Moreau 03081403 (LIP); idem, 2 September 
2006, P.-A. Moreau 06090202 (LIP); Lenzerheide, Parpan, under a thicket of Alnus alnobetula, 31 August 2006, 
P.-A. Moreau 06083102 (LIP). 
NOTE 1 — The year of collection of the holotype is neither mentioned in the notes nor in any of Kühner's 
publications, but the notes (kind of paper, handwritten indications and style) are identical to those on A. 
submelinoides and A. luteolofibrillosa. The collection of A. submelinoides is dated 1924 by Kühner (1931) 
himself, therefore 31 September 1924 should be accepted as the date of collection of the original material of A. 
badia. 
GENBANK ACCESSION NUMBERS — ITS1-5.8S-ITS2 :AY900031, AY900032, AY900033, AY900036, 
AY900037, AY900039 (Moreau et al. 2006), HQ714656, HQ714657, HQ714658, HQ714664, HQ714670, 
HQ714676, HQ714755, HQ714756, HQ714781, HQ714787 (Rochet et al., 2011); GPD: HQ714896, 
HQ714597, HQ714598, HQ714599, HQ714603, HQ714608, HQ714614 (Rochet et al., 2011); RPB2: 
HQ714796, HQ714797, HQ714799, HQ714800, HQ714811, HQ714818 (Rochet et al., 2011); V9: HQ714500, 
HQ714508 (Rochet et al., 2011). 
ECOLOGY AND DISTRIBUTION— Only with Alnus alnobetula, usually on acidic substrate, on wet humus 
amongst liverworts, more rarely on schists; known from subalpine altitudes of Western and Central Alps 
(Austria, Switzerland, France) and Corsica. Widespread but usually not abundant, often scattered. 
OBSERVATIONS — Kühner (1926, 1931) found his very first collections of A. badia and A. submelinoides (a 
species with club-shaped cystidia) together in 1924 on the same locality of Praz Joseph near Bozel (Savoie, F). 
In fact both species often grow together and are easy to mistake in the field. Dry A. badia can be detected in the 
herbarium packs by darker colours, and especially blackish stipe on mature specimens, when dry sporocarps of 
A. submelinoides remain pale. 
It cannot be proved that Heim's (1931) representation of the pileipellis of A. badia was based on Kühner's 
holotype, but we are inclined to think so because: 1) Kühner contributed to Heim's work, 2) Heim does not seem 
to have collected any Agaric himself under Alnus alnobetula in the Alps; 3) pileus structure excludes all species 
known to us from lowland species of Alnus; 4) at this date Kühner only knew A. badia from his type collection. 
However this figure is a representative – although somewhat caricatured – illustration of the oedotrichodermial 
structure observed on our typical collections of A. badia; it is reproduced by Clémençon (1997: 58, fig. 2.61) 
who interprets it as "moniliform physalohyphae". 
VARIABILITY OF THE SPECIES — Chromatic variability is important in A. badia, and its identification can be 
uncertain in the field since sporocarps are often sparse, intermixed with other species, and it can be difficult to 
state young and old specimens to belong to the same species without microscopic observations. Pale margin with 
light ochre tones, distinctly bicolour on darker specimens, and pale browning stipe are apparently constant and 
differ from other species found with Alnus alnobetula. The presence of pleurocystidia is usually confined to the 
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vicinity of lamella edge, sometimes not conspicuous (very scarce on PAM07090905). A spectacular variation is 
found in spore size within a the same homogenous collection (see Table 1), from rather narrow (3.8-4.8 µm wide 
in average) to widely ovo-amygdaliform (6.0-6.6 µm wide in average), partly attributed to age of specimens; but 
they are rather well characterized by low and thin punctuate ornamentation and obtuse, neither attenuate nor 
mucronate apex. 
EXTRALIMITAL COLLECTIONS — 1) a few collections from mineral situations in Corsica (river bed) and 
Savoy (calciferous schists) show a more distinct cedroid smell; such collections are here referred to the diagnosis 
of A. cedriolens (Schmid-Heckel, 1985). This smell may also exist on collections of A. luteolofibrillosa (Moreau, 
2005; E. Campo, com. pers.) and has neither morphological nor molecular support for deserving a taxonomic 
status; 2) two rather poor collections morphologically conform to A. badia but with a slight aromatic smell 
reminiscent of Inocybe bongardii (or Alnicola suavis (Bres.) Kühner) are also known from Savoy and Corsica; 
spores are at the higher limit of A. badia (suggesting senescent or damaged specimens) and no sequence could be 
generated for these collections. 
Alnicola longicystis P.-A. Moreau, Bizio & Deparis, sp. nov.  PLATE 3 
MYCOBANK  
Pileus 0.8-2.5 cm in diam., usque ad centrum striatus, glaber dein ad marginem fibrilloso-sericeus cum 
siccatur, primum pallide ochraceo-flavus et in centro fuscus, dein subbrunneo-griseus, in margine aetate 
flavidus interdum olivaceo tinctus, in sicco uniformiter pallide ochraceus. Lamellae confertae, adnatae 
vel leviter emarginatae, primum ochraceo-flavae, surde ochraceae matura aetate, posterius rubigineo-
ochraceae. Stipes 3-8 x 0.1-0.3 cm, in basi leviter clavatus, ochraceo-brunneus, in apice typice atro-
purpureus, ad flavidum aetate decolorans, tarde e basi brunnescens, in apice crasse pruinosus, fibrillis 
albis tectus subter. Odor intentus, fungino-raphanoides ; sapor mitis, raphanoides. 
Sporae 8.8-12.3 x 5.5-6.8 µm, Q = 1.60-2.10, amygdaliformes, dimorphae, partim elongatae apice 
subpapillato, in KOH fervide luteae, verrucoso-punctatae vel echinulatae, haud guttulatae matura aetate. 
Basidia tetraspora, heteromorpha, 21-36 x 6.5-8.5 µm, partim interioribus cytoplasmatis flavidis; 
necrobasidia copiosa interioribus granulosis flavo-brunneis. Cheilocystidia 45-55 x 6.5-8 µm, lanceolata 
collo longo angustoque 18-38 x 1.5-2 µm, pariete crasso saepe flavo ad apicem. Pleurocystidia copiosa 
prope aciem, 55-62 x 5.5 µm, apice saepe inflato vel difformi. Pileipellis hyphoepithelioides, aspecto 
filamentoso cum scalpta ; suprapellis crassa 12-20 µm, hyphis laevibus pariete fervide luteo latis 2.5-7 
µm; subpellis distincta, subcellulosa, articulis latis 6-28 µm, pariete laevi flavido, in saeptis crassiore. 
Caulocystidia 40-70 x 5.5-11 µm, lanceolata collo longo, in apice copiosa. Fibulae in omnibus saeptis. 
Sub Alno incana et A. glutinosa, prope rivos et in fossis turfosis. 
Holotypus hic designatus: I, Trentino, Balsega di Pinè, Alnus incana, 25.VIII.2005, leg. E. Bizio, herb. 
P.-A. Moreau n° 05082501 in herbario LIP depositus. Isotypi in herbariis IB, ZT depositis. 
Etymology: “with long cystidia”, referring to the distinctive lanceolate cheilocystidia with elongated 
neck. 
Pileus 0.8-2.5 cm, convex then early flattened, striate to centre, at first pale yellowish ochre with subpapillate 
dark brown centre, this colour expanding with age, when old gradually brownish-grey at centre with somewhat 
olivaceous tones (H63-H64) to dirty yellowish at margin (B72), hygrophanous, fading uniformly pale 
ochraceous (A84), when fresh almost glabrous and smooth, becoming fibrillose-silky from margin when drying. 
Lamellae crowded, 22-24 reaching the stipe, 2 series of lamellules, adnexed-horizontal to slightly emarginated, 
first yellowish-ochre to pale lemon-ochre (A84), darkening slightly with age to dull ochre (C74-D74), rusty 
ochre when old; edge white, minutely pruinose. Stipe 3-8 x 0.1-0.3 cm, fistulose, slightly enlarged at base, 
initially dull ochre brown with purplish-black apex, coarsely floccose at apex, below whitish-fibrillose, fading to 
pale yellowish in lower part with age, apex remaining darker, base darkening on older specimens. Context 
greyish in pileus, dark grey-brown at apex, yellowish in stipe cortex. Smell strongly fungoid or raphanoid. Taste 
raphanoid or fungoid, mild. 
Basidiospores (3 collections, 292 measurements): 8.8-10.48-12.3 x 5.5-5.97-6.8 µm, Q = 1.60-1.79-2.10, 
amygdaliform, dimorphic with a variable proportion of large basidiospores with more elongate to subpapillate 
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apex, rather bright yellow in KOH, not dextrinoid, ornamentation when mature warty-punctate to echinulate, up 
to 0.3 µm high, warts isolated irregular in size but rarely confluent, before maturity often as low patches 
(especially when observed on hymenium); content homogenous, not distinctly guttulate, or with a single 
irregular drop; episporium not loosening. Basidia all with 4 sterigmata, strongly heteromorphic: 21-36 x 6.5-8.5 
µm, cylindrical slightly strangulate under apex when mature, with variously elongated base, the longest 
generating larger basidiospores; necrobasidia with yellowish-brown content frequent, collapsed, but also some 
basidioles and young basidia with yellow cytoplasmic content present, otherwise colourless; most mature basidia 
with dense colourless granular content. Subhymenium compact and weakly developed, 10-12 µm, made of small 
short articles forming a thin pseudoparenchymatic structure. Mediostratum regular, pale yellow-brown in KOH, 
made of slender and wide hyphae intermixed, 3-14 µm wide, with smooth slightly thickened walls. Lamella edge 
sterile; cheilocystidia (38) 45-55 x 6.5-8 µm (base) x 1.5-2 µm (neck), all lanceolate with an exceptionally long 
and slender neck (18-38 µm long), slightly thick-walled up to 0.3 µm thick, some with the neck filled with 
yellow pigment towards apex; often with small basidioles intermixed. Pleurocystidia relatively frequent up to 
200 µm from the edge, larger and slenderer than cheilocystidia, 55-62 x 5.5 µm (base) x 1.5-2.5 µm (neck), with 
a long neck often difform: capitate, inflated, ramose or bifid, often yellow at apex, arising distinctly from 
hymenium, disappearing early from edge to sinus. 
Pileipellis a thick hyphoepithelium; suprapellis 12-20 µm thick, distinctly yellowish-coloured, made of 2-4 
layers of cylindrical-filamentous hyphae 2.5-7 µm wide, wall yellow up to 0.5 (1) µm thick, smooth; terminal 
article cylindrical with rounded to slightly inflated apex. Subpellis 35-50 µm thick, very distinct, formed of 
inflated to subglobose articles 25-75 x 6-28 µm, with pale yellow smooth walls, moderately thick-walled except 
towards septa (up to 1 m thick). Pileic context of short, pale and smooth hyphae, 3-8 µm wide. Stipitipellis 
covered by velipellis of 5-6.5 µm diam., with incrusted hyphae with scarce erected clavate articles, at apex 
intermixed with large clusters of caulocystidia 40-70 x 5.5-11 µm, lanceolate with long neck, most with yellow 
apex, some collapsed with yellow-brown necropigment. Stipe context made of parallel hyphae, 3-12 µm diam., 
with yellowish slightly incrusted wall, often thickened and more brownish at septa; gloeoplerous hyphae very 
rare, long, sinuose and slender (3-4 µm diam.), with yellow-brown thick walled in KOH. Clamp connections 
present at all septa. 
SPECIMENS EXAMINED — Estonia, Pärnu, Songa, 58°18’00 N, 25°22’00 E, Alnus glutinosa, 12 
September 2009, L. Tedersoo 110256 and 110257 (TU); Lääne, Vormsi, Fällarna, 59.001° N, 23.202° E, 
A. glutinosa, 17 September 2010, L. Tedersoo 110285 (TU); idem, Hullo, 59.008° N, 23.2275° E, A. 
glutinosa, 17 September 2010, L. Tedersoo 110300 (TU); idem, Söderby, 59.0049° N, 23.3520° E, 18 
September 2010, L. Tedersoo 110304 (TU); Põlva, Järvselja ürgkvartal, 58°16’00 N, 27°19’ E, A. 
glutinosa, 30 September 2010, L. Tedersoo 110343 (TU); Haage, 58.363° N, 26.63° E, 26 September 
2010, L. Tedersoo 110321 (TU); Maksaa, 58°22’00 N, 27°0, 3’00 E, A. incana, 30 September 2010, L. 
Tedersoo 110344 (TU); Porijõe, 58°23’00 N, 26°43’00 E, A. incana, 6 October 2010, L. Tedersoo 
110358 (TU). Italy, Trentino, Balsega di Pinè, biotope di Laghestel, under A. incana, alt. 1000 m, 25 
August 2005, leg. A. Aiardi and E. Bizio, P.-A. Moreau 05082501 (LIP, holotype). France, Haute-
Savoie, les Houches, under A. incana and A. alnobetula intermixed, 22 September 2004, P.-A. Moreau 
04092201 (LIP); Argentière, under A.incana on acidic peaty ground, 24 September 2004, leg. L. Deparis 
& P.-A. Moreau, P.-A. Moreau 04092401 (LIP); Landes, Yrieu, edge of brook with A. glutinosa, leg. J. 
Guinberteau & P.-A. Moreau, P.-A. Moreau 100 and 101 (LIP); Pas-de-Calais, Boulogne-sur-Mer, 
domanial forest, oceanic deciduous forest on clay soil, under A. glutinosa along a rivulet, 10 September 
2009, P.-A. Moreau 09091001 (LIP); Savoie, Séez, along the Isère river, under A. incana in a mixed 
riparian forest, leg. M. Gardes, J. Rochet & P.-A. Moreau, 28 August 2008, P.-A. Moreau 08082805 
(LIP); Bozel, les Perrières, under A. incana along a rivulet in a Fagus forest, 780 m, 26 August 2010, P.-
A. Moreau 10082611 (LIP); Beaufort, Arèches, le Perthuis, wet mesotropic rpiarian forest with A. incana, 
22 August 2011, P.-A. Moreau 11082203 (LIP). Spain, Cantabria, Ruente, Parque natural, under A. 
glutinosa on acidic peaty soil, 29 October 2011, P.-A. Moreau 11102901 (LIP). 
GENBANK ACCESSION NUMBERS — ITS1-5.8S-ITS2 : AY900038, AY900075 (Moreau et al. 2006), 
FM993128, FM993140, FM993256, FM993273 (Tedersoo et al. 2009), HQ714667, HQ714668 : 
holotype, HQ714757, HQ714795 (Rochet et al. 2011); GPD HQ714605, HQ714606 : holotype , 
HQ714641 (Rochet et al. 2011); RPB2: HQ714808, HQ714809: holotype, HQ714885 (Rochet et al. 
2011); V9: HQ714576: holotype (Rochet et al. 2011). 
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ECOLOGY AND DISTRIBUTION— With Alnus glutinosa and A. incana, most often on humus-rich substrates, 
typically in wet mixed Alnus-Corylus thickets on acidic ground (often with with Polytrichum or Sphagnum spp.), 
but also in neutrophilic to slightly basophilic river sides with A. xanthophylla, known from lowland to 
mountainous altitudes (1000 m); known from siliceous mountains of Western and Southern Europe (Pyrenees, 
Cantabric mounts, Alps; also isolated from mycorrhizae in Corsica, unpublished data) and scattered localities in 
coastal forests (Aquitaine, North of France), as well as Estonia. Probably widespread in Europe, gregarious but 
rarely abundant. 
OBSERVATIONS — This is one of the most frequent species of Alnicola associated with Alnus incana at 
mountain level, found on river sides (with Gyrodon lividus and Paxillus filamentosus) as well as acidic peaty 
alder stands amongst Sphagnum; it is also present but rare and scattered in coastal peaty forests under Alnus 
glutinosa. In alpine regions it can be found together with A. xanthophylla, which differs de visu by the bicolour 
and distinctly striate pileus and the persistent purplish-black stipe apex. Unless colours evolve strongly with age 
and make old or atypical specimens difficult to interpret in the field, it can be recognized easily by long aciculate 
cheilocystidia and pleurocystidia. Alnicola badia, which can show the same characteristic dark tones at stipe 
apex, differing especially by the host tree and a pileus becoming striate only with age. Alnicola umbrina differs 
by more foxy to brown colours and fusiform spores and cystidia (Moreau, 2005). 
Alnicola xanthophylla P.-A. Moreau, Peintner & Senn-Irlet, sp. nov. PLATE 4 
MYCOBANK  
Pileus 1-2.5 cm in diam., subtiliter striatus matura aetate, furfuraceus dein glaber, tarde saepe 
squamulosus, surde ochraceo-flavidus, centro subbrunneo primum subpapillato, dein e margine aetate 
pallide flavidus, hygrophanissimus, in sicco surde griseo-ochraceus et plusminusque rubigineus in 
centro. Lamellae confertissimae, adnatae vel subliberae, butyri colore, dein surde griseo-ochraceae, 
tandem tabacine brunneae; acies flavida. Stipes 2-5 x 0.1-0.2 cm, aequalis vel leviter clavatus, ochraceo-
flavus, primum in apice griseo-fuscus, e basi praemature brunnescens, densiter pruinosus sub lamellis, 
subtiliter fibrillosus subter. Odor intentus, raphanoides; sapor raphanoides, haud amarus sed 
plusminusve stypticus. 
Sporae 9.2-13.5 x 5.6-7.4 µm, Q = 1.55-2.21, ovato-amygdaliformes, dimorphae, partim elongatae apice 
acuto sed haud papillatae, fervide luteae in KOH, punctato-verrucosae, verrucis singularibus vel leviter 
cristatae, uniguttulatae vel interioribus granulosis. Basidia tetraspora, 22-32 x 7.5-9.5 µm, pleraque 
incoloria ; necrobasidia copiosa interioribus succineis. Cheilocystidia 28-36 x 8-9.5 µm, fusiformi-
lageniformes, basi inflata et collo brevi 10-15 x 2 µm, pariete fervide luteo saepe in apice. Pleurocystidia 
dispersa apud aciem, 32-40 x 6-8 µm, fusiformia collo elongato fervide luteo. Pileipellis 
hyphoepithelioides, aspecto filamentoso ex hyphis latis catenulatis cum scalpta ; suprapellis hyphis 
catenulatis vel cylindratis latis 4.5-11 (16) µm extremitatibus multis, pariete laevi hic illic subflavo vel 
subbrunneo. Subpellis crassa 50-70 µm, cellulosa articulis latis 8-30 µm, pariete flavo incrustato, in 
saeptis crassiore et subbrunneo. Caulocystidia 22-28 x 10-12 µm, lanceolata basi inflatissima, in apice 
copiosa. 
Sub Alno incana et A. glutinosa in substrato minerali. 
Holotypus: CH, Graubünden, Rothenbrunnen, leg. P;-A. Moreau & B. Senn-Irlet, 1.IX.2006, herb. P.-A. 
Moreau n° 06090101 in herbario LIP depositus. Isotypi in herbariis IB, ZT depositis. 
Etymology: “with yellow gills”, referring to the characteristic butter-yellow tinges of lamellae. 
Pileus 1-2.5 cm, early flattened to slightly obtuse, slightly striate when mature, entirely furfuraceous 
glabrescent, often crackeled-squamulose when old, dull yellowish ochre (C74-C66), subpapillate, brownish at 
centre, gradually pale yellowish towards margin, when old dark grey, strongly hygrophanous fading to uniformly 
dull greyish ochre to somewhat more rusty at centre (C72 or a bit darker), slightly fibrillose under a lens, without 
trace of veil. Lamellae very crowded, 20-26 reaching the stipe, 2 (3) series of lamellules, adnexed to almost free, 
initially butter yellow (D68-C68), becoming dull greyish ochre when old, at the end tobacco brown; edge pale 
yellow, smooth to pruinose-pubescent. Stipe 2-5 x 0.1-0.2 cm, equal or slightly enlarged at base, when very 
young dark grey-brown at apex, then uniformly dull ochre-yellow (C74), early browning from base, at maturity 
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dark grey-brown with yellowish tones at apex, densely pruinose-floccose 2-3 mm under the lamellae, slightly 
covered by fibrils more conspicuous on old darkened specimens, without trace of veil; mycelium white hardly 
visible. Context grey when fresh then whitish, amber-yellow in cortex, when old dirty grey in stipe base. Smell 
strongly raphanoid. Taste mild, raphanoid, more or less astringent. 
Basidiospores (4 collections, 149 measurements): 9.2-11.20-13.5 x 5.6-6.46-7.4 µm, Q = 1.55-1.76-2.21, 
ovo-amygdaliform, rather polymorphic and partly elongated with acute apex but not distinctly subpapillate (a 
majority of abnormally elongate basidiospores on coll. PAM06090104), bright yellow in KOH, not dextrinoid, 
ornamentation when mature warty-punctate, up to 0.3 µm high, warts low and obtuse, irregular in size, 
punctiform to shortly cristate; content with a large irregular droplet and often granular cytoplasm; episporium 
not or slightly loosening. Basidia all with 4 sterigmata, cylindro-clavate with more or less elongate base, 22-32 x 
7.5-9.5 µm; necrobasidia abundant, with amber-yellow content, usually collapsed, young and mature basidia 
usually colorless. Subhymenium thin, filamentous, 5-8 µm, made of slender hyphae 2-4 µm wide, with small 
short articles forming a weakly developed pseudoparenchymatic structure. Mediostratum regular, 80-100 µm 
wide, pale to almost colourless in KOH, made of shortly cylindrical to polygonal or strongly inflate articles 7-35 
µm wide, pale yellow, with smooth slightly thickened wall. Lamella edge sterile; cheilocystidia 28-36 (40) x 8-
9.5 µm (base) x 2 µm (neck), shortly fusi-lageniform with strongly inflated base and rather short attenuate neck 
(10-15 µm long), apex obtuse to slightly rounded, walls bright yellow especially thickened up to 0.5 µm at apex, 
without basidia found intermixed. Pleurocystidia sparse, only frequent very close to the edge but sometimes up 
to 200-300 µm from the edge, 32-40 x 6-8 µm (base) x 2 µm (neck), fusiform with longer neck than 
cheilocystidia (15 µm long), sometimes tortuous, bright yellow, arising from subhymenium, disappearing 
towards sinus. 
Pileipellis a hyphoepithelium; suprapellis 20-30 µm thick made of 1-2 layers of cylindrical to catenulate 
hyphae of 18-45 x 4.5-11 (16) µm, +/- erected towards centre, terminal article cylindrical-attenuate; walls 
yellowish to brownish on some articles, smooth. Subpellis 50-70 µm thick, very distinct, reddish ochre in KOH, 
cellular of slightly radial-ascendant orientation, made of cylindrical to polygonal or subglobose isodiametric 
articles, 15-90 x 8-30 µm, with yellow incrusted walls, especially thickened and brownish at septa. Pileic context 
reddish brown in KOH under subpellis the gradually paler, made of cylindrical hyphae 4-16 µm wide, more 
inflated towards surface, walls minutely incrusted. Stipitipellis at apex with sparse short catenulate hyphae 5-8 
µm wide, dark yellowish, with thickened strongly incrusted walls, intermixed towards apex with dense clusters 
of caulocystidia 22-28 x 10-18 µm (base) x 2-2.5 µm (neck), strongly inflated with attenuate neck 12-25 µm 
long, only slightly thick-walled (some with thickened yellow neck). Stipe context made of parallel hyphae, 3-12 
µm diam., with yellowish incrusted walls in cortex, colourless in depth; gloeoplerous hyphae sparse, more 
frequent towards base, short and rather wide (5-8 µm), dark reddish brown in KOH. Clamp connections present 
at all septa.  
SPECIMENS EXAMINED — Czech Republic, Bohemia, Prague-Radotín, under Alnus glutinosa, J. 
Borovička n° JB2010-2515; Prague, Reporyje, herb. J. Borovička BORE2008-9 (part in LIP). Estonia, 
Tartu, Jänese matkarada/Kvissentali, Alnus incana, 24 September 2010, L. Tedersoo 110319 (TU); Lülli, 
58°27.5’ N, 26°49’ E, Alnus incana, 2 October 2010, L. Tedersoo 110349 (TU). France, Ain, Vanchy, 
calcareous sand pit, under a small Alnus glutinosa in a watercourse, R. Fillion & P.-A. Moreau, 1 May 
1999, P.-A. Moreau 99050110 (LIP, as "A. pseudoscolecina"); Nord, Trélon, A. glutinosa, 25 April 1999, 
J.-J. Wuilbaut 99042503 (LIP); Zuydcoote, fixed dune, under a single Alnus glutinosa along a sandy path, 
9 November 2008, herb. P.-A. Moreau 08110901 (LIP) ; Pas-de-Calais, Evin-Malmaison, under Alnus 
incana planted in a periurban park, on wet clay-calcareous soil along a ditch, 30 October 2007, leg. A. 
Hayet & P.-A. Moreau, P.-A. Moreau 07103002 (LIP) ; Savoie, Bozel, les Perrières, under Alnus incana 
along a rivulet in a Fagus forest, 780 m, 26 August 2010, P.-A. Moreau 10082610 (LIP); Beaufort, la 
Turnaz, with young Alnus incana in a mineral river bed, 1015 m, 28 August 2010, P.-A. Moreau 
10082802 (LIP). Slovenia, Alnus incana, L. Tedersoo L7054 (TU). Sweden, Jamtland, Östersund, 
Rannåson, Alnus incana on calcareous gravel, 26 September 2007, leg. H. Lindström, H. Lindström 
06.373 (part in LIP); Skåne, Ivö, Ivö klack, 56.139766 N, 14.403568 E, under Alnus incana, Salix and 
Betula on calcareous clay, poor in organic matter, 22 October 2010, K. Gillen, K. Hansen, L. Örstadius 
and I. Olariaga, F-176866 (S, as “Alnicola cf. escharoides”. Switzerland, Graubünden, Filisur, leg. U. 
Peintner, IB1998/0446 (IB, as "Alnicola escharoides"); Rothenbrunnen, under Alnus incana on black 
alluvions, alt. 600 m, leg. P.-A. Moreau & B. Senn-Irlet, 1 September 2006, P.-A. Moreau 06090101 
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(LIP, holotype) and 06090104; Alvaneu-Bad, under Alnus incana, 600 m, 1 September 2006, leg. V. 
Queloz, P.-A. Moreau 04090104 (LIP) ; Bern, Kandersteg, Filfalle, 1200 m, Alnus incana on calcareous 
soil, 30 September 2003, leg. H. Woltsche, P.-A. Moreau (LIP); idem, A. incana along a stream, on black 
alluvions, 22 July 2004, leg. B. Senn-Irlet & P.-A. Moreau, P.-A. Moreau 04072201 (LIP). 
GENBANK ACCESSION NUMBERS — ITS1-5.8S-ITS2: AF325630, AF325630 (Moreau et al. 2006), 
HQ714705, HQ714709, HQ714765 (Rochet et al. 2011); GPD: HQ714627, HQ714628, HQ714648 
(Rochet et al. 2011) ; RPB2 : HQ714839, HQ714844, HQ714889 (Rochet et al. 2011) ; V9 : HQ714530, 
HQ714534, HQ714581 (Rochet et al. 2011). 
ECOLOGY AND DISTRIBUTION— With Alnus incana, more rarely A. glutinosa, usually on mineral-rich 
substrates, typically on black alluviums on river banks in alpine valleys (Alps), also on coastal calcariferous 
sands (Northern France) or chalk in disturbed continental sites; known from lowland to mountainous altitudes 
(1200 m), from France to Estonia. Probably strictly basophilic, widespread in Europe and locally abundant. 
OBSERVATIONS — This species is easily recognizable in the field by its generalized yellow colour when 
young, persistent in lamellae with age, non-striate pileus, and a preferential ecology on basic mineral-rich 
sedimentary substrates. It is typically found under Alnus incana on river banks in alpine regions, where it seems 
frequent and locally dominant, but also in plantations on calcareous soil, and a single collection from calcareous 
sand dunes under Alnus glutinosa in Northern France, what suggests an oro-septentrional distribution. It has 
probably been misidentified as Alnicola escharoides by various mycologists, despite of mild taste, and shorter 
basidiospores and cystidia than usually described for this variously interpreted species (Moreau, 2005; 
Fernández Sasia & Moreau, 2011). 
The closest species is A. longicystis, which has the same biogeographical distribution but seems to prefer 
humus-rich or more acidic soils. Macroscopically it can be possible to misidentify old or single specimens of the 
two species; microscopically cystidia shape and size make a clear distinction between both. Analysis of ITS 
sequences clearly separates both species (Rochet et al. 2011). 
Discussion 
The identity of Alnicola badia 
Alnicola badia Kühner is one of the commonest Agaricales associated with Alnus alnobetula, one of the 
first (with A. luteolofibrillosa and A. submelinoides; Kühner 1931) described under this plant, and paradoxically 
one of the less documented in the difficult genus Alnicola. Kühner (1926) described A. badia on a single 
collection, a precision he provided later (1931: 239): "(…) récolte unique sur laquelle nous avions cru pouvoir 
baser une espèce indépendante de N. escharoides"), with a detailed description of this unique material. The 
locality "Praz Joseph" is close to the village of Bozel (Savoie), at low subalpine level (around 1500 m), exposed 
N, and the only alder species found there is Alnus alnobetula. In this locality Kühner also found two species 
exclusively found with Alnus alnobetula (Basso 1999): Lactarius subalpinus Kühner (Kühner 1928, pl. XXII, a 
synonym of L. alpinus Peck) and L. lepidotus Hesler & A.H. Sm. (illustrated by Kühner 1929, pl. XXVII, as 
"Lactarius griseus Peck"). 
Unfortunately, this single collection could not give the young Kühner a clear concept of his Alnicola 
badia, and at that time he was not experienced in lowland alnicolous fungi. At the opposite, his friend Marcel 
Josserand, an active hobby mycologist prospecting wet lowland forests around Lyon, was experienced in a 
common species identified by René Maire as “Tubaria umbrina” (Maire 1928), found abundantly under Alnus 
glutinosa. Josserand was convinced that Alnicola badia and Tubaria umbrina were synonyms, and did his best to 
convince Maire and Kühner of his opinion (unpublished correspondence, coll. R. Kühner, G, and coll. R. Maire, 
MPU). Kühner (1931: 250) hesitated to synonymize both taxa, and finally admit Josserand’s point of view 
(Kühner 1942: 1). He also rejected his own genus name Alnicola under the influence of Maire (in Maire, 1937) 
and both formalized the synonymy between A. badia and A. umbrina into a collective new name: Naucoria 
phaea Maire & Kühner. 
Despite his affirmations, Kühner's numerous unpublished notes and collections prove that he had never 
been really convinced with this synonymy, but failed to precise the limits of his A. badia. The unpublished 
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names "A. phaeodisca", "A. subescharoides", "A. alnobetulae", "A. phaea de 1961" etc. in his abundant notes on 
collections made after 1954 under Alnus alnobetulae show his repeated attempts to seriate his collections and to 
separate them from the common lowland species A. umbrina, to which he had become familiar after 1942. But 
he never performed this challenge (Kühner, 1981) and never published any precision about A. badia after 1931. 
The epithet name "badia" is in fact quite deceptive for a species typically bicolor when fresh, only turning 
red brown with age or by detersion. We formerly (Moreau 2006a; Moreau et al. 2006) interpreted it erroneously 
as a dark-coloured species (provisionally named “A. badiofusca” in Rochet et al. 2011), before having perceived 
the importance of pileus structure and pigmentation for the distinction of these species. Before having found how 
to clearly separate these two species, we had already intuitively separated them in the field by their general 
colours and pileus striations under the respective field names "A. badia pâle [light]" or “A. badia bicolore”(A. 
badia) and "A. badia sombre [dark]" or "A. badia rouge [red]" (A. badiofusca). The type collection of A. badia 
(herb. R. Kühner, G) is scarce, only made of two fragmented pilei, but fortunately we could precisely observe 
pileipellis (typically catenulate with mainly smooth pigmentation) and basidiospores, and establish identity with 
our own collections. 
Morphology and ecology in the Alnicola badia-complex 
Alnicola badia, strictly associated with Alnus alnobetula, is not a very distinctive species regarding 
morphological characters. With the two other species described here, associated with Alnus glutinosa and A. 
incana, it forms a small group of mainly orophilic species, sharing the following characteristics: lack of reddish, 
ferruginous or fulvous tinges, absence of trace of partial veil, mild taste, abundant necrobasidia, cheilocystidia 
with thickened wall and neck partly filled with yellow content, pleurocystidia around lamella edge, and medium-
sized amygdaliform basidiospores with low punctuate ornamentation. 
Alnicola longicystis is physionomically closest to A. badia, and exaggerates its distinctive features: the 
pileus is distinctly bicolor (especially on young specimens) and yellow tones in young lamellae are more 
pronounced and contrast strongly with the typical grey-brown apex of stipe. Its distribution is apparently wide 
but irregular, especially frequent under Alnus incana in the Alps but also found occasionallyunder Alnus 
glutinosa on peaty ground in lowlands, also observed at mountainous level in Pyrenees where Alnus glutinosa 
fills the natural niche of A. incana as known from the Alps. When Alnus alnobetula and A. incana grow 
intermixed, as in some localities in the Alps, the grayish to only pale cream-yellow colour of lamellae and the 
only weakly striate pileus of A. badia are good field characters compared to the clearly yellowish lamellae and 
distinctly striate pileus of young specimens of A. longicystis. Old or washed specimens are almost impossible to 
recognize without a rigorous microscopic analysis. 
Alnicola xanthophylla is also a very distinct species, easily separated from A. longicystis (with which it 
can grow closely intermixed in wet peaty Alnus-Picea forests on rich ground, as observed in several sites in 
Savoy) by uniformly yellow colors of fresh sporocarps, pileus hardly striate, and absence of gray color at stipe 
apex even on youngest stages. Both species must not been confused with Alnicola striatula (P.D. Orton) 
Romagn., a species with pale colors (not bright yellow; Orton 1960: 322), striate pileus, “amygdaliform-
limoniform” and verrucose basidiospores and lanceolate cystidia, which belongs to the Alnicola umbrina-
complex (see Moreau, 2004, 2006). An updated identification key including the new taxa described here will be 
the object of a further publication. 
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Figure 1: Alnicola badia Kühner (PAM09082204, LIP). a: basidiospores; b: portion of 
hymenium with basidia and subhymenium; c: cheilocystidia; d: pleurocystidia; e: 
pileipellis, radial cut; b: stipitipellis at stipe apex (radial cut). Scale bar = 10 µm. 
 
Figure 2: Alnicola badia Kühner. Holotype (R. Kühner 9.100, G). a: basidiospores; b: 







Figure 3: Alnicola longicystis P.-A. Moreau et al. (PAM 05082501, holotype, LIP). a: 
basidiospores; b: portion of hymenium with basidia, pleurocystidia and 
subhymenium; c: cheilocystidia; d: pleurocystidia; e: pileipellis, radial cut; e: 
stipitipellis at stipe apex, radial cut. Scale bar = 10 µm. 
 
Figure 4: Alnicola xanthophylla P.-A. Moreau et al. (PAM 06090101, holotype, LIP). 
a: basidiospores; b: portion of hymenium with basidia and subhymenium; c: 
cheilocystidia; d: pleurocystidia; e: pileipellis, radial cut; e: stipitipellis at stipe 





Table 1: Main distinctive features of Alnicola badia, A. longicystis and A. xanthophylla. 
 







straw ochre at 
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Pileus striation Late in age To centre even 
when young 
Faintly with age 





then glabrous, +/- 
cracking 
Lamellae 20-30 (1-2), pale 




20-26 (2-3), butter 
yellow 
Stipe Pale grey +/- 
darker at apex, 
darkening with 
age 

















Taste Mild Mild Mild, +/- astringent 
Cheilocystidia 38-50 x 4.5-8 x 2-
2.5 µm, neck 9-26 
µm, yellow wall 
45-55 x 6.5-8 x 
1.5-2 µm, neck 
18-38 µm, partly 
with yellow wall 
28-36 x 8-9.5 x 2 
µm, neck 10-15 
µm long, with 
bright yellow wall 
























subpellis 50-70 µm 
thick 
Pigment Smooth to 
punctuate 
Smooth Incrusted in 
subpellis, smooth 
in suprapellis 



















Host-trees Alnus alnobetula Alnus glutinosa, 
A. incana, on 
humus-rich or 
acidic soil 
Alnus glutinosa, A. 
incana, mainly on 






Table 2 : spore measurements in some representative collections. Spores are measured on natural spore deposits on stipe of medium-aged sporocarps, except: * old specimen; ** young 
specimen. L = Length, W=Width, Q = quotient (L/W). mn = minimal observed measure; av= average, mx = maximal observed measure; 1/10 and 9/10 = respectively estimated values 
of 1st and 9th deciles (Fannechère, 2005). 






















Qmn Q1/10 Qav Q9/10 Qmx 
A. badia 
04101206  
34 7.23 7.54 8.12 8.71 8.98 4.25 4.35 4.8 5.19 5.44 1.42 1.58 1.7 1.85 1.93 
A. badia 
07090905 
21 9.57 10.27 11.09 12.03 12.24 5.9 6.03 6.62 7.11 7.2 1.5 1.55 1.68 1.85 1.91 
A. badia 
09082204 
77 8.4 8.8 9.68 10.27 10.8 5.32 5.57 6.07 6.58 6.91 1.41 1.47 1.6 1.71 1.93 
A. longicystis 
04092201 
30 9.4 9.7 11.1 11.9 12.2 5.4 5.5 6.22 6.7 7.0 1.57 1.64 1.79 1.94 2.09 
A. longicystis 
04092401 
40 9.0 9.6 10.88 12.3 13.2 4.8 5.4 5.86 6.5 7.0 1.58 1.69 1.86 2.10 2.24 
A. longicystis 
05082501 * 
120 9.5 9.9 10.9 11.9 14.5 5.6 5.8 6.29 6.8 8.5 1.52 1.60 1.74 1.88 2.06 
A. longicystis 
05082501 ** 























Extrait de la « base de données carpophores » utilisée dans notre 
étude :  
 
Pour chaque specimen, les informations suivantes sont précisées :  
(i) nom d’espèce ;  
(ii) numéro dans l’herbier ;  
(iii) code de l’échantillon lors des analyses moléculaires ;  
(iv) informations sur le site où le spécimen a été prélevé : pays, région puis localité;  
(v) identité de la plante hôte ;  
(vi) numéro d’accession dans la GenBank après dépôt de la séquence pour chaque marqueur 
moléculaire séquencé. 
 
Plus de 400 spécimens ont ainsi été intégrés à la base de données.  
 
Cet extrait correspond aux données fournies en tant que matériel supplémentaire dans l’article 





Nom N° herbier N°ADN Pays Région  Localité 
Arbre 
hôte Référence 
Code accession GenBank 
ITS GPD RPB2 V9 
HYMENOGASTRACEAE 
Alnicola badiofusca P.-A. Moreau ad 




HQ714798   
Alnicola badiofusca P.-A. Moreau ad 




HQ714816   
Alnicola badia Kühner PAM03.13 13 F Savoie Bourg-Saint-Maurice Aalnobet 
25 (Alnicola 
badia) AY900036 HQ714596 HQ714796   
Alnicola badia Kühner PAM03082102 15 F Savoie Bourg-Saint-Maurice Aalnobet This study HQ714656 HQ714597 HQ714797   
Alnicola badia Kühner PAM0410120 510 F Corse du Sud Bocca Palmente Asuav This study HQ714657 HQ714598 HQ714799 HQ714500 
Alnicola badia Kühner PAM04101206 513 F Corse du Sud Bocca Palmente Asuav This study HQ714658 HQ714599 HQ714800   
Alnicola aff. badiofusca P.-A. Moreau 
ad int. PAM05091004 521 F Corse du Sud Bastelica Asuav This study HQ714659 HQ714600 HQ714801   
Alnicola pseudosalabertii P.-A. Moreau 
ad int. PAM05082811 533 A Südtirol Obergurgl Aalnobet This study HQ714660 HQ714601 HQ714802   
Alnicola pallidifoliaP.-A. Moreau ad 
int. PAM05082809 535 A Südtirol Obergurgl Aalnobet This study HQ714661 
 
HQ714803   
Alnicola pallidifoliaP.-A. Moreau ad 
int. PAM05082810b 536 A Südtirol Obergurgl Aalnobet This study HQ714662 
 
HQ714804 HQ714501 
Alnicola pallidifoliaP.-A. Moreau ad 
int. PAM05082715 537 A Südtirol Obergurgl Aalnobet This study HQ714663 HQ714602 
 
  
Alnicola badiaKühner PAM05082707 538 A Südtirol Obergurgl Aalnobet This study HQ714664 HQ714603 HQ714805   
Alnicola pallidifoliaP.-A. Moreau ad 
int. PAM05082810 539 A Südtirol Obergurgl Aalnobet This study HQ714665 HQ714604 HQ714806 HQ714502 
Alnicola pallidifoliaP.-A. Moreau ad 
int. PAM05082716 540 A Südtirol Obergurgl Aalnobet This study HQ714666 
 
HQ714807   
Alnicola longicystis P.-A. Moreau ad 
int. PAM04092401 542 F Haute-Savoie Argentière Ainc This study HQ714667 HQ714605 HQ714808   
Alnicola longicystis P.-A. Moreau ad 
int. PAM05082501 543 I Trentino Balsega di Pinè Ainc This study HQ714668 HQ714606 HQ714809   
Alnicola pallidifoliaP.-A. Moreau ad 
int. PAM05082715 546 A Südtirol Obergurgl Aalnobet This study HQ714669 HQ714607 HQ714810   
Alnicola badiaKühner PAM05082717 547 A Südtirol Obergurgl Aalnobet This study HQ714670 HQ714608 HQ714811   
Alnicola subconspersa (P.D. Orton) 
Bon PAM06082704 567 F Isère 
Saint-Siméon-de-
Bressieu Aglut This study HQ714671 HQ714609 HQ714812 HQ714503 
Alnicola striatula (P.D. Orton) 
Romagn. PAM06102102 583 F Pas-de-Calais Clairmarais Aglut This study HQ714672 HQ714610 HQ714813 HQ714504 
Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM06102205 584 F Aisne Saint-Quentin Aglut This study HQ714673 HQ714611 HQ714814 HQ714505 
Alnicola luteolofibrillosa «2» PAM06102208 590 F Aisne Saint-Quentin Aglut This study HQ714674 HQ714612 HQ714815 HQ714506 
Alnicola badiofusca P.-A. Moreau ad 
int. PAM07082631 610 F Savoie Landry Aalnobet This study HQ714675 HQ714613 HQ714817 HQ714507 
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Alnicola badia Kühner PAM07082637 611 F Savoie Landry Aalnobet This study HQ714676 HQ714614 HQ714818 HQ714508 
Alnicola badiofusca P.-A. Moreau ad 
int. PAM07082624 612 F Savoie Bourg-Saint-Maurice Aalnobet This study HQ714677 HQ714615 HQ714819 HQ714509 
Alnicola luteolofibrillosa Kühner PAM07082631 613 F Savoie Landry Aalnobet This study HQ714678 HQ714616 HQ714820 HQ714510 
Alnicola luteolofibrillosa Kühner PAM07082627 614 F Savoie Bourg-Saint-Maurice Aalnobet This study HQ714679 HQ714617 HQ714821 HQ714511 
Alnicola luteolofibrillosa «2» ALB08.2 PJ275 F 
Pyrénées-
Orientales Amélie-les-Bains Aglut This study HQ714680 
  
  
Alnicola badiofusca P.-A. Moreau ad 
int. PAM07090502 S035 F Haute-Corse Casamacchioli Asuav This study HQ714689 HQ714619 HQ714826   
Alnicola luteolofibrillosa «2» PAM07090307 S037 F Haute-Corse Casamacchioli Asuav This study HQ714690 
  
  
Alnicola luteolofibrillosa «2» PAM07080901 S063 F Corse du Sud Bastelica Asuav This study HQ714700 HQ714625 HQ714835 HQ714524 
Alnicola sphagneti (P.D. Orton) 
Romagn. PAM06102603 S100 F Nord Saint-Amand-les-Eaux Aglut This study HQ714703 HQ714626 HQ714837 HQ714528 
Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM06111008 S101 F Nord Raismes Aglut This study HQ714704 
 
HQ714838 HQ714529 
Alnicola xanthophylla P.-A. Moreau ad 
int. PAM07103002 S106 F Pas-de-Calais Evin-Malmaison Ainc This study HQ714705 HQ714627 HQ714839 HQ714530 
Alnicola geraniolens Courtec. PAM07012501 S108 F Nord Don Salix spp. This study HQ714706 
 
HQ714840   
Alnicola dubis P.-A. Moreau & 
Vidonne PAM07.01 S110 F Gironde 
Préchac, château de 
Cazeneuve Aglut This study HQ714707 
 
HQ714841 HQ714531 
Alnicola xanthophylla P.-A. Moreau ad 
int. PAM08082805 S121 F Savoie Séez Ainc This study HQ714709 HQ714628 HQ714844 HQ714534 
Alnicola badiofusca P.-A. Moreau ad 
int. PAM08082710 S122 F Savoie Hauteluce (Col du Joly) Aalnobet This study HQ714710 
 
HQ714845 HQ714535 
Alnicola silvae-novae (D.A. Reid) 
Courtec. PAM08082908 S130 F Savoie Le Bourget-en-Huile Aglut This study HQ714715 
 
HQ714849 HQ714540 
Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM08083005 S149 F Isère Le Grand Lemps Aglut This study HQ714720 
 
HQ714852 HQ714544 
Alnicola luteolofibrillosa «2» PAM08090307 S164 F Corse du Sud Bastelica Asuav This study HQ714724 HQ714630 HQ714856 HQ714548 
Alnicola badiofusca P.-A. Moreau ad 
int. PAM08090308 S165 F Corse du Sud Bastelica Asuav This study HQ714725 HQ714631 HQ714857   
Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM06090503 S180 F Isère 
Saint-Siméon-de-
Bressieu Aglut This study HQ714727 HQ714632 HQ714859 HQ714550 
Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM08090515 S192 F Haute-Corse Asco Aglut This study HQ714732 HQ714633 HQ714863 HQ714554 
Alnicola citrinella P.-A. Moreau ad int. PAM08100405 S199 F Orne Bellême Aglut This study HQ714733 HQ714634 HQ714864 HQ714555 
Alnicola citrinella P.-A. Moreau ad int. PAM08100405 S200 F Orne Bellême Aglut This study HQ714734 HQ714635 HQ714865 HQ714556 
Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM08100406 S201 F Orne Bellême Aglut This study HQ714735 
 
HQ714866 HQ714557 
Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM08100406 S202 F Orne Bellême Aglut This study HQ714736 
 
HQ714867 HQ714558 
Alnicola subconspersa (P.D. Orton) 
Bon EDB08101301 S209 F Aude Belcaire Aglut This study HQ714740 
 
HQ714871 HQ714562 
Alnicola subconspersa (P.D. Orton) 





Alnicola subconspersa (P.D. Orton) 
Bon EDB08101303 S211 F Aude Belcaire Aglut This study HQ714742 
 
HQ714873 HQ714564 
Alnicola subconspersa (P.D. Orton) 
Bon EDB08101304 S212 F Aude Belcaire Aglut This study HQ714743 
 
HQ714874 HQ714565 
Alnicola subconspersa (P.D. Orton) 
Bon EDB08101305 S213 F Aude Belcaire Aglut This study HQ714744 
 
HQ714875 HQ714566 
Alnicola umbrina (Maire) Kühner EDB08101306 S214 F Aude Belcaire Aglut This study HQ714745 
 
HQ714876   
Alnicola umbrina (Maire) Kühner EDB08101307 S216 F Aude Belcaire Aglut This study HQ714746 HQ714636 HQ714877 HQ714567 
Alnicola umbrina (Maire) Kühner EDB08101310 S218 F Aude Belcaire Aglut This study HQ714747 HQ714637 HQ714878 HQ714568 
Alnicola citrinella P.-A. Moreau ad int. EDB08101408 S226 F Aude Belcaire Aglut This study HQ714749 HQ714638 HQ714880 HQ714570 
Alnicola citrinella P.-A. Moreau ad int. EDB08101409 S227 F Aude Belcaire Aglut This study HQ714750 HQ714639 HQ714881 HQ714571 
Alnicola luteolofibrillosa «2» EDB08101410 S231 F Aude Belcaire Aglut This study HQ714751 
 
HQ714882 HQ714572 
Alnicola luteolofibrillosaKühner MD08100110 S242 F Savoie Bessans Aalnobet This study HQ714753 HQ714640 HQ714883 HQ714574 
Alnicola luteolofibrillosaKühner MD09100113 S245 F Savoie Bessans Aalnobet This study HQ714754 
 
HQ714884 HQ714575 
Alnicola badiaKühner MD08100119 S250 F Savoie Bessans Aalnobet This study HQ714755 
  
  
Alnicola badiaKühner MD08100121 S251 F Savoie Bessans Aalnobet This study HQ714756 
  
  
Alnicola longicystis P.-A. Moreau ad 
int. MD08100123 S253 F Savoie Bessans Ainc This study HQ714757 HQ714641 HQ714885 HQ714576 
Alnicola umbrina (Maire) Kühner GC03100203 S261 F Hautes-Pyrénées Lourdes Aglut This study HQ714759 HQ714642 
 
  
Alnicola sphagneti (P.D. Orton) 
Romagn. PAM08100701 S268 F Nord Saint-Amand-les-Eaux Aglut This study HQ714761 HQ714643 
 
  
Alnicola sphagneti (P.D. Orton) 
Romagn. PAM08100702 S269 F Nord Saint-Amand-les-Eaux Aglut This study HQ714762 HQ714644 HQ714886 HQ714579 
Alnicola citrinella P.-A. Moreau ad int. PAM081010 S270 F Nord Marchiennes Aglut This study HQ714763 HQ714645 HQ714887   
Alnicola sphagneti (P.D. Orton) 
Romagn. PAM08101001 S271 F Nord Marchiennes Aglut This study HQ714764 HQ714646 HQ714888 HQ714580 
Alnicola salabertiiP.-A. Moreau & Guy 
Garcia PAM05102602 S277 F Corse du Sud Vizzavona Acord This study AY900111 HQ714647 
 
  
Alnicola xanthophylla P.-A. Moreau ad 
int. PAM08110901 S282 F Nord Zuydcoote Aglut This study HQ714765 HQ714648 HQ714889 HQ714581 
Alnicola geraniolens Courtec. PAM07111501 S301 F Nord Don Salix spp. This study HQ714774 HQ714655 HQ714897   
Alnicola badiaKühner PAM09082204 S329 F Savoie Crest-Voland Aalnobet This study HQ714781 
  
HQ714589 
Alnicola pseudosalabertii P.-A. Moreau 
ad int. PAM09082701 S330 F Savoie Beaufort Aalnobet This study HQ714782 
  
HQ714590 
Alnicola pseudosalabertii P.-A. Moreau 
ad int. PAM09082706 S332 F Savoie Beaufort Aalnobet This study HQ714783 
  
HQ714591 
Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM SU0601 S356 SW Uppland Rickebasta Aglut This study HQ714786 
  
HQ714592 





Alnicola umbrina (Maire) Kühner JG04090412 S387 F Gironde Belin-Béliet Aglut This study 
   
HQ714595 
Alnicola umbrina (Maire) Kühner JG04090418 S390 F Gironde Belin-Béliet Aglut This study HQ714790 
  
  
Alnicola umbrina (Maire) Kühner JG0410029 S395 F Gironde Belin-Béliet Aglut This study HQ714791 
  
  
Alnicola umbrina (Maire) Kühner JG0410231 S398 F Gironde Belin-Béliet Aglut This study HQ714792 
  
  
Alnicola longicystis P.-A. Moreau ad 
int. PAM09091001 S410 F Pas-de-Calais Boulogne-sur-Mer Aglut This study HQ714795 
  
  
Alnicola umbrina (Maire) Kühner GLM37718 
 
D Sachsen Kleindehsa NE Asp 




Alnicola badiaKühner HG03080101 
 





Alnicola luteolofibrillosaKühner IB19711024 
 





Alnicola luteolofibrillosaKühner IB19810350 
 





Alnicola sphagneti (P.D. Orton) 
Romagn. IB19810363 
 















Alnicola badiofusca P.-A. Moreau ad 
int. IB19960018 
 





Alnicola pseudosalabertii P.-A. Moreau 
ad int. IB19980234 
 





Alnicola xanthophylla P.-A. Moreau ad 
int. IB19980446 
 





Alnicola badiofusca P.-A. Moreau ad 
int. IB19990772 
 





Alnicola pseudosalabertii P.-A. Moreau 
ad int. IB830194 
 





Alnicola subconspersa (P.D. Orton) 
Bon JCD106 
 






Alnicola striatula (P.D. Orton) 
Romagn. JG03011204 
 





Alnicola xanthophylla P.-A. Moreau ad 
int. JJW99042503 
 
F Nord Trélon Aglut 





Alnicola sp. MTS4766 
 
USA Washington Seabeck, Big Beef Creek Alnus sp. 




Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM00073103 
 





Alnicola badiofusca P.-A. Moreau ad 
int. PAM03.04b 
 
CH Graubünden Bergun Aalnobet 




Alnicola badiaKühner PAM03.05b 
 





Alnicola badiaKühner PAM03.07 
 





Alnicola badiofusca P.-A. Moreau ad 
int. PAM03.09 
 





Alnicola badiofusca P.-A. Moreau ad 
int. PAM03.10 
 







Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM03.100 
 





Alnicola longicystis P.-A. Moreau ad 
int. PAM03.101 
 
F Landes Ondres Aglut 




Alnicola longicystis P.-A. Moreau ad 
int. PAM03.102 
 
F Landes Ondres Aglut 




Alnicola luteolofibrillosaKühner PAM03.10b 
 





Alnicola luteolofibrillosaKühner PAM03.12 
 





Alnicola cholea Kühner PAM03.14 
 
F Savoie Bourg-Saint-Maurice 
Salix 
herbacea 




Alnicola badiaKühner PAM03.16 
 





Alnicola luteolofibrillosaKühner PAM03.19 
 





Alnicola subconspersa (P.D. Orton) 
Bon PAM03.21 
 
F Savoie Saint-Jean-de-Chevelu Aglut 




Alnicola subconspersa (P.D. Orton) 
Bon PAM03.23 
 





Alnicola subconspersa (P.D. Orton) 
Bon PAM03.24 
 





Alnicola subconspersa (P.D. Orton) 
Bon PAM03.26 
 





Alnicola subconspersa (P.D. Orton) 
Bon PAM03.27 
 





Alnicola badiaKühner PAM03.28 
 
F Savoie Bourg-Saint-Maurice Aalnobet 




Alnicola citrinella P.-A. Moreau ad int. PAM03.28 
 





Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM03.29 
 
F Savoie La Motte-Servolex Aglut 




Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM03.34 
 





Alnicola subconspersa (P.D. Orton) 
Bon PAM03.35 
 





Alnicola subconspersa (P.D. Orton) 
Bon PAM03.37 
 






Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM03.40 
 





Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM03.49 
 





Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM03.50 
 





Alnicola subconspersa (P.D. Orton) 
Bon PAM03.53 
 





Alnicola subconspersa (P.D. Orton) 
Bon PAM03.54 
 





Alnicola subconspersa (P.D. Orton) 
Bon PAM03.55b 
 





Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM03.56 
 







Alnicola citrinella P.-A. Moreau ad int. PAM03.64 
 





Alnicola subconspersa (P.D. Orton) 
Bon PAM03.66 
 





Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM03.81 
 






Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM03.82 
 






Alnicola scolecina (Fr.) Romagn. PAM03.87 
 






Alnicola subconspersa (P.D. Orton) 
Bon PAM03.87 
 






Alnicola luteolofibrillosa «2» PAM03.89 
 





Alnicola salabertiiP.-A. Moreau & Guy 
Garcia PAM03.93b 
 





Alnicola citrinella P.-A. Moreau ad int. PAM03.99 
 





Alnicola subconspersa (P.D. Orton) 
Bon PAM03100201 
 






Alnicola salabertiiP.-A. Moreau & Guy 
Garcia PAM03102993 
 





Alnicola badiofusca P.-A. Moreau ad 
int. PAM04.16 
 
CH Graubünden Bergun Aalnobet 




Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM04.185 
 





Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM04.187 
 
F Pas-de-Calais Merlimont Aglut 
25 (Alnicola 
umbrina)  AY900071 
  
  
Alnicola umbrina (Maire) Kühner PAM06.186 
 





Alnicola aff. luteolofibrillosa Kühner PBM866 
 
USA Washington 
Hazel Creek Wetlands, 





Alnicola citrinella P.-A. Moreau ad int. PC10/123 
 





Alnicola umbrina (Maire) Kühner YD03092001 
 
F Nord Trélon Aglut 





Lactarius alpinus Peck PAM06082611 S006 F Savoie Bourg-Saint-Maurice Aalnobet This study HQ714681 
  
HQ714512 
Lactarius cyathuliformis Bon PAM06082710 S007 F Isère 
Saint-Siméon-de-
Bressieu Aglut This study HQ714682 
 
HQ714822 HQ714513 
Lactarius omphaliformis Romagn. PAM06082709 S013 F Isère 
Saint-Siméon-de-
Bressieu Aglut This study HQ714683 
 
HQ714823 HQ714514 
Lactarius alpinus Peck PAM07082623 S028 F Savoie Bourg-Saint-Maurice Aalnobet This study HQ714685 
  
  
Lactarius alpinus Peck PAM07082636 S031 F Savoie Landry Aalnobet This study HQ714687 
  
HQ714515 
Lactarius brunneohepaticus M.M. 
Moser PAM07082635 S032 F Savoie Landry Aalnobet This study HQ714688 
 
HQ714825 HQ714516 
Lactarius brunneohepaticus M.M. 
Moser PAM07090606 S046 F Haute-Corse Casamacchioli Asuav This study HQ714693 
 
HQ714829   





Lactarius brunneohepaticus M.M. 
Moser PAM07090510 S048 F Haute-Corse Casamacchioli Asuav This study HQ714695 
 
HQ714831   
Lactarius obscuratus (Lasch: Fr.) Fr. PAM00071512 S078 F Savoie Le Bourget-en-Huile Aglut This study 
   
  
Lactarius cyathuliformis Bon PAM04101108 S082 F Haute-Corse Verghello Aglut This study HQ714701 
 
HQ714836 HQ714526 
Lactarius brunneohepaticus M.M. 
Moser PAM06090207 S098 CH Graubünden Bergun Aalnobet This study HQ714702 
  
HQ714527 
Lactarius cyathuliformis Bon PAM07110701 S111 F Nord Thumeries Aglut This study 
  
HQ714842 HQ714532 
Lactarius cyathuliformis Bon PAM08071401 S112 F Nord Marchiennes Aglut This study HQ714708 
 
HQ714843 HQ714533 
Lactarius lepidotus Hesler & A.H. Sm. PAM08082711 S127 F Savoie Beaufort Aalnobet This study HQ714712 
 
HQ714847 HQ714537 
Lactarius lilacinus (Lasch: Fr.) Fr. PAM08082807 S128 F Savoie Beaufort Ainc This study HQ714713 
  
HQ714538 
Lactarius obscuratus (Lasch: Fr.) Fr. PAM08082806 S129 F Savoie Beaufort Ainc This study HQ714714 
 
HQ714848 HQ714539 
Lactarius lilacinus (Lasch: Fr.) Fr. PAM08082911 S134 F Savoie Le Bourget-en-Huile Aglut This study HQ714716 
  
HQ714541 
Lactarius cyathuliformis Bon PAM08082910 S135 F Savoie Le Bourget-en-Huile Aglut This study HQ714717 
 
HQ714850 HQ714542 
Lactarius obscuratus (Lasch: Fr.) Fr. PAM08082902 S136 F Savoie Le Bourget-en-Huile Aglut This study HQ714718 
  
  
Lactarius omphaliformis Romagn. PAM08083009 S148 F Isère Saint-Laurent-du-Pont Aglut This study HQ714719 
 
HQ714851 HQ714543 
Lactarius lepidotus Hesler & A.H. Sm. PAM08090304 S161 F Corse du Sud Bastelica Asuav This study HQ714722 
 
HQ714854 HQ714546 
Lactarius brunneohepaticus M.M. 
Moser PAM08090306 S163 F Corse du Sud Bastelica Asuav This study HQ714723 
 
HQ714855 HQ714547 
Lactarius brunneohepaticus M.M. 
Moser PAM08090315 S169 F Corse du Sud Bastelica Asuav This study HQ714726 
 
HQ714858 HQ714549 
Lactarius omphaliformis Romagn. PAM08090505 S182 F Haute-Corse Ponte Leccia Aglut This study HQ714728 
  
  
Lactarius cyathuliformis Bon PAM08090507 S184 F Haute-Corse Ponte Leccia Aglut This study HQ714729 
 
HQ714860 HQ714551 
Lactarius omphaliformis Romagn. PAM08090510 S187 F Haute-Corse Ponte Leccia Aglut This study HQ714730 
 
HQ714861 HQ714552 
Lactarius obscuratus (Lasch: Fr.) Fr. PAM08100408 S204 F Orne Bellême Aglut This study HQ714737 Submitted HQ714868 HQ714559 
Lactarius cyathuliformis Bon PAM08100409 S205 F Orne Bellême Aglut This study HQ714738 
 
HQ714869 HQ714560 
Lactarius obscuratus (Lasch: Fr.) Fr. PAM07100410 S206 F Orne Bellême Aglut This study HQ714739 
 
HQ714870 HQ714561 
Lactarius lilacinus (Lasch: Fr.) Fr. EDB08101401 S219 F Aude Belcaire Aglut This study HQ714748 
 
HQ714879 HQ714569 
Lactarius alpinus Peck MD08100109 S241 F Savoie Bessans Aalnobet This study HQ714752 
  
HQ714573 
Lactarius obscuratus (Lasch: Fr.) Fr. GC03090105 S256 F Hautes-Pyrénées Lesponne Aglut This study HQ714758 
  
HQ714577 
Lactarius cyathuliformis Bon GC04090302 S262 F Hautes-Pyrénées Lesponne Aglut This study HQ714760 
  
HQ714578 
Lactarius brunneohepaticus M.M. 
Moser PAM08082102 S290 F Savoie Bourg-Saint-Maurice Aalnobet This study HQ714771 
 
HQ714895 HQ714586 
Lactarius brunneohepaticus M.M. 





Lactarius alpinus Peck PAM09082203 S343 F Savoie Les Saisies Aalnobet This study HQ714784 
  
  
Lactarius cyathuliformis Bon PAM09082105 S347 F Savoie Le Bourget-en-Huile Aglut This study HQ714785 
  
  
Lactarius alpinus Peck PAM08090325 S369 F Corse du Sud Bastelica Asuav This study HQ714788 
  
HQ714593 
Lactarius alpinus Peck PAM07090122 S375 F Haute-Corse Casamaccioli Asuav This study HQ714789 
  
HQ714594 
Lactarius acris (Bolton: Fr.) Gray EU014, UPS   
    
This study DQ421988 
 
DQ421922   
Lactarius camphoratus (Bull.: Fr.) Fr. UE04.09.2004-5, UPS 




DQ421933   
Lactarius citriolens Pouzar UE20.09.2004-03, UPS 




DQ421931   
Lactarius flexuosus (Pers.: Fr.) Gray UE06.09.2002-1, UPS 




DQ421925   
Lactarius fuliginosus (Krapf: Fr.) Fr. fo46889, TUB 
 
D Bayern Unterjoch 
 
This study UDB000389 
  
  
Lactarius luculentus Burl. UBC F253 12 
 
CAN 
   
This study EU486450 
  
  
Lactarius pterosporus Romagn. KF01-55, C 
 
DK Zeeland Bromme Plantage This study UDB000057 
  
  
Lactarius pubescens Fr. UE15.09.2002-2, UPS 




DQ421929   
Lactarius quieticolor Romagn. UE10.09.2004-1, UPS 




DQ421930   
Lactarius romagnesii Bon UE29.09.2002-6, UPS 




DQ421923   
Lactarius subsericatus Bon UE11.10.2004-8, UPS 




DQ421934   
Lactarius subsericatus Bon fo46777, TUB 





Lactarius trivialis (Fr.: Fr.) Fr. UE27.08.2002-17a, UPS 




DQ421924   
Lactarius zonarius (Bull.: Fr.) Fr. UE27.09.2002-4, UPS 




EU278679   
PAXILLACEAE 
Alpova alpestrisP.-A. Moreau & F. 
Richard PAM07082724 S024 F Savoie Bourg-Saint-Maurice Aalnobet This study HQ714684 
  
  
Alpova alpestrisP.-A. Moreau & F. 
Richard PAM07082632 S029 F Savoie Landry Aalnobet This study HQ714686 HQ714618 HQ714824   
Alpova alpestrisP.-A. Moreau & F. 
Richard PAM07090501 S039 F Haute-Corse Casamacchioli Asuav This study HQ714691 HQ714620 HQ714827 HQ714517 
Alpova alpestrisP.-A. Moreau & F. 
Richard PAM07090501 S040 F Haute-Corse Casamacchioli Asuav This study HQ714692 
 
HQ714828 HQ714518 
Alpova alpestrisP.-A. Moreau & F. 
Richard PAM07082629 S053 F Savoie Bourg-Saint-Maurice Aalnobet This study HQ714696 
  
HQ714520 
Alpova alpestrisP.-A. Moreau & F. 
Richard PAM07082632 S054 F Savoie Landry Aalnobet This study HQ714697 HQ714621 HQ714832   
Alpova corsicus P.-A. Moreau & F. 





Alpova corsicus P.-A. Moreau & F. 
Richard PAM05102601 S059 F Haute-Corse Fort Stella Acord This study HQ714698 HQ714623 HQ714833 HQ714522 
176 
 
Alpova corsicus P.-A. Moreau & F. 
Richard PAM07090803 S061 F Corse du Sud Bastelica Asuav This study HQ714699 HQ714624 HQ714834 HQ714523 
Alpova alpestrisP.-A. Moreau & F. 
Richard PAM08082716 S123 F Savoie Crest-Voland Aalnobet This study HQ714711 
 
HQ714846 HQ714536 
Alpova alpestrisP.-A. Moreau & F. 
Richard PAM08090302 S159 F Corse du Sud Bastelica Asuav This study HQ714721 HQ714629 HQ714853 HQ714545 
Melanogaster rivularis P.-A. Moreau & 
F. Richard PAM08090514 S190 F Haute-Corse Asco Aglut This study HQ714731 
 
HQ714862 HQ714553 
Alpova corsicus P.-A. Moreau & F. 
Richard FR2 S284 F Haute-Corse Omita Acord This study HQ714766 HQ714649 HQ714890   
Melanogaster rivularis P.-A. Moreau & 
F. Richard PAM08090514 S285 F Haute-Corse Asco Aglut This study HQ714767 HQ714650 HQ714891 HQ714582 
Alpova corsicus P.-A. Moreau & F. 
Richard FR27 S286 F Haute-Corse Ponte Leccia Aglut This study HQ714768 HQ714651 HQ714892 HQ714583 
Alpova corsicus P.-A. Moreau & F. 
Richard FR28 S287 F Haute-Corse Ponte Leccia Aglut This study HQ714769 HQ714652 HQ714893 HQ714584 
Alpova corsicus P.-A. Moreau & F. 
Richard FR29 S288 F Haute-Corse Ponte Leccia Aglut This study HQ714770 HQ714653 HQ714894 HQ714585 
Alpova alpestrisP.-A. Moreau & F. 
Richard PAM08082103 S291 F Savoie Bourg-Saint-Maurice Aalnobet This study HQ714772 HQ714654 
 
HQ714587 
Alpova alpestrisP.-A. Moreau & F. 
Richard EDB080829 S319 F Savoie Bourg-Saint-Maurice Aalnobet This study HQ714775 
  
  
Alpova alpestrisP.-A. Moreau & F. 
Richard PAM09082802 S324 F Savoie Crest-Voland Aalnobet This study HQ714776 
 
HQ714898   
Alpova alpestrisP.-A. Moreau & F. 
Richard PAM09082201 S325 F Savoie Crest-Voland Aalnobet This study HQ714777 
 
HQ714899   
Alpova alpestrisP.-A. Moreau & F. 
Richard PAM09082202 S326 F Savoie Crest-Voland Aalnobet This study HQ714778 
 
HQ714900   
Alpova cf. cinnamomeusC.W. Dodge PAM09082702 S327 F Savoie Beaufort Aalnobet This study HQ714779 
 
HQ714901   
Melanogaster luteus Zeller PAM09082801 S328 F Savoie Hauteluce Ainc This study HQ714780 
 
HQ714902   
Alpova austroalnicola L.S. Domínguez LS Dominguez 2290 S405 ARG Salta province 
Sancta Victoria, Los 
Toldos Aacum This study HQ714793 
  
  
Melanogaster luteus Zeller Mon06 S407 MTN 
 
Opasanica Ainc This study HQ714794 
  
  
Alpova 'diplophloeus' (Zeller & C.W. 
Dodge) Trappe UBC F15185 
 
CAN British Columbia Capilano Riv. Reg. Park Arub? This study DQ384577 
  
  
Alpova 'diplophloeus' (Zeller & C.W. 
Dodge) Trappe 3824.0 
 
USA Oregon 
Lincoln Co., Cape 
Perpetua Arub This study DQ989496 
  
  
Alpova 'diplophloeus' (Zeller & C.W. 




Ainc This study DQ989497 
  
  
Alpova 'diplophloeus' (Zeller & C.W. 
Dodge) Trappe PK2102 
 
CAN British Columbia 
Malcolm Knapp 
Research Forest Arub This study DQ989498 
  
  
"Alpova" trappei Fogel (1) 
  
USA 





Melanogaster ambiguus(Vittad.) Tul. & 













































Melanogaster variegatus (Vittad.) Tul. 











Melanogaster vittadiniiSoehner & 
Knapp 33090   HU   Pilisszentkereszt 
76 
(Melanogaster 




Principaux modèles d’évolution des séquences ADN utilisés dans les méthodes probabilistes de reconstruction 
de phylogénies moléculaires et leurs filiations. 
 
Les flèches noires indiquent le passage d’un modèle simple vers un modèle plus complexe par la prise en compte des 
paramètres indiqués à chaque transition. La ligne rouge sépare les modèles à fréquences nucléotidiques égales et 





Abarenkov K, Nilsson RH, Larsson K-H, Alexander IJ, Eberhardt U, Erland S, Hoiland K, Kjoller R, Larsson 
E, Pennanen T, Sen R, Taylor AFS, Tedersoo L, Ursing BM, Vralstad T, Liimatainen K, Peintner U, 
Koljalg U. 2010a. The UNITE database for molecular identification of fungi - recent updates and future 
perspectives. New Phytologist 186(2): 281-285. 
Agerer R. 1991. CHARACTERIZATION OF ECTOMYCORRHIZA. Methods in Microbiology 23: 25-73. 
Agerer R. 1995. Anatomical characteristics of identified ectomycorrhizas: an attempt towards a natural 
classification. In: Mycorrhiza. Ed. by: Varma A, Hock B. Springer Verlag, Berlin. pp. 685-734. 
Agerer R. 2001. Exploration types of ectomycorrhizae - A proposal to classify ectomycorrhizal mycelial 
systems according to their patterns of differentiation and putative ecological importance. Mycorrhiza 
11(2): 107-114. 
Altschul SF, Gish W, Miller W, Myers EW, Lipman DJ. 1990. BASIC LOCAL ALIGNMENT SEARCH TOOL. 
Journal of Molecular Biology 215(3): 403-410. 
Anthelme F, Cornillon L, Brun JJ. 2002. Secondary succession of Alnus viridis (Chaix) DC. in Vanoise National 
Park, France: coexistence of sexual and vegetative strategies. Annals of Forest Science 59(4): 419-428. 
APG (Angiosperm Phylogeny Group). 1998. An ordinal classification for the families of flowering 
plants. Annals of the Missouri Botanical Garden 85: 531-553. 
Aponte C, Garcia LV, Maranon T, Gardes M. 2010. Indirect host effect on ectomycorrhizal fungi: Leaf fall and 
litter quality explain changes in fungal communities on the roots of co-occurring Mediterranean oaks. 
Soil Biology & Biochemistry 42(5): 788-796. 
Avis PG, McLaughlin DJ, Dentinger BC, Reich PB. 2003. Long-term increase in nitrogen supply alters above- 
and below-ground ectomycorrhizal communities and increases the dominance of Russula spp. in a 
temperate oak savanna. New Phytologist 160(1): 239-253. 
Avise JC, Hubbell SP, Ayala FJ. 2008. In the light of evolution II: Biodiversity and extinction. Proceedings of 
the National Academy of Sciences of the United States of America 105: 11453-11457. 
Baar J, Horton TR, Kretzer AM, Bruns TD. 1999. Mycorrhizal colonization of Pinus muricata from resistant 
propagules after a stand-replacing wildfire. New Phytologist 143(2): 409-418. 
Baar J, Groenendael JM, Roelofs JGM. 2000. Are Ectomycorrhizal Fungi Associated with Alnus of Importance 
for Forest Development in Wet Environments? Plant Biology 2: 505-511. 
Baas-Becking LGM 1934 Geobiologie of inleidung tot de milieukunde. WP van Stockum & Zoon, Den Haag 
milieukunde. WP van Stockum & Zoon, Den Haag  
Balajee SA, Kano R, Baddley JW, Moser SA, Marr KA, Alexander BD, Andes D, Kontoyiannis DP, Perrone 
G, Peterson S, Brandt ME, Pappas PG, Chiller T. 2009. Molecular Identification of Aspergillus Species 
Collected for the Transplant-Associated Infection Surveillance Network. Journal of Clinical Microbiology 
47(10): 3138-3141. 
Barr DJS. 1992. EVOLUTION AND KINGDOMS OF ORGANISMS FROM THE PERSPECTIVE OF A 
MYCOLOGIST. Mycologia 84(1): 1-11. 
Beare MH, Parmelee RW, Hendrix PF, Cheng WX, Coleman DC, Crossley DA. 1992. MICROBIAL AND 
FAUNAL INTERACTIONS AND EFFECTS ON LITTER NITROGEN AND DECOMPOSITION IN 
AGROECOSYSTEMS. Ecological Monographs 62(4): 569-591. 
Becerra A, Daniele G, Dominguez L, Nouhra E, Horton T. 2002. Ectomycorrhizae between Alnus acuminata 
HBK and Naucoria escharoides (Fr.: Fr.) Kummer from Argentina. Mycorrhiza 12(2): 61-66. 
Becerra A, Zak MR, Horton TR, Micolini J. 2005. Ectomycorrhizal and arbuscular mycorrhizal colonization of 
Alnus acuminata from Calilegua National Park (Argentina). Mycorrhiza 15(7): 525-531. 
Beck A, Haug I, Oberwinkler F, Kottke I. 2007. Structural characterization and molecular identification of 
arbuscular mycorrhiza morphotypes of Alzatea verticillata (Alzateaceae), a prominent tree in the 
tropical mountain rain forest of South Ecuador. Mycorrhiza 17(7): 607-625. 
180 
 
Beebee T, Rowe G 2008 An Introduction to Molecular Ecology, Oxford University Press 
Begerow D, Nilsson H, Unterseher M, Maier W. 2010. Current state and perspectives of fungal DNA 
barcoding and rapid identification procedures. Applied Microbiology and Biotechnology 87(1): 99-108. 
Bell T, Ager D, Song JI, Newman JA, Thompson IP, Lilley AK, van der Gast CJ. 2005. Larger islands house 
more bacterial taxa. Science 308(5730): 1884-1884. 
Benson DR, Dawson JO. 2007. Recent advances in the biogeography and genecology of symbiotic Frankia 
and its host plants. Physiologia Plantarum 130(3): 318-330. 
Bellemain E, Carlsen T, Brochmann C, Coissac E, Taberlet P, Kauserud H. 2010. ITS as an environmental 
DNA barcode for fungi: an in silico approach reveals potential PCR biases. BMC Microbiology 10: 189. 
Bhatti JS, Foster NW, Hazlett PW. 1998. Fine root biomass and nutrient content in a black spruce neat soil 
with and without alder. Canadian Journal of Soil Science 78(1): 163-169. 
Bidartondo MI, Bruns TD, Blackwell M, Edwards I, Taylor AFS, Horton T, Zhang N, Koljalg U, May G, 
Kuyper TW, Bever JD, Gilbert G, Taylor JW, DeSantis TZ, Pringle A, Borneman J, Thorn G, Berbee 
M, Mueller GM, Andersen GL, Vellinga EC, Branco S, Anderson I, Dickie IA, Avis P, Timonen S, 
Kjoller R, Lodge DJ, Bateman RM, Purvis A, Crous PW, Hawkes C, Barraclough T, Burt A, Nilsson 
RH, Larsson K-H, Alexander I, Moncalvo J-M, Berube J, Spatafora J, Lumbsch HT, Blair JE, Suh S-
O, Pfister DH, Binder M, Boehm EW, Kohn L, Mata JL, Dyer P, Sung G-H, Dentinger B, Simmons 
EG, Baird RE, Volk TJ, Perry BA, Kerrigan RW, Campbell J, Rajesh J, Reynolds DR, Geiser D, 
Humber RA, Hausmann N, Szaro T, Stajich J, Gathman A, Peay KG, Henkel T, Robinson CH, 
Pukkila PJ, Nguyen NH, Villalta C, Kennedy P, Bergemann S, Aime MC, Kauff F, Porras-Alfaro A, 
Gueidan C, Beck A, Andersen B, Marek S, Crouch JA, Kerrigan J, Ristaino JB, Hodge KT, Kuldau G, 
Samuels GJ, Raja HA, Voglmayr H, Gardes M, Janos DP, Rogers JD, Cannon P, Woolfolk SW, 
Kistler HC, Castellano MA, Maldonado-Ramirez SL, Kirk PM, Farrar JJ, Osmundson T, Currah RS, 
Vujanovic V, Chen W, Korf RP, Atallah ZK, Harrison KJ, Guarro J, Bates ST, Bonello P, Bridge P, 
Schell W, Rossi W, Stenlid J, Frisvad JC, Miller RM, Baker SE, Hallen HE, Janso JE, Wilson AW, 
Conway KE, Egerton-Warburton L, Wang Z, Eastburn D, Ho WWH, Kroken S, Stadler M, Turgeon 
G, Lichtwardt RW, Stewart EL, Wedin M, Li D-W, Uchida JY, Jumpponen A, Deckert RJ, Beker HJ, 
Rogers SO, Xu J, Johnston P, Shoemaker RA, Liu M, Marques G, Summerell B, Sokolski S, Thrane 
U, Widden P, Bruhn JN, Bianchinotti V, Tuthill D, Baroni TJ, Barron G, Hosaka K, Jewell K, 
Piepenbring M, Sullivan R, Griffith GW, Bradley SG, Aoki T, Yoder WT, Ju Y-M, Berch SM, Trappe 
M, Duan W, Bonito G, Taber RA, Coelho G, Bills G, Ganley A, Agerer R, Nagy L, Roy BA, Laessoe T, 
Hallenberg N, Tichy H-V, Stalpers J, Langer E, Scholler M, Krueger D, Pacioni G, Poeder R, 
Pennanen T, Capelari M, Nakasone K, Tewari JP, Miller AN, Decock C, Huhndorf S, Wach M, 
Vishniac HS, Yohalem DS, Smith ME, Glenn AE, Spiering M, Lindner DL, Schoch C, Redhead SA, 
Ivors K, Jeffers SN, Geml J, Okafor F, Spiegel FW, Dewsbury D, Carroll J, Porter TM, Pashley C, 
Carpenter SE, Abad G, Voigt K, Arenz B, Methven AS, Schechter S, Vance P, Mahoney D, Kang S, 
Rheeder JP, Mehl J, Greif M, Ngala GN, Ammirati J, Kawasaki M, Gwo-Fang Y, Matsumoto T, 
Smith D, Koenig G, Luoma D, May T, Leonardi M, Sigler L, Taylor DL, Gibson C, Sharpton T, 
Hawksworth DL, Dianese JC, Trudell SA, Paulus B, Padamsee M, Callac P, Lima N, White M, 
Barreau C, Juncai MA, Buyck B, Rabeler RK, Liles MR, Estes D, Carter R, Herr JM, Jr., Chandler G, 
Kerekes J, Cruse-Sanders J, Galan Marquez R, Horak E, Fitzsimons M, Doering H, Yao S, Hynson N, 
Ryberg M, Arnold AE, Hughes K. 2008. Preserving accuracy in GenBank. Science 319(5870): 1616-
1616. 
Birks HH. 2008. The Late-Quaternary history of arctic and alpine plants. Plant Ecology & Diversity 1(2): 135-
146. 
Blackwell M. 2011. THE FUNGI: 1, 2, 3 ... 5.1 MILLION SPECIES? American Journal of Botany 98(3): 426-438. 
Blackwell M 2010 Fungal evolution and taxonomy Biocontrol 55 (1) 7-16 
Blackwell M, Hibbett DS, Taylor JW, Spatafora JW. 2006. Research coordination networks: a phylogeny for 
kingdom Fungi (Deep Hypha). Mycologia 98(6): 829-837. 
Bonito GM, Gryganskyi AP, Trappe JM, Vilgalys R. 2010. A global meta-analysis of Tuber ITS rDNA 




Bormann BT, Bormann FH, Bowden WB, Pierce RS, Hamburg SP, Wang D, Snyder MC, Li CY, Ingersoll 
RC. 1993. RAPID N2 FIXATION IN PINES, ALDER, AND LOCUST - EVIDENCE FROM THE SANDBOX 
ECOSYSTEM STUDY. Ecology 74(2): 583-598. 
Bowman BH, Taylor JW, Brownlee AG, Lee J, Lu SD, White TJ. 1992. MOLECULAR EVOLUTION OF THE 
FUNGI - RELATIONSHIP OF THE BASIDIOMYCETES, ASCOMYCETES, AND CHYTRIDIOMYCETES. 
Molecular Biology and Evolution 9(2): 285-296. 
Brasier CM. 1996. Low genetic diversity of the Ophiostoma novo-ulmi population in North America. 
Mycologia 88(6): 951-964. 
Brearley FQ. 2006. Differences in the growth and ectomycorrhizal community of Dryobalanops lanceolata 
(Dipterocarpaceae) seedlings grown in ultramafic and non-ultramafic soils. Soil Biology & Biochemistry 
38(12): 3407-3410. 
Brock PM, Doring H, Bidartondo MI. 2009. How to know unknown fungi: the role of a herbarium. New 
Phytologist 181(3): 719-724. 
Brown JKM, Hovmoller MS. 2002. Epidemiology - Aerial dispersal of pathogens on the global and continental 
scales and its impact on plant disease. Science 297(5581): 537-541. 
Brundrett MC. 2002. Coevolution of roots and mycorrhizas of land plants. New Phytologist 154(2): 275-304. 
Brundrett MC. 2009. Mycorrhizal associations and other means of nutrition of vascular plants: understanding 
the global diversity of host plants by resolving conflicting information and developing reliable means of 
diagnosis. Plant and Soil 320(1-2): 37-77. 
Brunner IL, Brunner F, Miller OK. 1990. ECTOMYCORRHIZAL SYNTHESIS WITH ALASKAN ALNUS-
TENUIFOLIA. Canadian Journal of Botany-Revue Canadienne De Botanique 68(4): 761-767. 
Bruns Thomas D. 1995. Thoughts on the processes that maintain local species diversity of ectomycorrhizal 
fungi. Plant and Soil 170: 63-73. 
Bruns, T. D., R. Vilgalys, S. M. Barns, D. Gonzalez, D. S. Hibbett, D. J. Lane, L. Simon, S. Stickel, T. M. 
Szaro, W. G. Weisburg and M. L. Sogin. 1992. Evolutionary relationships within the Fungi: analyses of 
nuclear small subunit rRNA sequences. Molecular Phylogenetics and Evolution 1: 231-241  
Bruns TD, Bidartondo MI, Taylor DL. 2002. Host specificity in ectomycorrhizal communities: What do the 
exceptions tell us? Integrative and Comparative Biology 42(2): 352-359. 
Bruns TD, Gardes M. 1993. MOLECULAR TOOLS FOR THE IDENTIFICATION OF ECTOMYCORRHIZAL 
FUNGI - TAXON-SPECIFIC OLIGONUCLEOTIDE PROBES FOR SUILLOID FUNGI. Molecular Ecology 
2(4): 233-242. 
Bruns TD, Kennedy PG. 2009. Individuals, populations, communities and function: the growing field of 
ectomycorrhizal ecology. New Phytologist 182(1): 12-14. 
Bruns, TD. Peay, KG. Boynton, PJ. Grubisha, LC. Hynson, NA. Nguyen, NH. Rosenstock, NP. 2009 
Inoculum potential of Rhizopogonspores increaseswith time over the first 4 yr of a 99-yr spore burial 
experiment New Phytol.181 2 463-470 
Bruns TD, Szaro TM, Gardes M, Cullings KW, Pan JJ, Taylor DL, Horton TR, Kretzer A, Garbelotto M, Li Y. 
1998. A sequence database for the identification of ectomycorrhizal basidiomycetes by phylogenetic 
analysis. Molecular Ecology 7(3): 257-272. 
Buée, M., Courty, P.E., Mignot, D., Garbaye, J., 2007. Soil niche effect on species diversity and catabolic 
activities in an ectomycorrhizal fungal community. Soil Biology & Biochemistry 39, 1947-1955. 
Buée, M., Reich, M., Murat, C., Morin, E., Nilsson, R.H., Uroz, S., Martin, F., 2009. 454 pyrosequencing 
analyses of forest soils reveal an unexpectedly high fungal diversity. New Phytologist 184, 449-456 
Bujakiewicz, A.M., 1989. Macrofungi in the alder and alluvial forests in 
various parts of Europe and North America. Op. Bot. 100, 29–41. 
Cadotte MW. 2006. Dispersal and species diversity: A meta-analysis. American Naturalist 167(6): 913-924. 
Cai L, Giraud T, Zhang N, Begerow D, Cai G, Shivas RG. 2011. The evolution of species concepts and species 
recognition criteria in plant pathogenic fungi. Fungal Diversity 50(1): 121-133. 
182 
 
Cairney JWG. 2011. Ectomycorrhizal fungi: the symbiotic route to the root for phosphorus in forest soils. Plant 
and Soil 344(1-2): 51-71. 
Cavender-Bares J, Izzo A, Robinson R, Lovelock CE. 2009. Changes in ectomycorrhizal community structure 
on two containerized oak hosts across an experimental hydrologic gradient. Mycorrhiza 19(3): 133-142. 
Chase MW, Fay MF. 2009. Barcoding of Plants and Fungi. Science 325(5941): 682-683. 
Chatarpaul L., Chakravarty P, & Subramaniam P. 1989. Studies in tetrapartite symbioses I: role of ecto- and 
endomycorrhizal fungi and Frankia on the growth performance of Alnus incana. Plant Soil 118: 145-150. 
Chen Z & Li J. 2004. Phylogenetics and biogeography of Alnus (Betulaceae) inferred from sequences of 
nuclear ribosomal DNA ITS region. Int. J. Plant Sci. 165 : 325-335. 
Chiarucci A, D'Auria F, Bonini I. 2007. Is vascular plant species diversity a predictor of bryophyte species 
diversity in Mediterranean forests? Biodiversity and Conservation 16(2): 525-545. 
Coissac, E Riaz, T  Puillandre, N . 2012 Bioinformatic challenges for DNA metabarcoding of plants and 
animals Molecular ecology 21 (8) 1834-1847 
Conn C, Dighton J. 2000. Litter quality influences on decomposition, ectomycorrhizal community structure 
and mycorrhizal root surface acid phosphatase activity. Soil Biology & Biochemistry 32(4): 489-496. 
Courty, P.E., Pritsch, K., Schloter, M., Hartmann, A., Garbaye, J., 2005. Activity profiling of ectomycorrhiza 
communities in two forest soils using multiple enzymatic tests. New Phytologist 167, 309e319. 
Courty PE, Buee M, Diedhiou AG, Frey-Klett P, Le Tacon F, Rineau F, Turpault MP, Uroz S, Garbaye J. 
2010. The role of ectomycorrhizal communities in forest ecosystem processes: New perspectives and 
emerging concepts. Soil Biology & Biochemistry 42(5): 679-698. 
Cox F, Barsoum N, Lilleskov EA, Bidartondo MI. 2010. Nitrogen availability is a primary determinant of 
conifer mycorrhizas across complex environmental gradients. Ecology Letters 13(9): 1103-1113. 
Cripps C, Miller OK Jr. 1993. Ectomycorrhizal fungi associated with aspen on three sites in north-central 
Rocky Mountains. Canadian Journal of Botany 71: 1414–1420. 
Crous PW, Braun U, Schubert K, Groenewald JZ. 2007. Delimiting Cladosporium from morphologically 
similar genera. Studies in Mycology(58): 33-56. 
Cullings KW. 1992. Design and testing of a plant-specific PCR primer for ecological and evolutionary studies. 
Molecular Ecology 1(4): 233-240. 
Currie CR, Bot ANM, Boomsma JJ. 2003. Experimental evidence of a tripartite mutualism: bacteria protect 
ant fungus gardens from specialized parasites. Oikos 101(1): 91-102. 
Dahlberg A, Stenlid J. 1994. SIZE, DISTRIBUTION AND BIOMASS OF GENETS IN POPULATIONS OF 
SUILLUS-BOVINUS (L, FR) ROUSSEL REVEALED BY SOMATIC INCOMPATIBILITY. New Phytologist 
128(2): 225-234. 
Dahlberg A, Jonsson L, Nylund JE. 1997. Species diversity and distribution of biomass above and below 
ground among ectomycorrhizal fungi in an old-growth Norway spruce forest in south Sweden. 
Canadian Journal of Botany-Revue Canadienne De Botanique 75(8): 1323-1335. 
Dahlberg, A., 2001. Community ecology of ectomycorrhizal fungi: an advancing interdisciplinary field. New 
Phytologist 150, 555e562. 
Dahlberg A, Genney DR, Heilmann-Clausen J. 2010. Developing a comprehensive strategy for fungal 
conservation in Europe: current status and future needs. Fungal Ecology 3(2): 50-64. 
Dahlberg A, Mueller GM. 2011. Applying IUCN red-listing criteria for assessing and reporting on the 
conservation status of fungal species. Fungal Ecology 4(2): 147-162. 
Danielson RM 1984 Ectomycorrhizal associations in jack pine stands in northeastern Alberta. Canadian 
Journal of Botany, 62, 932–939. 
DeBellis T, Kernaghan G, Bradley R, Widden P. 2006. Relationships between stand composition and 
ectomycorrhizal community structure in boreal mixed-wood forests. Microbial Ecology 52(1): 114-126. 
183 
 
De Wit R et Bouvier T, 2006 Everything is everywhere, but,the environment selects’; what did Baas Becking and 
Beijerinck really say? Environmental Microbiology 8 (4), 755–758 
Decaens T, Jimenez JJ, Gioia C, Measey GJ, Lavelle P. 2006. The values of soil animals for conservation 
biology. European Journal of Soil Biology 42: S23-S38. 
Delsuc, F. Douzery EJP 2004a. Les méthodes probabilistes en phylogénie moléculaire. (1) Les modèles 
d’évolution des séquences et le maximum de vraisemblance. Biosystema : « Avenir et pertinence des 
méthodes d’analyses en phylogenie moleculaire » 22: 59-74 
Delsuc, F. et. Douzery EJP 2004b. Les méthodes probabilistes en phylogénie moléculaire. (2) L’approche 
Bayésienne. Biosystema : « Avenir et pertinence des méthodes d’analyses en phylogenie moleculaire » 22: 75-
86.  
Den Bakker HC, Zuccarello GC, Kuyper TW, Noordeloos ME: 2004 Evolution and host specificity in the 
ectomycorrhizal genus Leccinum. New Phytol, 163:201-215. 
Dickie IA, Moyersoen B. 2008. Towards a global view of ectomycorrhizal ecology. New Phytologist 180(2): 
263-265. 
Dickie IA, Reich PB. 2005. Ectomycorrhizal fungal communities at forest edges. Journal of Ecology 93(2): 244-
255. 
Dickie IA, Xu B, Koide RT. 2002. Vertical niche differentiation of ectomycorrhizal hyphae in soil as shown by 
T-RFLP analysis. New Phytologist 156(3): 527-535. 
Diem H.G. 1996. Mycorrhizae of antinorhizal plants. Acta Botanica Gallica 143, 581-592. 
Dilly O, Bach H-J, Buscot F, Eschenbach C, Kutsch W., Middelhoff U, Pritsch K, Munch J. 2000. 
Characteristics and energetic strategies of the rhizosphere in ecosystems of the Bornhöved Lake 
district. Applied Soil Ecology 15: 201-210. 
Douhan GW, Vincenot L, Gryta H, Selosse Marc-André. 2011. Population genetics of ectomycorrhizal fungi: 
from current knowledge to emerging directions. Fungal Biology 115: 569-597. 
Douhan GW, Rizzo DM. 2005. Phylogenetic divergence in a local population of the ectomycorrhizal fungus 
Cenococcum geophilum. New Phytologist 166(1): 263-271. 
Ducousso M, Ramanankierana H, Duponnois R, Rabevohitra R, Randrihasipara L, Vincelette M, Dreyfus 
B, Prin Y. 2008. Mycorrhizal status of native trees and shrubs from eastern Madagascar littoral forests 
with special emphasis on one new ectomycorrhizal endemic family, the Asteropeiaceae. New 
Phytologist 178(2): 233-238. 
Durrieu G. 1993. - Ecologie des Champignons. Masson éd. 
Eberhardt, U 2010 A constructive step towards selecting a DNA barcode for fungi New Phytologist 187 (2)266-
268  
Egger KN 1995 Molecular analysis of ectomycorrhizal fungal communities. Canadian Journal of Botany, 73, 
S1415–S1422.  
Erland S, Taylor AFS. 1999. Resupinate ectomycorrhizal fungl genera. In: Ectomycorrhizal Fungi Key Genera in 
Profile. Ed. by: Cairney JWG, Chambers SM. Springer - Verlag, Berlin. p. 347-363. 
Erland S, Taylor AFS. 2002. Diversity of ecto-mycorrhizal fungal communities in relation to the abiotic 
environment. Mycorrhizal Ecology 157: 163-200. 
Ettema CH, Wardle DA. 2002. Spatial soil ecology. Trends in Ecology & Evolution 17(4): 177-183. 
Falkowski PG, Fenchel T, Delong EF. 2008. The microbial engines that drive Earth's biogeochemical cycles. 
Science 320(5879): 1034-1039. 
Feibelman T, Bayman P, Cibula WG. 1994. LENGTH VARIATION IN THE INTERNAL TRANSCRIBED SPACER 
OF RIBOSOMAL DNA IN CHANTERELLES. Mycological Research 98: 614-618. 
Felsenstein J. & Kishino H, 1993. Is there something wrong with the bootstrap on phylogenies ? A reply to 
Hillis and Bull. Syst. Biol. 42 : 193-200. 
Fenchel T, Finlay BJ. 2003. Is microbial diversity fundamentally different from biodiversity of larger animals 
184 
 
and plants? European Journal of Protistology 39(4): 486-490.  
Ferrer A, Gilbert GS. 2003. Effect of tree host species on fungal community composition in a tropical rain 
forest in Panama. Diversity and Distributions 9(6): 455-468. 
Fierer N, Jackson RB. 2006. The diversity and biogeography of soil bacterial communities. Proceedings of the 
National Academy of Sciences of the United States of America 103(3): 626-631. 
Finlay RD. 1989. FUNCTIONAL-ASPECTS OF PHOSPHORUS UPTAKE AND CARBON TRANSLOCATION IN 
INCOMPATIBLE ECTOMYCORRHIZAL ASSOCIATIONS BETWEEN PINUS-SYLVESTRIS AND SUILLUS-
GREVILLEI AND BOLETINUS-CAVIPES. New Phytologist 112(2): 185-192. 
Finlay B. J. 2002 Global dispersal of free-living microbial eukaryote species. Science 296: 1061-1063 
Foissner W. 2006. Biogeography and dispersal of micro-organisms: A review emphasizing protists. Acta 
Protozoologica 45(2): 111-136. 
Franck 1885 Über die auf Wurzelsymbiosen beruhende Ernährung gewisser Bäume durch unterirdische Pilze. 
Ber. Dtsch. Bot. Ges. 3, 128-145  
Furlow JJ: 1979 The systematics of the American species of Alnus (Betulaceae). Rhodora, 81:1-121. 
Gardes M, Mueller GM, Fortin JA, Kropp BR. 1991a. MITOCHONDRIAL-DNA POLYMORPHISMS IN 
LACCARIA-BICOLOR, L-LACCATA, L-PROXIMA AND L-AMETHYSTINA. Mycological Research 95: 206-
216. 
Gardes M, White TJ, Fortin JA, Bruns TD, Taylor JW. 1991b. IDENTIFICATION OF INDIGENOUS AND 
INTRODUCED SYMBIOTIC FUNGI IN ECTOMYCORRHIZAE BY AMPLIFICATION OF NUCLEAR AND 
MITOCHONDRIAL RIBOSOMAL DNA. Canadian Journal of Botany-Revue Canadienne De Botanique 
69(1): 180-190. 
Gardes M, Bruns TD. 1993. ITS PRIMERS WITH ENHANCED SPECIFICITY FOR BASIDIOMYCETES - 
APPLICATION TO THE IDENTIFICATION OF MYCORRHIZAE AND RUSTS. Molecular Ecology 2(2): 113-
118. 
Gardes M, Bruns TD. 1996. ITS-RFLP matching for identification of fungi. Methods in molecular biology 
(Clifton, N.J.) 50: 177-186. 
Gardes, M.; Bruns, T.D. 1996. Community structure of ectomycorrhizal fungi in a Pinus muricata forest: 
Above- and below-ground views. Canadian Journal of Botany, v.74, n.10, (1996): 1572-1583.  
Gause G.F. 1934, The Struggle for Existence, Williams and Wilkins, Baltimore, Marylad, USA. 
Gazis R, Rehner S, Chaverri P. 2011. Species delimitation in fungal endophyte diversity studies and its 
implications in ecological and biogeographic inferences. Molecular Ecology 20(14): 3001-3013. 
Gehring CA, Theimer TC, Whitham TG, Keim P. 1998. Ectomycorrhizal fungal community structure of 
pinyon pines growing in two environmental extremes. Ecology 79(5): 1562-1572. 
Geml J, Laursen GA, O'Neill K, Nusbaum HC, Taylor DL. 2006. Beringian origins and cryptic speciation 
events in the fly agaric (Amanita muscaria). Molecular Ecology 15(1): 225-239. 
Geml J, Tulloss RE, Laursen GA, Sazanova NA, Taylor DL. 2008. Evidence for strong inter- and 
intracontinental phylogeographic structure in Amanita muscaria, a wind-dispersed ectomycorrhizal 
basidiomycete. Molecular Phylogenetics and Evolution 48(2): 694-701. 
Giraud T, Refregier G, Le Gac M, de Vienne DM, Hood ME. 2008. Speciation in fungi. Fungal Genetics and 
Biology 45(6): 791-802. 
Gonthier P, Garbelotto M, Varese GC, Nicolotti G. 2001. Relative abundance and potential dispersal range of 
intersterility groups of Heterobasidion annosum in pure and mixed forests. Canadian Journal of Botany-
Revue Canadienne De Botanique 79(9): 1057-1065. 
Gonzalez P et Labarere J, 2000 Phylogenetic relationships of Pleurotus species according to the sequence and 
secondary structure of the mitochondrial SSU-rRNA V4, V6 and V9 domains Microbiology, 146, 209–221 
 Gotelli NJ, McCabe DJ. 2002. Species co-occurrence: A meta-analysis of J. M. Diamond's assembly rules 
model. Ecology 83(8): 2091-2096. 
185 
 
Green JL, Bohannan BJM, 2006. Spatial scaling of microbial biodiversity TRENDS IN ECOLOGY & 
Evolution : 21 (9) 501-507  
Guindon S, Gascuel O: 2003 A simple, fast, and accurate algorithm to estimate largephylogenies by 
maximum likelihood. Syst Biol, 52:696-704. 
Guindon S, Dufayard JF, Lefort V, Anisimova M, Hordijk W, Gascuel O. 2010. New Algorithms and Methods 
to Estimate Maximum-Likelihood Phylogenies: Assessing the Performance of PhyML 3.0. Systematic 
Biology 59(3): 307-321. 
Hall IR, Yun W, Amicucci A. 2003. Cultivation of edible ectomycorrhizal mushrooms. Trends in Biotechnology 
21(10): 433-438. 
Hardin G. 1960. COMPETITIVE EXCLUSION PRINCIPLE. Science 131(3409): 1292-1297. 
Hawksworth DL. 2001. The magnitude of fungal diversity: the 1.5 million species estimate revisited. 
Mycological Research 105: 1422-1432. 
Hebert PDN, Cywinska A, Ball SL, DeWaard JR. 2003. Biological identifications through DNA barcodes. 
Proceedings of the Royal Society of London Series B-Biological Sciences 270(1512): 313-321. 
Hebert PDN, Gregory TR. 2005. The promise of DNA barcoding for taxonomy. Systematic Biology 54(5): 852-
859. 
Helm DJ, Allen EB, Trappe JM. 1996. Mycorrhizal chronosequence near Exit Glacier, Alaska. Canadian 
Journal of Botany-Revue Canadienne De Botanique 74(9): 1496-1506. 
Henrion B, Letacon F, Martin F. 1992. RAPID IDENTIFICATION OF GENETIC-VARIATION OF 
ECTOMYCORRHIZAL FUNGI BY AMPLIFICATION OF RIBOSOMAL-RNA GENES. New Phytologist 
122(2): 289-298. 
Hewitt GM. 1996. Some genetic consequences of ice ages, and their role in divergence and speciation. 
Biological Journal of the Linnean Society 58(3): 247-276. 
Hewitt GM: 1999 Post-glacial re-colonization of European biota. Biol J Linn Soc, 68:87-112. 
Hibbett DS, Binder M, Bischoff JF, Blackwell M, Cannon PF, Eriksson OE, Huhndorf S, James T, Kirk PM, 
Luecking R, Lumbsch HT, Lutzoni F, Matheny PB, McLaughlin DJ, Powell MJ, Redhead S, Schoch 
CL, Spatafora JW, Stalpers JA, Vilgalys R, Aime MC, Aptroot A, Bauer R, Begerow D, Benny GL, 
Castlebury LA, Crous PW, Dai Y-C, Gams W, Geiser DM, Griffith GW, Gueidan C, Hawksworth DL, 
Hestmark G, Hosaka K, Humber RA, Hyde KD, Ironside JE, Koljalg U, Kurtzman CP, Larsson K-H, 
Lichtwardt R, Longcore J, Miadlikowska J, Miller A, Moncalvo J-M, Mozley-Standridge S, 
Oberwinkler F, Parmasto E, Reeb V, Rogers JD, Roux C, Ryvarden L, Sampaio JP, Schuessler A, 
Sugiyama J, Thorn RG, Tibell L, Untereiner WA, Walker C, Wang Z, Weir A, Weiss M, White MM, 
Winka K, Yao Y-J, Zhang N. 2007. A higher-level phylogenetic classification of the Fungi. Mycological 
Research 111: 509-547. 
Hibbett DS, Ohman A, Kirk PM. 2009. Fungal ecology catches fire. New Phytologist 184(2): 279-282. 
Hibbs D E, Cromack Jr. K 1990 Actinorhizal plants in Pacific Northwest Forests. In The Biology of Frankia and 
Actinorhizal Plants. Eds. C R Schwintzer and J D Tjepkema. pp 343–363. Academic Press, Inc., San 
Diego, California. 
Hobbie EA 2006 Carbon allocation to ectomycorrhizal fungi correlates with belowground allocation in culture 
studies ECOLOGY 87 3 563-569 
Hobbie JE, Hobbie EA 2006 N15 in symbiotic fungi and plants estimates nitrogen and carbon flux rates in 
Arctic tundra ECOLOGY 87 4 816-822  
Horner-Devine MC, Bohannan BJM. 2006. Phylogenetic clustering and overdispersion in bacterial 
communities. Ecology 87(7): S100-S108. 
Horner-Devine MC, Lage M, Hughes JB, Bohannan BJM. 2004. A taxa-area relationship for bacteria. Nature 
432(7018): 750-753. 
Horton TR, Bruns Thomas D. 1998. Multiple-host fungi are the most frequent and abundant ectomycorrhizal 
types in a mixed stand of Douglas fir (Pseudotsuga menziesii) and bishop pine (Pinus muricata). New 
Phytologist 139: 331-339. 
186 
 
Horton TR. 2002. Molecular approaches to ectomycorrhizal diversity studies: variation in ITS at a local scale. 
Plant and Soil 244(1-2): 29-39. 
Horton TR, Bruns TD. 2001. The molecular revolution in ectomycorrhizal ecology: peeking into the black-box. 
Molecular Ecology 10(8): 1855-1871. 
Horton TR, Molina R, Hood K. 2005. Douglas-fir ectomycorrhizae in 40-and 400-year-old stands: mycobiont 
availability to late successional western hemlock. Mycorrhiza 15(6): 393-403. 
Hubert N, Hanner R, Holm E, Mandrak NE, Taylor E, Burridge M, Watkinson D, Dumont P, Curry A, 
Bentzen P, Zhang J, April J, Bernatchez L. 2008. Identifying Canadian Freshwater Fishes through 
DNA Barcodes. Plos One 3(6). 
Huntley, B., et H. J. B. Birks. 1983. An atlas of past and present maps for Europe: 0-13000 years ago. 
Cambridge University Press, Cambridge. 
Hutchinson G. 1961. PARADOX OF PLANKTON. American Naturalist 95(885): 137-&. 
Hyde KD, Zhang Y. 2008. Epitypification: should we epitypify? Journal of Zhejiang University-Science B 9(10): 
842-846. 
Hynes MM, Smith ME, Zasoski RJ, Bledsoe CS. 2010. A molecular survey of ectomycorrhizal hyphae in a 
California Quercus-Pinus woodland. Mycorrhiza 20(4): 265-274. 
Ingold CT. 1971. OLPIDIOID FUNGUS IN MARINE DIATOM CHAETOCEROS. Transactions of the British 
Mycological Society 56(JUN): 475-&. 
Ishida TA, Nara K, Hogetsu T. 2007. Host effects on ectomycorrhizal fungal communities: insight from eight 
host species in mixed conifer?broadleaf forests. New Phytologist 174: 430-440. 
Izzo A, Agbowo J, Bruns TD. 2005. Detection of plot-level changes in ectomycorrhizal communities across 
years in an old-growth mixed-conifer forest. New Phytologist 166(2): 619-630. 
Jargeat P, Martos F, Carriconde F, Gryta H, Moreau P-A, Gardes M. 2010. Phylogenetic species delimitation 
in ectomycorrhizal fungi and implications for barcoding: the case of the Tricholoma scalpturatum 
complex (Basidiomycota). Molecular Ecology 19(23): 5216-5230. 
Jessup CM, Forde SE, Bohannan BJM. 2005. Microbial experimental systems in ecology. Advances in 
Ecological Research, Vol. 37: Population Dynamics and Laboratory Ecology 37: 273-307. 
Johannesson HS; Johanneson KHP ; Stenlid, J 2000 Development of primer sets to amplify fragments of 
conserved genes for use in population studies of the fungus Daldinia loculata Molecular ecology 9 (3) 
375-377 
Jones MD, Durall DM, Harniman SMK, Classen DC, Simard SW. 1997. Ectomycorrhizal diversity on Betula 
papyrifera and Pseudotsuga menziesii seedlings grown in the greenhouse or outplanted in single-
species and mixed plots in southern British Columbia. Canadian Journal of Forest Research-Revue 
Canadienne De Recherche Forestiere 27(11): 1872-1889. 
Jonsson L, Anders D, Tor-Erik B. 2000. Spatiotemporal distribution of an ectomycorrhizal community in an 
oligotrophic Swedish Picea abies forest subjected to experimental nitrogen addition: above- and 
below-ground views. Forest Ecology and Management 132(2-3): 143-156. 
Jumpponen A, Jones KL. 2009. Massively parallel 454 sequencing indicates hyperdiverse fungal communities 
in temperate Quercus macrocarpa phyllosphere. New Phytologist 184(2): 438-448. 
Karen O, Nylund JE. 1997. Effects of ammonium sulphate on the community structure and biomass of 
ectomycorrhizal fungi in a Norway spruce stand in southwestern Sweden. Canadian Journal of Botany-
Revue Canadienne De Botanique 75(10): 1628-1642. 
Kennedy P. 2010. Ectomycorrhizal fungi and interspecific competition: species interactions, community 
structure, coexistence mechanisms, and future research directions. New Phytologist 187(4): 895-910. 
Kennedy PG, Bruns TD. 2005. Priority effects determine the outcome of ectomycorrhizal competition 
between two Rhizopogon species colonizing Pinus muricata seedlings. New Phytologist 166(2): 631-
638. 
Kennedy PG, Garibay-Orijel R, Higgins LM, Angeles-Arguiz R. 2011. Ectomycorrhizal fungi in Mexican Alnus 
187 
 
forests support the host co-migration hypothesis and continental-scale patterns in phylogeography. 
Mycorrhiza 21(6): 559-568. 
Kennedy PG, Hill LT. 2010. A molecular and phylogenetic analysis of the structure and specificity of Alnus 
rubra ectomycorrhizal assemblages. Fungal Ecology 3(3): 195-204. 
Kennedy PG, Izzo AD, Bruns TD. 2003. There is high potential for the formation of common mycorrhizal 
networks between understorey and canopy trees in a mixed evergreen forest. Journal of Ecology 91(6): 
1071-1080. 
Kennedy PG, Schouboe JL, Rogers RH, Weber MG, Nadkarni NM. 2010. Frankia and Alnus rubra Canopy 
Roots: An Assessment of Genetic Diversity, Propagule Availability, and Effects on Soil Nitrogen. 
Microbial Ecology 59(2): 214-220. 
Kennedy PG Bergemann, SE ; Hortal, S; Bruns, TD 2007 Determining the outcome of field-based 
competition between two Rhizopogon species using real-time PCR MOLECULAR ECOLOGY 16 (4) 881-
890  
Kennedy PG Peay, KG; Bruns, TD 2009 Root tip competition among ectomycorrhizal fungi: Are priority 
effects a rule or an exception? ECOLOGY 90 (8) 2098-2107 
Kernaghan G, Widden P, Bergeron Y, Legare S, Pare D. 2003. Biotic and abiotic factors affecting 
ectomycorrhizal diversity in boreal mixed-woods. Oikos 102(3): 497-504. 
Kerr KCR, Stoeckle MY, Dove CJ, Weigt LA, Francis CM, Hebert PDN. 2007. Comprehensive DNA barcode 
coverage of North American birds. Molecular Ecology Notes 7(4): 535-543. 
Kilpatrick AM, Briggs CJ, Daszak P. 2010. The ecology and impact of chytridiomycosis: an emerging disease 
of amphibians. Trends in Ecology & Evolution 25(2): 109-118. 
Koide RT, Shumway DL, Xu B, Sharda JN. 2007. On temporal partitioning of a community of 
ectomycorrhizal fungi. New Phytologist 174(2): 420-429. 
Koide RT, Xu B, Sharda J, Lekberg Y, Ostiguy N. 2005. Evidence of species interactions within an 
ectomycorrhizal fungal community. New Phytologist 165(1): 305-316. 
Koljalg U. 1992. MYCORRHIZA FORMED BY BASIDIOSPORES OF TOMENTELLA-CRINALIS ON PINUS-
SYLVESTRIS. Mycological Research 96: 215-220. 
Koljalg U. 1995. Tomentella (Basidiomycota) and related genera in temperate Eurasia. Synopsis Fungorum 9. 
Oslo, Norway: Fungiflora 213 p. 
Koljalg U, Dahlberg A, Taylor AFS, Larsson E, Hallenberg N, Stenlid J, Larsson KH, Fransson PM, Karen 
O, Jonsson L. 2000. Diversity and abundance of resupinate thelephoroid fungi as ectomycorrhizal 
symbionts in Swedish boreal forests. Molecular Ecology 9(12): 1985-1996. 
Koljalg U, Larsson KH, Abarenkov K, Nilsson RH, Alexander IJ, Eberhardt U, Erland S, Hoiland K, Kjoller 
R, Larsson E, Pennanen T, Sen R, Taylor AFS, Tedersoo L, Vralstad T, Ursing BM. 2005. UNITE: a 
database providing web-based methods for the molecular identification of ectomycorrhizal fungi. New 
Phytologist 166(3): 1063-1068. 
Kretzer AM, Dunham S, Molina R, Spatafora JW. 2005. Patterns of vegetative growth and gene flow in 
Rhizopogon vinicolor and R-vesiculosus (Boletales, Basidiomycota). Molecular Ecology 14(8): 2259-
2268. 
Kretzer AM, Luoma DL, Molina R, Spatafora JW. 2003. Taxonomy of the Rhizopogon vinicolor species 
complex based on analysis of ITS sequences and microsatellite loci. Mycologia 95(3): 480-487. 
Kropp BR, Trappe JM. 1982. ECTOMYCORRHIZAL FUNGI OF TSUGA-HETEROPHYLLA. Mycologia 74(3): 
479-488. 
Krpata D, Peintner U, Langer I, Fitz WJ, Schweiger P. 2008. Ectomycorrhizal communities associated with 
Populus tremula growing on a heavy metal contaminated site. Mycological Research 112: 1069-1079. 
Kües U et Martin F, 2011 On the road to understanding truffles in the underground FUNGAL GENETICS AND 
BIOLOGY 48 (6) 555-560 
Kvacek Z, Teodoridis V. 2007. Tertiary macrofloras of the Bohemian Massif: a review with correlations within 
188 
 
Boreal and Central Europe. Bulletin of Geosciences 82(4): 383-408. 
Landeweert R, Hoffland E, Finlay RD, Kuyper TW, van Breemen N. 2001. Linking plants to rocks: 
ectomycorrhizal fungi mobilize nutrients from minerals. Trends in Ecology & Evolution 16(5): 248-254. 
Larsen MJ. 1968. NOTES ON TOMENTELLOID FUNGI .I. TOMENTELLA BOURDOTII IN NORTH AMERICA. 
Mycologia 60(6): 1178-&. 
Larsen MJ. 1971. NOTES ON TOMENTELLOID FUNGI .3. NEW SPECIES OF PSEUDOTOMENTELLA. Bulletin 
of the Torrey Botanical Club 98(1): 38-&. 
Le Calvez T, Burgaud G, Mahe S, Barbier G, Vandenkoornhuyse P. 2009. Fungal Diversity in Deep-Sea 
Hydrothermal Ecosystems. Applied and Environmental Microbiology 75(20): 6415-6421. 
Le Tacon, F. Garbaye, J. Bouchard, D., Churin, J.-L. 1992. Les différentes techniques de production de 
plants et le contrôle de la mycorhization chez les feuillus précieux ENGREF, Ecole nationale du génie 
rural, des eaux et des forêts, Nancy 
Li DW, 2005. Release and dispersal of basidiospores from Amanita muscaria var. alba and their infiltration into 
a residence. Mycological Research 109: 1235e1242. 
Lilleskov EA, Bruns Thomas D. 2001. Nitrogen and ectomycorrhizal fungal communities: what we know, 
what we need to know. New Phytologist 149: 156-158. 
Lilleskov EA, Fahey TJ, Horton TR, Lovett GM. 2002a. Belowground ectomycorrhizal fungal community 
change over a nitrogen deposition gradient in Alaska. Ecology 83(1): 104-115. 
Lilleskov, E.A., Hobbie, E.A., Fahey, T.J., 2002b. Ectomycorrhizal fungal taxa differing in response to 
nitrogen deposition also differ in pure culture organic nitrogen use and natural abundance of nitrogen 
isotopes. New Phytologist 154, 219-231. 
Lilleskov EA, Bruns TD. 2003. Root colonization dynamics of two ectomycorrhizal fungi of contrasting life 
history strategies are mediated by addition of organic nutrient patches. New Phytologist 159(1): 141-
151. 
Lilleskov EA, Bruns TD. 2005. Spore dispersal of a resupinate ectomycorrhizal fungus, Tomentella sublilacina, 
via soil food webs. Mycologia 97(4): 762-769. 
Lilleskov EA, Bruns TD, Horton TR, Taylor DL, Grogan P. 2004. Detection of forest stand-level spatial 
structure in ectomycorrhizal fungal communities. Fems Microbiology Ecology 49(2): 319-332. 
Lilleskov EA, Parrent JL. 2007. Can we develop general predictive models of mycorrhizal fungal community-
environment relationships? New Phytologist 174(2): 250-256. 
Lindahl BD, Ihrmark K, Boberg J, Trumbore SE, Hogberg P, Stenlid J, Finlay RD. 2007. Spatial separation 
of litter decomposition and mycorrhizal nitrogen uptake in a boreal forest. New Phytologist 173(3): 611-
620. 
MacArthur, R.H. & Wilson, E.O. 1967. The theory of island biogeography. Princeton University Press, 
New Jersey. 
Mansion G, Selvi F, Guggisberg A, Conti E. 2009. Origin of Mediterranean insular endemics in the 
Boraginales: integrative evidence from molecular dating and ancestral area reconstruction. Journal of 
Biogeography 36(7): 1282-1296. 
Margulies M, Egholm M, Altman WE, Attiya S, Bader JS, Bemben LA, Berka J, Braverman MS, Chen YJ, 
Chen ZT, Dewell SB, Du L, Fierro JM, Gomes XV, Godwin BC, He W, Helgesen S, Ho CH, Irzyk GP, 
Jando SC, Alenquer MLI, Jarvie TP, Jirage KB, Kim JB, Knight JR, Lanza JR, Leamon JH, Lefkowitz 
SM, Lei M, Li J, Lohman KL, Lu H, Makhijani VB, McDade KE, McKenna MP, Myers EW, Nickerson 
E, Nobile JR, Plant R, Puc BP, Ronan MT, Roth GT, Sarkis GJ, Simons JF, Simpson JW, Srinivasan 
M, Tartaro KR, Tomasz A, Vogt KA, Volkmer GA, Wang SH, Wang Y, Weiner MP, Yu PG, Begley 
RF, Rothberg JM. 2005. Genome sequencing in microfabricated high-density picolitre reactors. Nature 
437(7057): 376-380. 
Martin F, Diez J, Dell B, Delaruelle C. 2002. Phylogeography of the ectomycorrhizal Pisolithus species as 
inferred from nuclear ribosomal DNA ITS sequences. New Phytologist 153: 345-357  
Martiny JBH, Bohannan BJM, Brown JH, Colwell RK, Fuhrman JA, Green JL, Horner-Devine MC, Kane M, 
189 
 
Krumins JA, Kuske CR, Morin PJ, Naeem S, Ovreas L, Reysenbach AL, Smith VH, Staley JT. 2006a. 
Microbial biogeography: putting microorganisms on the map. Nature Reviews Microbiology 4(2): 102-
112. 
Maser C, Nussbaum RA, Trappe JM. 1978. FUNGAL SMALL MAMMAL INTERRELATIONSHIPS WITH 
EMPHASIS ON OREGON CONIFEROUS FORESTS. Ecology 59(4): 799-809. 
Massicotte HB, Molina R, Luoma DL, Smith JE. 1994. BIOLOGY OF THE ECTOMYCORRHIZAL GENUS, 
RHIZOPOGON .2. PATTERNS OF HOST-FUNGUS SPECIFICITY FOLLOWING SPORE INOCULATION 
OF DIVERSE HOSTS GROWN IN MONOCULTURE AND DUAL CULTURE. New Phytologist 126(4): 677-
690. 
McNeill, J Barrie, F.R.; Burdet, H.M et al.2006, International code of botanical nomenclature (Vienna Code) 
adopted by the seventeenth International Botanical Congress, Vienna, Austria, July 2005. (version 
électronique accessible en ligne sur http://ibot.sav.sk/icbn/main.htm) 
Matheny PB 2005 Improving phylogenetic inference of mushrooms with RPB1 and RPB2 nucleotide 
sequences (Inocybe; Agaricales) Molecular phylogenetics and evolution 35 (1 ) 1-20  
Miki, A. 1977. Late Cretaceous pollen and spore floras of northern Japan: composition and 
interpretation. J. Fac. Sci., Hokkaido Univ., Ser. IV 17:399-436 
Miller SL, Koo CD, Molina R: 1991 Characterization of red alder mycorrhizae: a preface to monitoring 
belowground ecological responses. Can J Bot, 69:516- 531. 
Miller SL, Koo CD, Molina R. 1992. Early colonization of red alder and Douglas fir by ectomycorrhizal fungi 
and Frankia in soils from the Oregon coast range. Mycorrhiza, 2, 53–61. 
Molina R, Trappe JM. 1982. PATTERNS OF ECTOMYCORRHIZAL HOST SPECIFICITY AND POTENTIAL 
AMONG PACIFIC NORTHWEST CONIFERS AND FUNGI. Forest Science 28(3): 423-458. 
Molina R, Trappe JM. 1994. BIOLOGY OF THE ECTOMYCORRHIZAL GENUS, RHIZOPOGON .1. HOST 
ASSOCIATIONS, HOST-SPECIFICITY AND PURE CULTURE SYNTHESES. New Phytologist 126(4): 653-
675. 
Moreau P.A. 2005 - A nomenclatural revision of the genus Alnicola (Cortinariaceae). Fungal Diversity 20: 121-
155. 
Moreau P.-A., Corriol G., Courtecuisse R. & Durrieu G. 2003 - Guide pratique de survie en aulnaie. 
Programme d’inventaire et de typologie mycologique des aulnaies françaises. Zürich, 38 p. 
Moreau P-A, Peintner U, Gardes Monique. 2006. Phylogeny of the ectomycorrhizal mushroom genus 
Alnicola (Basidiomycota, Cortinariaceae) based on rDNA sequences with special emphasis on host 
specificity and morphological characters. Molecular Phylogenetics and Evolution 38: 794-807. 
Moncalvo JM, Vilgalys R, Redhead SA, Johnson JE, James TY, Aime MC, Hofstetter V, Verduin SJW, 
Larsson E, Baroni TJ, Thorn RG, Jacobsson S, Clemencon H, Miller OK. 2002. One hundred and 
seventeen clades of euagarics. Molecular Phylogenetics and Evolution 23(3): 357-400. 
Morris MH, Perez-Perez MA, Smith ME, Bledsoe CS. 2009. Influence of host species on ectomycorrhizal 
communities associated with two co-occurring oaks (Quercus spp.) in a tropical cloud forest. Fems 
Microbiology Ecology 69(2): 274-287. 
Morris MH, Smith ME, Rizzo DM, Rejmanek M, Bledsoe CS. 2008. Contrasting ectomycorrhizal fungal 
communities on the roots of co-occurring oaks (Quercus spp.) in a California woodland. New Phytologist 
178(1): 167-176. 
Mouhamadou B, Carriconde F, Gryta H, Jargeat P, Manzi S, Gardes M 2008 Molecular revolution of 
mitochondrial ribosomal DNA in the fungal genus Tricholoma:barcoding implications, Fungal Genet 
Biol, , 45: 1219-1226.  
Mouquet N, Loreau M. 2003. Community patterns in source-sink metacommunities. American Naturalist 
162(5): 544-557. 
Moyersoen B, Becker P, Alexander IJ. 2001. Are ectomycorrhizas more abundant than arbuscular 
mycorrhizas in tropical heath forests? New Phytologist 150(3): 591-599. 
Mueller GM, Schmit JP. 2007. Fungal biodiversity: what do we know? What can we predict? Biodiversity and 
190 
 
Conservation 16(1): 1-5. 
Mullis KB, Faloona FA. 1987. SPECIFIC SYNTHESIS OF DNA INVITRO VIA A POLYMERASE-CATALYZED 
CHAIN-REACTION. Methods in Enzymology 155: 335-350. 
Murai S: 1964, Phytotaxonomical and geobotanical studies on genus Alnus in Japan (III). Taxonomy of whole 
world species and distribution of each section. Bull GovFor Exp Sta Tokyo 171: 1-107.  
Murat C, Diez, J; Luis, P; Delaruelle, C; Dupre, C; Chevalier, G; Bonfante, P; Martin, F 2004 Polymorphism 
at the ribosomal DNA ITS and its relation to postglacial re-colonization routes of the Perigord truffle 
Tuber melanosporum New phytologist: 164 ( 2) 401-411 
Nara K. 2006. Pioneer dwarf willow may facilitate tree succession by providing late colonizers with compatible 
ectomycorrhizal fungi in a primary successional volcanic desert. New Phytologist 171(1): 187-198. 
Navarro E, Bousquet J, Moiroud A, Munive A, Piou D, & Normand P. 2003. Molecular phylogeny of the 
symbiotic plant genus, Alnus, inferred from analysis of nuclear ribosomal ITS. Plant Soil 254: 207-218.  
Nehls U, Hampp R. 2000. Carbon allocation in ectomycorrhizas. Physiological and Molecular Plant Pathology 
57(3): 95-100. 
Nilsson RH, Ryberg M, Abarenkov K, Sjokvist E, Kristiansson E. 2009. The ITS region as a target for 
characterization of fungal communities using emerging sequencing technologies. Fems Microbiology 
Letters 296(1): 97-101. 
Nilsson RH, Ryberg M, Kristiansson E, Abarenkov K, Larsson K-H, Koljalg U. 2006. Taxonomic Reliability of 
DNA Sequences in Public Sequence Databases: A Fungal Perspective. Plos One 1(1). 
Nilsson RH, Kristiansson E, Ryberg M, Hallenberg N, Larsson K-H. 2008. Intraspecific ITS Variability in the 
Kingdom Fungi as Expressed in the International Sequence Databases and Its Implications for 
Molecular Species Identification. Evolutionnary Bioinformatics 4: 193-201. 
Nuytinck J, Verbeken A 2007 Worlwide phylogeny of Lactarius section Deliciosi inferred from ITS and 
glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase gene sequences. Mycologia, 99:820-832.32 
Nygren, C.M., Edqvist, J., Elfstrand, M., Heller, G., Taylor, A.F.S., 2007. Detection of extracellular protease 
activity in different species and genera of ectomycorrhizal fungi. Mycorrhiza 17, 241-248. 
Opik M, Metsis M, Daniell TJ, Zobel M, Moora M. 2009. Large-scale parallel 454 sequencing reveals host 
ecological group specificity of arbuscular mycorrhizal fungi in a boreonemoral forest. New Phytologist 
184(2): 424-437. 
Ortega-Martinez P, Agueda B, Fernandez-Toiran LM, Martinez-Pena F. 2011. Tree age influences on the 
development of edible ectomycorrhizal fungi sporocarps in Pinus sylvestris stands. Mycorrhiza 21(1): 
65-70. 
Parrent JL, Morris WF, Vilgalys R. 2006. CO2-enrichment and nutrient availability alter ectomycorrhizal 
fungal communities. Ecology 87(9): 2278-2287. 
Peay KG, Bidartondo MI, Arnold AE. 2010a. Not every fungus is everywhere: scaling to the biogeography of 
fungal-plant interactions across roots, shoots and ecosystems. New Phytologist 185(4): 878-882. 
Peay KG, Bruns TD, Kennedy PG, Bergemann SE, Garbelotto M. 2007. A strong species-area relationship 
for eukaryotic soil microbes: island size matters for ectomycorrhizal fungi. Ecology Letters 10(6): 470-
480. 
Peay KG, Garbelotto M, Bruns TD. 2010b. Evidence of dispersal limitation in soil microorganisms: Isolation 
reduces species richness on mycorrhizal tree islands. Ecology 91(12): 3631-3640. 
Peay KG, Kennedy PG, Bruns TD. 2008. Fungal Community Ecology: A Hybrid Beast with a Molecular 
Master. Bioscience 58(9): 799-810. 
Peay KG, Kennedy PG, Bruns TD. 2011. Rethinking ectomycorrhizal succession: are root density and hyphal 
exploration types drivers of spatial and temporal zonation? Fungal Ecology 4(3): 233-240. 
Peay KG, Kennedy PG, Davies SJ, Tan S, Bruns TD. 2010c. Potential link between plant and fungal 
distributions in a dipterocarp rainforest: community and phylogenetic structure of tropical 
ectomycorrhizal fungi across a plant and soil ecotone. New Phytologist 185(2): 529-542. 
191 
 
Peter M, Ayer F, Egli S, Honegger R. 2001. Above- and below-ground community structure of 
ectomycorrhizal fungi in three Norway spruce (Picea abies) stands in Switzerland. Canadian Journal of 
Botany-Revue Canadienne De Botanique 79(10): 1134-1151. 
Petit RJ, Brewer S, Bordacs S, Burg K, Cheddadhi R, Coart E, Cottrell J, Csaikl UM, Van Dam B, Deans JD, 
Espinel S, Finschi S, Finkeldey R, Glaz I, Giocoechea PG, Jensen JS, Könìg AO, Lowe AJ, Madsen 
SF, Matyas G, Munro MC, Popescu F, Slade D, Tabbener H, de Vries SGM, Ziegenhagen B, de 
Beaulieu JL, Kremer A. 2002. Identification of refugia and post-glacial colonisation routes of European 
white oaks based on chloroplast DNA and fossil pollen evidence. Forest Ecology and Management 156: 
49–74. 
Pickles BJ, Genney DR, Potts JM, Lennon JJ, Anderson IC, Alexander IJ. 2010. Spatial and temporal 
ecology of Scots pine ectomycorrhizas. New Phytologist 186(3): 755-768. 
Pleijel F, Jondelius U, Norlinder E, Nygren A, Oxelman B, Schander C, Sundberg P, Thollesson M. 2008. 
Phylogenies without roots? A plea for the use of vouchers in molecular phylogenetic studies. Molecular 
Phylogenetics and Evolution 48(1): 369-371. 
Porter TM, Schadt CW, Rizvi L, Martin AP, Schmidt SK, Scott-Denton L, Vilgalys R, Moncalvo JM. 2008. 
Widespread occurrence and phylogenetic placement of a soil clone group adds a prominent new branch 
to the fungal tree of life. Molecular Phylogenetics and Evolution 46(2): 635-644. 
Pritsch K., Boyle H, Munch JC, Buscot F. 1997. Characterization and identification of black alder 
ectomycorrhizas by PCR/RFLP analyses of the rDNA internal transcribed spacer (ITS). New Phytologist 
137: 357-369. 
Pritsch K, Becerra A, Polme S, Tedersoo L, Schloter M, Agerer R. 2010. Description and identification of 
Alnus acuminata ectomycorrhizae from Argentinean alder stands. Mycologia 102(6): 1263-1273. 
Prosser JI, Bohannan BJM, Curtis TP, Ellis RJ, Firestone MK, Freckleton RP, Green JL, Green LE, Killham 
K, Lennon JJ, Osborn AM, Solan M, van der Gast CJ, Young JPW. 2007. Essay - The role of ecological 
theory in microbial ecology. Nature Reviews Microbiology 5(5): 384-392. 
Read DJ, Perez-Moreno J. 2003. Mycorrhizas and nutrient cycling in ecosystems - a journey towards 
relevance? New Phytologist 157(3): 475-492. 
Redecker D, Kodner R, Graham LE. 2000. Glomalean fungi from the Ordovician. Science 289: 1920-1921. 
Retallack GJ. 1997. Early forest soils and their role in Devonian global change. Science 276(5312): 583-585. 
Richard F, Millot S, Gardes M, Selosse MA. 2005. Diversity and specificity of ectomycorrhizal fungi retrieved 
from an old-growth Mediterranean forest dominated by Quercus ilex. New Phytologist 166(3): 1011-
1023. 
Richard F, Moreau PA, Selosse MA, Gardes M. 2004. Diversity and fruiting patterns of ectomycorrhizal and 
saprobic fungi in an old-growth Mediterranean forest dominated by Quercus ilex L. Canadian Journal of 
Botany-Revue Canadienne De Botanique 82(12): 1711-1729. 
Ricklefs R. et Miller G., 2003 Écologie, 4e édition, ed. De Boeck. 
Ricklefs, 1987. Community diversity: relative roles of local and regional processes. Science, 235, 167–171. 
Ricklefs RE. 2004. A comprehensive framework for global patterns in biodiversity. Ecology Letters 7(1): 1-15. 
Riviere, T ; Diedhiou, AG ; Diabate, M; Senthilarasu, G; Natarajan, K; Verbeken, A; Buyck, B; Dreyfus, 
B ; Bena, G; Ba, AM 2007 Genetic diversity of ectomycorrhizal Basidiomycetes from African and Indian 
tropical rain forests Mycorrhiza 17 (5) 415-428  
Ronquist F, Huelsenbeck JP. 2003. MrBayes 3: Bayesian phylogenetic inference under mixed models. 
Bioinformatics 19(12): 1572-1574. 
Roy BA. 2001. Patterns of association between crucifers and their flower-mimic pathogens: Host jumps are 
more common than coevolution or cospeciation. Evolution 55(1): 41-53. 
Roy M, Dubois M-P, Proffit M, Vincenot L, Desmarais E, Selosse M-A. 2008. Evidence from population 
genetics that the ectomycorrhizal basidiomycete Laccaria amethystina is an actual multihost symbiont. 
Molecular Ecology 17(12): 2825-2838. 
192 
 
Rubini A, Paolocci F, Riccioni C, Vendramin GG, Arcioni S. 2005. Genetic and phylogeographic structures of 
the symbiotic fungus Tuber magnatum. Applied and Environmental Microbiology 71(11): 6584-6589. 
Ryberg M, Kristiansson E, Sjokvist E, Nilsson RH. 2009. An outlook on the fungal internal transcribed spacer 
sequences in GenBank and the introduction of a web-based tool for the exploration of fungal diversity. 
New Phytologist 181(2): 471-477. 
Schlesinger WH, Andrews JA. 2000. Soil respiration and the global carbon cycle. Biogeochemistry 48(1): 7-20. 
Schmit JP, Mueller GM. 2007. An estimate of the lower limit of global fungal diversity. Biodiversity and 
Conservation 16(1): 99-111. 
Schoch CL, Seifert KA, Huhndorf S, Robert V, Spouge JL, Levesque CA, Chen W, Bolchacova E, Voigt K, 
Crous PW, Miller AN, Wingfield MJ, Aime MC, An KD, Bai FY, Barreto RW, Begerow D, Bergeron 
MJ, Blackwell M, Boekhout T, Bogale M, Boonyuen N, Burgaz AR, Buyck B, Cai L, Cai Q, Cardinali 
G, Chaverri P, Coppins BJ, Crespo A, Cubas P P, Cummings C, Damm U, de Beer ZW, de Hoog GS, 
Del-Prado R, Dentinger B, Dieguez-Uribeondo J, Divakar PK, Douglas B, Duenas M, Duong TA, 
Eberhardt U, Edwards JE, Elshahed MS, Fliegerova K, Furtado M, Garcia MA, Ge ZW, Griffith GW, 
Griffiths K, Groenewald JZ, Groenewald M, Grube M, Gryzenhout M, Guo LD, Hagen F, Hambleton 
S, Hamelin RC, Hansen K, Harrold P, Heller G, Herrera G, Hirayama K, Hirooka Y, Ho HM, 
Hoffmann K, Hofstetter V, Hognabba F, Hollingsworth PM, Hong SB, Hosaka K, Houbraken J, 
Hughes K, Huhtinen S, Hyde KD, James T, Johnson EM, Johnson JE, Johnston PR, Jones EB, Kelly 
LJ, Kirk PM, Knapp DG, Koljalg U, Kovacs GM, Kurtzman CP, Landvik S, Leavitt SD, Liggenstoffer 
AS, Liimatainen K, Lombard L, Luangsa-Ard JJ, Lumbsch HT, Maganti H, Maharachchikumbura 
SS, Martin MP, May TW, McTaggart AR, Methven AS, Meyer W, Moncalvo JM, Mongkolsamrit S, 
Nagy LG, Nilsson RH, Niskanen T, Nyilasi I, Okada G, Okane I, Olariaga I, Otte J, Papp T, Park D, 
Petkovits T, Pino-Bodas R, Quaedvlieg W, Raja HA, Redecker D, Rintoul T, Ruibal C, Sarmiento-
Ramirez JM, Schmitt I, Schussler A, Shearer C, Sotome K, Stefani FO, Stenroos S, Stielow B, 
Stockinger H, Suetrong S, Suh SO, Sung GH, Suzuki M, Tanaka K, Tedersoo L, Telleria MT, Tretter 
E, Untereiner WA, Urbina H, Vagvolgyi C, Vialle A, Vu TD, Walther G, Wang QM, Wang Y, Weir BS, 
Weiss M, White MM, Xu J, Yahr R, Yang ZL, Yurkov A, Zamora JC, Zhang N, Zhuang WY, Schindel 
D, Fungal Barcoding C. 2012. Nuclear ribosomal internal transcribed spacer (ITS) region as a universal 
DNA barcode marker for Fungi. Proceedings of the National Academy of Sciences of the United States of 
America 109(16): 6241-6246. 
Schwartzman DW, Volk T. 1989. BIOTIC ENHANCEMENT OF WEATHERING AND THE HABITABILITY OF 
EARTH. Nature 340(6233): 457-460. 
Schwencke J, Caru M. 2001. Advances in actinorhizal symbiosis: Host plant-Frankia interactions, biology, and 
applications in arid land reclamation. A review. Arid Land Research and Management 15(4): 285-327. 
Seifert KA. 2009. Progress towards DNA barcoding of fungi. Molecular Ecology Resources 9: 83-89. 
Seifert KA, Samson RA, deWaard JR, Houbraken J, Levesque CA, Moncalvo J-M, Louis-Seize G, Hebert 
PDN. 2007. Prospects for fungus identification using C01 DNA barcodes, with Penicillium as a test case. 
Proceedings of the National Academy of Sciences of the United States of America 104(10): 3901-3906. 
Selosse M-A, Richard F, He X, Simard SW. 2006. Mycorrhizal networks: des liaisons dangereuses? Trends in 
Ecology & Evolution 21(11): 621-628. 
Selosse MA, Duplessis S. 2006. More complexity in the mycorrhizal world. New Phytologist 172(4): 600-604. 
Selosse MA, Le Tacon F. 1998. The land flora: a phototroph-fungus partnership? Trends in Ecology & 
Evolution 13(1): 15-20. 
Senn-Irlet, B., Heilmann-Clausen, J., Genney, D. and Dalberg A. 2007 Guidance for the conservation of 
fungi. Prepared for the Convention on the Conservation of European and natural habitats.European 
Council. Document T-PVS (2007) 13. Strasbourg 17 Oct 2007. Available : 
www.coe.int/t/dg4/cultureheritage/conventions/bern/T-PVS/sc27_tpvs13_en.pdf 
Shendure J, Ji HL. 2008. Next-generation DNA sequencing. Nature Biotechnology 26(10): 1135-1145. 
Shively JM, English RS, Baker SH, Cannon GC. 2001. Carbon cycling: the prokaryotic contribution. Current 
Opinion in Microbiology 4(3): 301-306. 
193 
 
Simard SW, Perry DA, Jones MD, Myrold DD, Durall DM, Molina R. 1997. Net transfer of carbon between 
ectomycorrhizal tree species in the field. Nature 388: 579-582. 
Simard SW, Durall DM. 2004. Mycorrhizal networks: a review of their extent, function, and importance. 
Canadian Journal of Botany-Revue Canadienne De Botanique 82(8): 1140-1165. 
Slepecky RA, Starmer WT. 2009. Phenotypic plasticity in fungi: a review with observations on Aureobasidium 
pullulans. Mycologia 101(6): 823-832. 
Smith HG, Wilkinson DM. 2007. Not all free-living microorganisms have cosmopolitan distributions - the case 
of Nebela (Apodera) vas Certes (Protozoa : Amoebozoa : Arcellinida). Journal of Biogeography 34(10): 
1822-1831. 
Smith JE, Molina R, Huso MMP, Luoma DL, McKay D, Castellano MA, Lebel T, Valachovic Y. 2002. Species 
richness, abundance, and composition of hypogeous and epigeous ectomycorrhizal fungal sporocarps 
in young, rotation-age, and old-growth stands of Douglas-fir (Pseudotsuga menziesii) in the Cascade 
Range of Oregon, USA. Canadian Journal of Botany-Revue Canadienne De Botanique 80(2): 186-204. 
Smith ME, Douhan GW, Rizzo DM. 2007. Intra-specific and intra-sporocarp ITS variation of ectomycorrhizal 
fungi as assessed by rDNA sequencing of sporocarps and pooled ectomycorrhizal roots from a Quercus 
woodland. Mycorrhiza 18(1): 15-22. 
Smith, S.E., Read, D.J., 2008. Mycorrhizal Symbiosis, third ed. Academic Press, London. 
Soderstrom B. 2002. Challenges for mycorrhizal research into the new millennium. Plant and Soil 244(1-2): 1-
7. 
Spiller DA, Schoener TW. 1988. AN EXPERIMENTAL-STUDY OF THE EFFECT OF LIZARDS ON WEB-SPIDER 
COMMUNITIES. Ecological Monographs 58(2): 57-77. 
Stajich JE, Berbee ML, Blackwell M, Hibbett DS, James TY, Spatafora JW, Taylor JW. 2009. The Fungi. 
Current Biology 19(18): R840-R845. 
Stielow B, Bratek Z, Orczan AKI, Rudnoy S, Hensel G, Hoffmann P, Klenk HP, Goker M. 2011. Species 
Delimitation in Taxonomically Difficult Fungi: The Case of Hymenogaster. Plos One 6(1). 
Straatsma G, Ayer F, Egli S. 2001. Species richness, abundance, and phenology of fungal fruit bodies over 21 
years in a Swiss forest plot. Mycological Research 105: 515-523. 
Taberlet P, Fumagalli L, Wust-Saucy AG, Cosson JF. 1998. Comparative phylogeography and postglacial 
colonization routes in Europe. Molecular Ecology 7(4): 453-464. 
Taylor AFS. 2002. Fungal diversity in ectomycorrhizal communities: sampling effort and species detection. 
Plant and Soil 244(1-2): 19-28. 
Taylor DL, Bruns TD. 1999. Community structure of ectomycorrhizal fungi in a Pinus muricata forest: 
minimal overlap between the mature forest and resistant propagule communities. Mol Ecol 
8:1837Ð1850. 
Taylor JW, Jacobson DJ, Kroken S, Kasuga T, Geiser DM, Hibbett DS, Fisher MC. 2000. Phylogenetic 
species recognition and species concepts in fungi. Fungal Genetics and Biology 31(1): 21-32. 
Taylor JW, Turner E, Townsend JP, Dettman JR, Jacobson D. 2006. Eukaryotic microbes, species 
recognition and the geographic limits of species: examples from the kingdom Fungi. Philosophical 
Transactions of the Royal Society B-Biological Sciences 361(1475): 1947-1963. 
Tedersoo L, Suvi T, Beaver K, Koljalg U. 2007. Ectomycorrhizal fungi of the Seychelles: diversity patterns 
and host shifts from the native Vateriopsis seychellarum (Dipterocarpaceae) and Intsia bijuga 
(Caesalpiniaceae) to the introduced Eucalyptus robusta (Myrtaceae), but not Pinus caribea (Pinaceae). 
New Phytologist 175(2): 321-333. 
Tedersoo L, Suvi T, Jairus T, Ostonen I, Polme S. 2009. Revisiting ectomycorrhizal fungi of the genus Alnus: 
differential host specificity, diversity and determinants of the fungal community. New Phytologist 
182(3): 727-735. 
Tedersoo L, Jairus T, Horton BM, Abarenkov K, Suvi T, Saar I, Koljalg U. 2008. Strong host preference of 
ectomycorrhizal fungi in a Tasmanian wet sclerophyll forest as revealed by DNA barcoding and taxon-
specific primers. New Phytologist 180(2): 479-490. 
194 
 
Tedersoo L, May TW, Smith ME. 2010a. Ectomycorrhizal lifestyle in fungi: global diversity, distribution, and 
evolution of phylogenetic lineages. Mycorrhiza 20(4): 217-263. 
Tedersoo L, Nilsson RH, Abarenkov K, Jairus T, Sadam A, Saar I, Bahram M, Bechem E, Chuyong G, 
Koljalg U. 2010b. 454 Pyrosequencing and Sanger sequencing of tropical mycorrhizal fungi provide 
similar results but reveal substantial methodological biases. New Phytologist 188(1): 291-301. 
Tedersoo L, Sadam A, Zambrano M, Valencia R, Bahram M. 2010c. Low diversity and high host preference 
of ectomycorrhizal fungi in Western Amazonia, a neotropical biodiversity hotspot. Isme Journal 4(4): 
465-471. 
Tehler A. 1988. A CLADISTIC OUTLINE OF THE EUMYCOTA. Cladistics-the International Journal of the Willi 
Hennig Society 4(3): 227-277. 
Tilman D. 1977. RESOURCE COMPETITION BETWEEN PLANKTONIC ALGAE - EXPERIMENTAL AND 
THEORETICAL APPROACH. Ecology 58(2): 338-348. 
Tilman D. 1994. COMPETITION AND BIODIVERSITY IN SPATIALLY STRUCTURED HABITATS. Ecology 75(1): 
2-16. 
Tilman, 2004. Niche tradeoffs, neutrality, and community structure: a stochastic theory of resource 
competition, invasion, and community assembly. Proc. Natl. Acad. Sci. U.S.A., 101, 10854–10861. 
Torsvik V, Sorheim R, Goksoyr J. 1996. Total bacterial diversity in soil and sediment communities - A review. 
Journal of Industrial Microbiology 17(3-4): 170-178. 
Trappe JM, Molina R. 1986. Taxonomy and genetics of mycorrhizal fungi: their interactions and relevance. 
In: Mycorrhizae: Physiology and Genetics. Ed. by: Gianinazzi-Pearson V, Gianinazzi S. INRA, Paris. pp. 
133-146. 
Trappe J 1962 Fungus associates of ectotrophic mycorrhizae. Bot Rev, 28:538- 606. 
Tzedakis PC, Lawson IT, Frogley MR, Hewitt GM, Preece RC. 2002. Buffered tree population changes in a 
quaternary refugium: Evolutionary implications. Science 297(5589): 2044-2047. 
Valentini A, Pompanon F, Taberlet P. 2009. DNA barcoding for ecologists. Trends in Ecology & Evolution 
24(2): 110-117. 
van der Heijden MGA, Klironomos JN, Ursic M, Moutoglis P, Streitwolf-Engel R, Boller T, Wiemken A, 
Sanders IR. 1998. Mycorrhizal fungal diversity determines plant biodiversity, ecosystem variability and 
productivity. Nature 396(6706): 69-72. 
Vialle A, Feau N, Allaire M, Didukh M, Martin F, Moncalvo JM, Hamelin RC. 2009. Evaluation of 
mitochondrial genes as DNA barcode for Basidiomycota. Molecular Ecology Resources 9: 99-113. 
Vincenot L, Nara K, Sthultz C, Labbé J, Dubois M-P, Tedersoo L, Martin F, Selosse Marc-André. 2012. 
Extensive gene flow over Europe and possible speciation over Eurasia in the ectomycorrhizal 
basidiomycete Laccaria amethystina complex. Molecular Ecology 21: 281-299. 
Virolainen KM, Ahlroth P, Hyvarinen E, Korkeamaki E, Mattila J, Paivinen J, Rintala T, Suomi T, Suhonen 
J. 2000. Hot spots, indicator taxa, complementarity and optimal networks of taiga. Proceedings of the 
Royal Society of London Series B-Biological Sciences 267(1448): 1143-1147. 
Wardle DA. 2006. The influence of biotic interactions on soil biodiversity. Ecology Letters 9(7): 870-886. 
Weber A, Karst J, Gilbert B, Kimmins JP. 2005. Thuja plicata exclusion in ectomycorrhiza-dominated forests: 
testing the role of inoculum potential of arbuscular mycorrhizal fungi. Oecologia 143(1): 148-156. 
Weiss M, Selosse MA, Rexer KH, Urban A, Oberwinkler F. 2004. Sebacinales: a hitherto overlooked cosm of 
heterobasidiomycetes with a broad mycorrhizal potential. Mycological Research 108: 1003-1010. 
Wheeler, CT. Et Miller, JM. 1990. Current and potential uses of actinorrhizal plants in Europe. In The Biology 
of Frankia and Actinorrhizal Plants (eds Schwintzer, CR and Tjepkema, JD.) Academic Press, San Diego, 
USA, 1990, pp365-389 
Whitaker RJ, Grogan DW, Taylor JW. 2003. Geographic barriers isolate endemic populations of 
hyperthermophilic archaea. Science 301(5635): 976-978. 
195 
 
White TJ, Bruns Thomas D., Lee S, Taylor JW. 1990. Amplification and direct sequencing of fungal 
ribosomal RNA genes for phylogenetics | Mendeley. PCR protocols a guide to methods and 
applications. Academic Press, 315-322. 
Woese CR, Fox GE. 1977. PHYLOGENETIC STRUCTURE OF PROKARYOTIC DOMAIN - PRIMARY 
KINGDOMS. Proceedings of the National Academy of Sciences of the United States of America 74(11): 
5088-5090. 
Wollan AK, Bakkestuen V, Kauserud H, Gulden G, Halvorsen R. 2008. Modelling and predicting fungal 
distribution patterns using herbarium data. J Biogeogr 35:2298–2310 
Yamanaka T, Li CY, Bormann BT, Okabe H. 2003a. Tripartite associations in an alder: effects of Frankia and 
Alpova diplophloeus on the growth, nitrogen fixation and mineral acquisition of Alnus tenuifolia. Plant 
and Soil 254(1): 179-186. 
Yamanaka T, Li CY, Bormann BT, Okabe H. 2003b. Tripartite associations in an alder: effects of Frankia and 
Alpova diplophloeus on the growth, nitrogen fixation and mineral acquisition of Alnus tenuifolia. Plant 
and Soil 254(1): 179-186. 
YoccozZ, N. G. 2012, The future of environmental DNA in ecology. Molecular Ecology, 21: 2031–2038 
Yun W, Hall IR. 2004. Edible ectomycorrhizal mushrooms: challenges and achievements. Canadian Journal of 
Botany-Revue Canadienne De Botanique 82(8): 1063-1073. 
 
 
Sites internet : 
European Council for the Conservation of Fungi : http://www.wsl.ch/eccf/redlists-en.ehtml 
Bases de données nucléotidiques en ligne :  
*GenBank : http://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank/ 
*UNITE : http:// unite.ut.ee/EcM_lineages 
Bruns’ lab : Site du Département de Biologie des plantes et des micro-organismes de l’Université de Berkeley 
(Californie, USA) dirigé par Thomas Bruns : http://nature.berkeley.edu/brunslab/ 











Les aulnes (genre Alnus Mill, Betulaceae) sont des essences pionnières dominantes des zones 
humides et autres milieux difficiles. Leur succès écologique est vraisemblablement lié à leur capacité à former 
des associations symbiotiques mutualistes avec des champignons ectomycorhiziens (ECM) et des 
actinobactéries du genre Frankia.  
Dans le système ECM aulnes-champignons, les assemblages fongiques se caractérisent par leur faible 
diversité et la forte proportion de lignées spécifiques de ces hôtes (qualifiées d’alnicoles) contrastant avec ce 
qui est généralement décrit pour les communautés ECM et suggérant une coévolution étroite entre hôtes et 
symbiontes. Ce système est proposé ici comme modèle pour l’étude des processus écologiques et évolutifs 
impliqués dans la mise en place et la dynamique de l’association symbiotique ECM dont l’importance dans le 
fonctionnement des écosystèmes terrestres n’est plus à démontrer. Notre objectif est notamment de faire la 
part entre les effets de l’hôte et des facteurs abiotiques de l’habitat sur la dynamique des communautés ECM 
associées aux aulnes à l’échelle de la France métropolitaine. 
En alliant taxonomie traditionnelle et barcoding, nous avons caractérisé la diversité spécifique dans 39 
aulnaies francaises aux caractéristiques climatiques et édaphiques contrastées et nous avons considéré 
l’écologie des espèces ainsi que l’histoire évolutive des lignées dominantes en relation avec celle des espèces 
francaises du genre Alnus. Nos résultats confirment l’originalité de ces assemblages avec seulement 99 
espèces identifiées à l’échelle de la France métropolitaine, une forte stabilité des assemblages à l’échelle 
régionale et la dominance des espèces alnicoles dans les cortèges. Pour expliquer les patrons de diversité ECM 
observés aujourd’hui dans ces communautés, le scenario que nous proposons intègre des données de 
phylogéographie de l’hôte, l’effet de modifications climatiques récentes (Quaternaire), les exigences des 
espèces ECM par rapport à leur milieu abiotique et biotique et les capacités de dispersion de celles-ci,mettant 
en évidence l’importance de processus locaux et régionaux, potentiellement déterministes et neutres. 
Ces résultats sont prometteurs en vue de l’élaboration d’outils diagnostics pour des plans de gestion 
des zones humides, milieux fragiles et menacés par des pressions anthropiques croissantes 
Mots clés : Communauté écologique ; symbiose ; mutualisme ; champignon ectomycorhizien ; taxonomie 
traditionnelle ; barcoding ; spécificité d’hôte ; phylogénie moléculaire ; coévolution ; adaptation ; Basidiomycota ; 
Ascomycota ; Alnus (Betulaceae) 
Abstract 
Alders (Alnus Mill, Betulaceae) are dominant pioneer species of wetlands and other harsh 
environments. Their ecological success could be related to their ability to form mutualistic symbiotic 
associations with ectomycorrhizal fungi (ECM) and actinobacteria (genus Frankia).  
Alnus-associated ECM communities are species poor and exhibit a high proportion of host-specific 
lineages (referred as “alnicolous” lineages), contrasting with what is generally described for ECM communities 
and suggesting a close coevolution between hosts and symbionts. This system is proposed here as a model for 
the study of ecological and evolutionary processes involved in development and dynamics of ECM associations 
whose importance in the functioning of terrestrial ecosystems is well documented. Particularly, we aimed at 
disentangling host and abiotic habitat effect on Alnus ECM communities, at a regional scale (across 
metropolitan France). 
By combining traditional taxonomy and barcoding we described species diversity in 39 sites with 
contrasting climatic and soil characteristics and we considered species ecology and evolutionary history of 
dominant lineages. Our results confirm the originality of these communities with only 99 species identified 
across metropolitan France, a high stability at the regional scale and dominance of alnicolous species. In order 
to explain the diversity patterns observed ECM today in these communities. the scenario we propose here 
integrates host phylogeography data, effect of recent climate changes (Quaternary), abiotic and biotic 
requirements of ECM species and their dispersion abilities, highlighting importance of local and regional 
processes.Our results are promising for the development of diagnostic tools for management plans of 
wetlands, fragile environments and threatened by increasing human pressures 
Keywords : Ecological communities, symbiosis, mutualsim, ectomycorrhizal fungi, traditional taxonmy, barcoding, 
host specificity, molecular phylogeny, coevolution, adaptation, Basidiomycota ; Ascomycota ; Alnus (Betulaceae) 
